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2D : deux dimensions 
3D : trois dimensions, tri-dimensionel  
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Lors d’une inflammation ou d’une infection, les macrophages et les neutrophiles constituent 
la première ligne de défense de l’organisme. En effet, ils sont recrutés depuis le sang vers le 
site infecté ou enflammé. Ils y exercent leurs fonctions bactéricides afin d’éliminer les agents 
infectieux et sont également responsables de la réparation des tissus endommagés. Cependant, 
dans certaines maladies telles que les maladies inflammatoires chroniques ou certains cancers, 
le recrutement chronique et massif des macrophages exerce un effet délétère et participe à la 
progression de la pathologie. En revanche, le recrutement des lymphocytes a un effet 
bénéfique. Aussi, l’inhibition spécifique de la migration des phagocytes est devenue une 
évidence thérapeutique. 
Dans l’optique de pouvoir contrer cette migration incontrôlée, il apparaît nécessaire de mieux 
comprendre la migration trans-tissulaire des phagocytes.  
Lors de mon arrivée dans l’équipe, peu d’études étaient disponibles sur la migration des 
phagocytes au sein des tissus. En effet, la plupart des articles traitant de la migration étaient 
des études in vitro réalisées en deux dimensions (2D). Or, in vivo, les phagocytes migrent 
essentiellement au sein d’un environnement tri-dimensionnel (3D), et il est clairement 
démontré que les migrations 2D et 3D font appel à des mécanismes très différents. Aussi les 
études réalisées avec des cellules adhérentes sur un plan (2D) ne reflètent pas exactement les 
conditions rencontrées par les phagocytes. La migration en 3D des cellules tumorales, est, 
quant à elle, très bien documentée et a permis de définir deux mode principaux de migration. 
La migration mésenchymale est dépendante de la dégradation de la matrice extra-cellulaire 
(MEC) par les protéases et indépendante de la Rho kinase ROCK. La migration amiboide est 
indépendante de la dégradation par les protéases mais dépend de l’activité de ROCK. 
 
Puisque rien n’était connu sur la migration 3D des macrophages, le premier objectif de ma 
thèse a été de caractériser leur mode migratoire 3D dans un modèle d’étude simple in vitro. 
Aussi, j’ai développé un modèle in vitro de migration permettant de comparer la migration 
dans des matrices de compositions, d’architectures et de propriétés visco-élastiques 
différentes. J’ai pu montrer que les macrophages humains étaient capables d’adopter les deux 
modes migratoires décrits à ce jour et que leur choix était dicté par l’architecture de la matrice 
dans laquelle ils évoluaient. 
 
6Suite à ce travail, j’ai voulu approfondir la caractérisation de la migration mésenchymale 3D 
des macrophages. En effet, on sait que cette migration est dépendante de la dégradation de la 
matrice extracellulaire, or les macrophages adhérents en 2D sont naturellement équipés de 
structures spécialisées de dégradation, appelées les podosomes.  
Puisque l’existence de ces structures n’avait jamais été démontrée en 3D, mon second 
objectif a donc été de rechercher leur existence dans des macrophages migrant en 3D selon le 
mode mésenchymal. J’ai montré que, lors de cette migration, les macrophages forment de 
longues protrusions membranaires à l’extrémité desquelles on observe des structures riches en 
marqueurs caractéristiques des podosomes et la dégradation localisée de la matrice. Ceci, 
ajouté à l’évaluation de paramètres dynamiques et morphologiques de ces structures m’a 
permis de les définir comme des podosomes 3D. Outre la dégradation de la matrice au niveau 
des podosomes 3D, j’ai également observé que les macrophages généraient des tunnels via la 
combinaison de la dégradation, la compaction mécanique et l’internalisation de la matrice.  
À l’issue de ce travail, mon troisième objectif a été d’étudier la migration 3D des différentes 
sous populations de macrophages ainsi que celle d’autres phagocytes humains : les 
monocytes, les neutrophiles et les cellules dendritiques. Ces études sont encore en cours 
d’expérimentation. 
 
En conclusion, ces travaux ont permis de montrer 1) que les macrophages sont capables de 
mettre en place les 2 modes migratoires 3D, 2) que le choix du mode migratoire est dicté par 
l’architecture de la MEC. Contrairement aux autres leucocytes, les macrophages utilisent le 
mode migratoire mesenchymal pour traverser les MEC les moins poreuses notamment via la 
mise en place de structures dégradatives que sont les podosomes 3D. Aussi, ce mode 
migratoire devient une cible pharmacologique potentielle de grand intérêt puisque spécifique 
de ce type cellulaire. 
La suite du projet vise donc à valider in vivo la migration mésenchymale des macrophages et 
à identifier des effecteurs spécifiques de ce mode migratoire. Récemment l’équipe a montré 
un rôle clé de Hck, une protéine spécifique des phagocytes, dans la migration mésenchymale 
des macrophages murins. Ainsi, Hck ainsi que les futurs effecteurs restant à identifier 
constituent de nouvelles cibles potentielles dans le traitement de maladies où l’infiltration 

















8J’ai rejoint en Janvier 2008 l’équipe d’Isabelle Maridonneau-Parini, pour réaliser ma thèse 
sous la direction de Véronique Le Cabec. Une des thématiques de l’équipe était alors orientée 
vers l’étude de la migration des phagocytes au travers des tissus interstitiels. En effet, lors 
d’une inflammation ou d’une infection, les monocytes et les neutrophiles sont recrutés depuis 
le sang vers le lieu du désordre pour y remplir leurs fonctions de phagocytes (phagocytose 
d’agents infectieux, élimination de débris et réparation des tissus endommagés). Durant ce 
processus, les monocytes se différencient en macrophages. Avec les neutrophiles, ils sont 
aussi responsables de la résolution de l’inflammation. Cependant, dans certaines maladies 
telles que le cancer et les maladies inflammatoires chroniques, leur recrutement est massif et 
délétère. Dans l’optique de pouvoir contrer cette migration incontrôlée, il apparaissait 
nécessaire de caractériser la migration trans-tissulaire des phagocytes.  
A mon arrivée, le développement d’un modèle in vitro de migration en 3 dimensions 
(chambres d’invasion) avait déjà été initié par Renaud Poincloux et Véronique Le Cabec. J’ai 
alors poursuivi cette approche en développant des matrices de compositions et caractéristiques 
physiques différentes permettant de mimer différents micro-environnements acellulaires. Ce 
modèle m’a permis de caractériser la migration trans-matricielle des macrophages humains. 
D’autre part, nous utilisons actuellement ce modèle afin de caractériser la migration d’autres 
leucocytes : les neutrophiles, les monocytes, les cellules dendritiques (en collaboration avec 
Céline Cougoule dans l’équipe) et les lymphocytes T (en collaboration avec Loïc Dupré- 
INSERM U563- Hôpital Purpan, Toulouse). Ces derniers travaux sont encore en 
investigation. 
Afin d’introduire ce travail de thèse, j’ai choisi de présenter en premier lieu les fonctions 
physiologiques des phagocytes puis leurs dérégulations. La troisième partie est consacrée aux 
mécanismes moléculaires et cellulaires impliqués dans la migration trans-tissulaire des 
phagocytes. En dernière partie, je traiterai des invadosomes, structures de dégradation de la 
matrice extra-cellulaire (MEC) et d’adhérence cellulaire, structures que nous pensons 




Figure 2 : Les cellules sanguines
A : les 3 types de cellules sanguines : Images en microscopie électronique à balayage
Image de Bruce Wetzel, National Cancer Institute, USA
B : Image en lumière blanche d’un frottis sanguin (coloration Romanowsky)
Les monocytes présentent un noyau irrégulier; les neutrophiles, un noyau polylobé et les
lymphocytes, un noyau homogène.
Tiré de Molecular Biology of the Cell, 3rd edition par B Alberts,D Bray, J Lewis, M Raff, K
Roberts, and J D Watson
Figure 1 : L’hématopoïèse
Tirée de Chaplin DD, J Allergy Clin Immunol, 2010






9I. Les phagocytes et la réponse inflammatoire 
 
Les leucocytes (globules blancs) sont des cellules produites dans la moelle osseuse selon le 
processus d’hématopoïèse (figures 1 et 2) et retrouvées dans le sang, la lymphe, et les tissus. 
Les lymphocytes (lymphocytes B, lymphocytes T, cellules NK (natural killer), lymphocytes 
T-NK) dérivent d’un précurseur lymphoide. Les monocytes et les granulocytes (neutrophiles, 
éosinophiles, basophiles) dérivent d’un précurseur myéloide. Les cellules dendritiques 
peuvent être, quant à elles, dérivées d’un précurseur myéloide ou lymphoide.  
Dans le cadre de cette introduction, je ne m’attacherai qu’à la description des cellules de 
l’immunité innée : les monocytes/macrophages, les neutrophiles et les cellules dendritiques. 
1. Les cellules phagocytaires 
La phagocytose, c’est-à-dire la capacité d’ingérer des corps étrangers est une caractéristique 
de certains leucocytes.  
1.1 Les macrophages 
L’appellation « macrophage » (du grec « gros mangeur ») fait référence à la grande taille de 
ces cellules phagocytaires (25 à 50µm) (figure 3B). Elles représentent 4 à 10 % des 
leucocytes. On distingue les macrophages résidants dans les tissus des macrophages néo-
recrutés et différenciés à partir des monocytes présents dans le sang (figure 3A). Les 
macrophages résidants ont une durée de vie très longue et sont, dans certains cas, capables 
de se multiplier. Ils possèdent un rôle de sentinelles dans les tissus, permettant ainsi de 
détecter une infection. Ils possèdent un phénotype différent selon leur lieu de résidence : les 
microglies dans le cerveau, les cellules de Kupffer dans le foie, les ostéoclastes dans les tissus 
osseux (Pollard, 2009). Ces caractéristiques ont également été observées dans le modèle du 
poisson-zèbre où il a été montré dans l’embryon que certains macrophages se différenciaient 
très tôt au cours du développement. Une partie d’entre eux gagne la circulation sanguine 
pendant que beaucoup d’autres envahissent différents tissus embryonnaires (cerveau, 
épiderme...). Au sein de ces tissus, certains macrophages adoptent un comportement de 
patrouilleurs entre les cellules épidermales (Herbomel et al., 1999; Herbomel et al., 2001), 
comparable à celui observé dans le sang pour une sous population de monocytes chez la 
souris adulte (Auffray et al., 2007) (détaillé ci dessous). Les macrophages différenciés à 
Figure 3 : Images en microscopie électronique à transmission d’un monocyte (A), d’un
macrophage (B) et d’un neutrophile (C)
Le macrophage présente de multiples pseudopodes comparé au monocyte. On voit très bien la
présence de divers granules au sein du neutrophile.
A et C : Tirées de Molecular Biology of the Cell, 3rd edition par B Alberts,D Bray, J Lewis,
M Raff, K Roberts, and J D Watson





partir des monocytes circulants sont responsables des réponses inflammatoires et peuvent 
eux mêmes devenir résidants.  
Les macrophages sont à l’interface entre l’immunité innée et acquise. En effet, leur 
première fonction est, comme pour les neutrophiles, la protection face aux infections et la 
réparation des tissus. De plus, comme les cellules dendritiques, ce sont également des cellules 
présentatrices d’antigènes capables d’activer les lymphocytes et d’initier la réponse 
immunitaire acquise en synthétisant des facteurs du complément et des cytokines, comme le 
CSF-1 (M-CSF), le GM-CSF ou l’IL-1. 
Selon leur réponse immunologique, les macrophages ont été classés en deux sous catégories. 
Les macrophages de type 1 (polarisation M1) sont dits activés et sont impliqués dans les 
réponses inflammatoires (sécrétion d’IL12, IL23 et de dérivés oxygénés, activation des 
réponses th1- LT cytotoxiques). Ils possèdent la capacité de tuer les pathogènes et les cellules 
tumorales. En revanche, les macrophages de type 2 (polarisation M2), activés de manière 
alternative, ont une activité modulatrice (sécrétion d’IL10, activation des réponses Th2) et 
sont impliqués dans les processus de développement et de réparation  (pour revues (Benoit et 
al., 2008b; Qian and Pollard, 2010)). 
Il existe également deux classes de monocytes. Chez la souris, l’une exprime les molécules de 
surface : Ly6c (Gr1+), CCR2 et la sélectine-L tandis que l’autre n’exprime que très 
faiblement ces molécules. Trouvée essentiellement dans les tissus enflammés, la 1ère catégorie 
a été qualifiée d’inflammatoire tandis que la seconde, observée également dans les tissus non 
enflammés a été appelée « résidente ». Chez l’homme, la sous-population monocytaire 
CD14+ CD16- ressemble aux monocytes inflammatoires et les CD14low CD16+ ressemblent 
aux monocytes « résidents » (Auffray et al., 2007). Il a été observé deux déplacements 
distincts de ces sous-populations. Les Gr1- sont beaucoup plus lents que les Gr1+ et ces 
monocytes oscillent plus ou moins aléatoirement entre les parois des vaisseaux sanguins sur 
de courtes distances et sont même capables de remonter les vaisseaux à contre-courant. Ces 
monocytes ont été appelés patrouilleurs de part ce comportement de repérage dans les 
vaisseaux sanguins (Auffray et al., 2007). Lors d’une infection ou d’une blessure, ce sont les 
premiers à traverser l’endothélium et à envahir le site endommagé. Ils sont suivis plus 
tardivement par les monocytes « classiques » Gr1+ qui eux, à l’état basal, roulent sur 
l’endothélium en suivant le flux sanguin. Les monocytes Gr1- génèrent une réponse 
inflammatoire transitoire puis se différencient en macrophages de type M2 (Auffray et al., 
2007; Auffray et al., 2009; Geissmann et al., 2008). Les monocytes Gr1+ se différencient, 
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quant à eux, en macrophages de type M1 et en cellules dendritiques inflammatoires afin de 
détruire les agents pathogènes (Auffray et al., 2009; Geissmann et al., 2010; Soehnlein and 
Lindbom, 2010).  
De multiples études suggèrent que les cellules tumorales seraient capables de créer un micro-
environnement qui détournerait les macrophages de leur rôle activé et destructeur (M1) et les 
forcerait à adopter un rôle trophique (plus caractéristique de la polarisation M2) permettant 
aux tumeurs de progresser (Mantovani and Sica, 2010).   
 
1.2 Les granulocytes neutrophiles 
Les neutrophiles constituent 50 à 85% des leucocytes, et la presque totalité des granulocytes 
(avec les basophiles et les éosinophiles). Ce sont des cellules de petite taille (10 à 14 µm), qui 
se distinguent par leurs noyaux polylobés et la présence de différentes populations de granules 
cytoplasmiques affins pour les colorants neutres (d’où l’appellation de « neutrophiles ») 
(figure 3C). Ils dérivent comme les macrophages de progéniteurs de la moelle osseuse et 
acquièrent leurs caractéristiques structurales et fonctionnelles sous l’effet de facteurs tels que 
le GM-CSF, le G-CSF et l’acide rétinoïque. 
Les neutrophiles sont des cellules tueuses non présentatrices d’antigènes, dont la durée de vie 
est beaucoup plus courte que celle des macrophages et dont le recrutement est beaucoup plus 
massif et plus précoce au cours d’une inflammation. Au même titre que les macrophages, il 
existerait des Tumor –Associated Neutrophils (TANs) et ces TANs pourraient développer une 
polarisation N2 pro-tumorale (similaire aux macrophages M2) dans l’environnement tumoral 
sous l’action de TGFβ (Fridlender et al., 2009).  
Les neutrophiles contiennent quatre types de granules intracellulaires dont la formation au 
cours de l’hématopoïèse est séquentielle : les granules azurophiles (granules primaires), qui 
sont assimilés aux lysosomes (le principal compartiment bactéricide où est localisée 
notamment la myélopéroxydase), les granules spécifiques (granules secondaires), les granules 
à gélatinase (granules tertiaires) et enfin les vésicules sécrétrices. Ces granules sont classés 
selon leur taille, morphologie, densité aux électrons en microscopie électronique, composition 
granulaire en protéines et leur profil de mobilisation ((Borregaard and Cowland, 1997) pour 
revue). Chacun des granules est recruté selon les besoins du neutrophile au cours des 
différentes étapes de sa migration vers le site inflammatoire. Lors de leur rolling sur 
l’endothélium, les neutrophiles mobiliseraient à leur membrane les vésicules sécrétrices 
Figure 4 : Origine des cellules dendritiques
Les cellules dendritiques se différentient à partir de cellules souches de la moelle osseuse
(précurseur CD34+). Les cellules de Langerhans et les DCs interstitielles dériveraient
essentiellement d’un progéniteur myéloide commun tandis que les DCs plasmacytoides
dériveraient d’un progéniteur lymphoide
Tiré de Maisnier-Patin K, Med sci, 2007
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porteuses, entre autres, du récepteur αMβ2. L’acquisition de ce nouveau récepteur à sa 
membrane permettrait au neutrophile d’adhérer fermement à l’endothélium. Lors de la 
diapédèse (passage depuis la lumière des vaisseaux aux tissus interstitiels), l’exocytose de la 
gélatinase et de MMP-9 des granules à gélatinase pourrait jouer un rôle dans la dégradation du 
collagène IV de la membrane basale (Reichel et al., 2008; Soehnlein et al., 2009). Les 
granules secondaires et tertiaires sont ensuite mobilisés au cours de la migration trans-
tissulaire et au site infectieux. L’exocytose de protéases (cathepsines, elastase, ...) jouerait un 
rôle dans le clivage de cytokines et dans l’attraction d’autres phagocytes sur le lieu de 
l’inflammation (Soehnlein et al., 2009). La mobilisation des granules spécifiques à la 
membrane pourrait également augmenter le potentiel phagocytaire des neutrophiles en leur 
fournissant le récepteur CR3. Enfin la fusion des granules azurophiles et spécifiques avec le 
phagosome crée des conditions idéales pour la bactéricidie (Borregaard and Cowland, 1997). 
 
1.3 Les cellules dendritiques 
Les cellules dendritiques (DCs) sont des cellules d’origine hématopoïétique (cellule souche 
CD34+ de la moelle osseuse). Elles sont très rares dans le sang (<1%). Il existe deux grands 
types de DCs selon l’origine du progéniteur : les DCs plasmacytoïdes d’origine lymphoïde et 
les DCs myéloïdes (figure 4).  
On trouve les DCs plasmacytoïdes (pDCs) dans les zones T des organes lymphoïdes, dans le 
thymus et dans le sang.  Les DCs d’origine myéloide, encore appelées DCs conventionnelles 
(cDCs) (DCs interstitielles et cellules de Langerhans) évolent dans des zones en contact avec 
l’environnement extérieur (muqueuses et peau). En effet, le progéniteur myéloïde commun 
CD34+, donne naissance à un précurseur CD11c+ CD1a+ CD14- qui migre dans l’épiderme 
pour se différencier en cellule de Langerhans ou à un précurseur CD11c+ CD1a- CD14+ qui 
migre dans le derme et les tissus conjonctifs pour se différencier en cellule dendritique 
interstitielle (Maisnier-Patin et al., 2007). 
Les DCs peuvent également dériver de monocytes circulants dans le flux sanguin dans des 
conditions homéostatiques ou inflammatoires (Geissmann et al., 2010).  
D’autre part, les DCs existent sous deux états distincts à la fois phénotypiquement et 
fonctionnellement. A l’état immature, les DCs expriment de hauts niveaux de marqueurs de 
capture d’antigène (Toll-Like Receptor (TLR), Mannose Receptor (MR)...). En effet, la 
fonction de ces DCs est de continuellement sonder leur environnement à la recherche 
Figure 5 : Les cellules dendritiques
A. Une cellule CD11c- immature (myéloide) en microscopie électronique à transmission :
B. Une cellule CD11c+ immature (plasmacytoide) en microscopie électronique à transmission :
présence d’un réticulum endoplasmique proéminent, absent des cellules myéloides
Tirées de Kohrgruber N, J Immunol, 1999
C – D. Une cellule dendritique mature inter-agissant ici avec un ou plusieurs lymphocytes - Images
en microscopie électronique à balayage : la cellule dendritique montre la présence de multiples
protrusions appelées dendrites qui lui ont value son appellation. C : Image tirée de
pathmicro.med.sc.edu/ lecture/dendritic-cell.gif ; D: Image montrant une cellule dendritique
(orange) sur une matrice de collagène de type I 3D et interagissant avec des lymphocytes (vert)
(issue de Friedl P, Nat Rev Immunol 2005)
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d’antigènes. En présence de molécules bactériennes telles que les PAMPs (Pathogen-
associated molecular pattern, reconnus par les TLR) ou de cytokines inflammatoires, elles 
capturent l’antigène par endocytose ou phagocytose et engagent un processus de maturation. 
Ce processus induit des changements morphologiques (apparition de dendrites) (figure 5 C et 
D), phénotypiques (up-régulation de l’expression de marqueurs de maturation (CD83, CD40), 
de présentation d’antigènes telles que le CMH I et II (complexe majeur d’histocompatibilité) 
et de migration tels que CCR7). Ainsi les DCs matures migrent vers les organes lymphoïdes 
secondaires pour présenter l’antigène aux lymphocytes T et B (figure 5 C et D). En revanche 
la localisation précise de la maturation des DCs est encore mal connue (Alvarez et al., 2008; 
Martin-Fontecha et al., 2009).  
Les DCs plasmacytoïdes représentent une sous catégorie de DCs aux caractéristiques 
différentes de celles des DCs conventionelles (expression différente de molécules de surface, 
(Barchet et al., 2005)). A l’état immature, elles ont une morphologie particulière qui est à 
l’origine de leur appellation (figure 5B). Ces DCs sont moins efficaces dans la 
reconnaissance et la capture d’antigène que les DCs conventionelles. Cependant, elles jouent 
un rôle majeur dans la défense immunitaire contre les virus. En effet, face à ces pathogènes, 
ces cellules s’activent et  sécrètent une grande quantité d’IFN de type 1 ce qui active à leur 
tour les cellules tueuses NK et les cellules T cytotoxiques (Colonna et al., 2004; Swiecki and 
Colonna, 2010). De plus, elles semblent jouer un rôle dans l’auto-immunité (Swiecki and 
Colonna, 2010). 
Une caractéristique majeure des DCs est leur capacité migratoire, à la fois à l’état de 
précurseurs mais aussi après différenciation en DCs immatures puis matures (Alvarez et al., 
2008). En effet, les précurseurs de DCs sont capables de migrer depuis la moelle osseuse vers 
les vaisseaux sanguins mais aussi vers divers tissus (Martin-Fontecha et al., 2009). Les 
cellules immatures circulent dans les tissus (cDCs), dans le sang  (pDCs, cDCs) ou dans les 
vaisseaux lymphatiques (cDCs, pDCs). Les cellules matures migrent quant à elles vers les 
organes lymphoides secondaires et sont également capables de retourner dans la circulation 




Figure 6: Les interactions entre les phagocytes durant une inflammation
Phase 1: les monocytes patrouilleurs et les macrophages résidents ressentent la perturbation de
l’homéostasie et sécrètent des cytokines pour recruter les neutrophiles.
Phase 2 : les neutrophiles, via leur dégranulation, recrutent les monocytes inflammatoires
Phase 3: Les macrophages augmentent la durée de vie des neutrophiles pour résoudre
l’inflammation puis les neutrophiles rentrent en apoptose.
Phase 4 : Les neutrophiles apoptotiques et les macrophages qui les phagocytent libèrent des
molécules pour stopper l’infiltration des neutrophiles. Les macrophages sécrètent ensuite des
facteurs permettant la réparation des tissus.
Tiré de Soehnlein O, Nat Rev Immunol 2010
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2. Les différentes étapes de la réponse inflammatoire  
Lors d’une infection ou d’une blessure, l’organisme met en place spontanément une réponse 
inflammatoire qui permet d’éliminer les agents infectieux mais aussi de réparer les tissus 
endommagés. Au cours de cette réponse inflammatoire, les phagocytes sont mobilisés au 
niveau de l’endothélium vasculaire. Après le passage de l’endothélium, ils migrent jusqu’au 
site infecté pour y activer leurs fonctions de cellules inflammatoires et résoudre 
l’inflammation. Nous verrons alors que monocytes/macrophages et neutrophiles travaillent de 
concert à la résolution de l’inflammation (figure 6) 
2.1  La migration des phagocytes vers le site infecté ou enflammé 
2.1.1 Le déclenchement de la réponse inflammatoire 
Les macrophages résidants tissulaires sont les premières cellules à percevoir le désordre 
immunitaire. En effet, lors de ce processus, des cellules entrent en apoptose et libèrent dans le 
milieu extra-cellulaire des molécules, les DAMPs (damage-associated molecular patterns) 
telles que la protéine nucléaire HMGB1 (High mobility group box 1 protein). En revanche le 
mécanisme de reconnaissance de ces molécules n’est pas encore connu (Soehnlein and 
Lindbom, 2010). Dans le cas d’une infection bactérienne, les PAMPs sont reconnus par les 
PRRs (Pattern Recognition Receptor) dont les TLRs et les NLRs (PRR intracellulaires 
identifiées plus récemment) des cellules immunitaires. L’association de plusieurs NLRs et/ou 
d’autres molécules donne lieu à un complexe multimoléculaire appelé l’inflammasome qui 
active alors la caspase-1. Cette activation génère la maturation et la sécrétion de cytokines de 
la famille IL-1 (IL1β, IL18) (Schroder and Tschopp, 2010; Stutz et al., 2009). 
Quelle que soit la molécule reconnue, cette reconnaissance entraîne la sécrétion par les 
macrophages de cytokines pro-inflammatoires (TNF, IL6, IL8, IL-1) qui recrutent les 
neutrophiles. Les monocytes patrouilleurs répondent également très rapidement (réponse en 
moins d’1h) suite au changement d’homéostasie tissulaire et s’extravasent pour rejoindre le 
site inflammatoire et les macrophages tissulaires pour les seconder (phagocytose et 
recrutement de neutrophiles et monocytes inflammatoires) (figure 6) (Soehnlein and 
Lindbom, 2010). Leur réponse inflammatoire est rapidement atténuée : par exemple, après 8h 
d’infection par Listeria monocytogenes, les seules cellules produisant des molécules 
inflammatoires sont les monocytes inflammatoires néo-recrutés (données obtenues sur un 
modèle murin) (Auffray et al., 2009). Ainsi les macrophages tissulaires et les monocytes 
patrouilleurs développeraient un phénotype de type M2 permettant une réponse inflammatoire 
Figure 7 : La cascade adhésive des leucocytes
Illustration des différentes étapes communes à tous les leucocytes lors de leur recrutement sur le site
inflammatoire. L’encart est illustré dessous pour les neutrophiles.
Les leucocytes sont tout d’abord capturés sur la membrane endothéliale exprimant des sélectines. Le
rolling des cellules également médié par les sélectines permet l’exposition des leucocytes aux cytokines
ce qui induit leur activation et leur adhérence ferme via les intégrines. L’étape de crawling médiée
essentiellement par l’interaction LFA1- puis MAC1-ICAM1 (non représentée sur l’encart) permet aux
leucocytes de rejoindre le lieu de leur migration trans-endothéliale selon un mode para ou trans-
cellulaire. Enfin les leucocytes peuvent alors entamer leur migration trans-tissulaire pour rejoindre le
lieu de l’inflammation. Schéma du haut adapté de Nourshargh S, Nat Mol Cell biol, 2010
Illustration de la cascade adhésive en microscopie
électronique à balayage d’un endothélium humain
traité avec un stimulus inflammatoire et perfusé
avec des lymphocytes et des monocytes sous
conditions physiologiques de flux. On y voit le
processus de rolling et d’adhésion ferme
Tiré de Barreiro O, Card Trans Med, 2009
15
rapide et brève mais suffisante pour attendre l’arrivée des neutrophiles et des monocytes 
inflammatoires M1. La dégranulation des neutrophiles (libération de LL-37, azurocidine, 
cathepsine G et autres protéases permettant le clivage et l’activation de cytokines) au cours de 
leur migration trans-tissulaire est également un facteur d’attraction des monocytes 
inflammatoires (Soehnlein and Lindbom, 2010; Solinas et al., 2009) (figure 6). 
Un nouveau concept est récemment apparu : la réponse inflammatoire stérile. Il s’agit du 
déclenchement d’une réponse inflammatoire classique mais en réponse à des stimuli qui ne 
devraient pas générer de réponse inflammatoire. Parmi ces stimuli on peut citer les chocs 
mécaniques, les particules irritantes (cristaux, aggrégats protéiques, composés chimiques). 
Cette réponse inflammatoire peut avoir des effets néfastes sur les tissus environnants 
(génération inutile de molécules anti-inflammatoires destructrices) et peut même aboutir à une 
inflammation chronique (Rock et al., 2010).   
 
2.1.2 La capture, l’arrêt et le crawling des phagocytes sur 
l’endothélium vasculaire 
Les molécules bactériennes et/ou les cytokines produites par les monocytes patrouilleurs et les 
macrophages tissulaires activent les cellules endothéliales des vaisseaux sanguins les plus 
proches qui expriment alors des sélectines E et P à leur surface. Leur interaction avec les 
molécules de surface spécifiques  (PSGL-1 pour P-selectin glycoprotein ligand 1 et d’autres 
ligands glycosylés) des leucocytes circulants non adhérents induit leur capture et leur passage 
à un état adhérant mais non statique où les leucocytes roulent sur l’endothélium (« rolling ») 
(figure 7 et encart). Les sélectines E recrutent essentiellement les monocytes tandis que les 
sélectines P recrutent les neutrophiles (Soehnlein and Lindbom, 2010). 
Lors de cette étape, les leucocytes sont alors exposés aux cytokines du micro-environnement 
local (qui pourraient être produites par les monocytes patrouilleurs (Soehnlein and Lindbom, 
2010)). La liaison d’une molécule cytokine avec un récepteur couplé aux protéines G 
(GPCRs) sur la membrane des leucocytes engendre l’activation de molécules de surface telles 
que les intégrines. Les lymphocytes et les monocytes lient préférentiellement VCAM1 grâce à 
leur intégrines α4β1 (VLA-4), tandis que les intégrines αMβ2 (Mac-1), αLβ2 (LFA-1) des 
neutrophiles se lient aux molécules endothéliales ICAM1 et 2 (Revue : (Ley et al., 2007)) 
(signal nommé « inside-out »). Cette liaison ferme aboutit à l’arrêt des leucocytes (« arrest ») 
(encart figure 7). Débute alors une étape de reptation (« crawling »), qui engage des 
Figure 8 : Organisation de la membrane basale
Images en microscopie confocale d’une vénule crémastérique.
PECAM1 (bleu) marque la membrane des cellules endothéliales, α-SMA (rouge) marque les
péricytes tandis que la laminine (vert) marque la membrane basale.
Ainsi les cellules endothéliales bordent le lumen tandis que les péricytes sont englobés dans la
membrane basale. Entourées en blanc sont les LERs (low-expression Regions), zones moins
riches en protéines matricielles.
Issue de Nourshargh S, Nat Mol Cell biol 2010
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interactions similaires leucocyte/cellule endothéliale (voir détails dans le paragraphe III-1), et 
qui se poursuit jusqu’à ce que les leucocytes traversent l’endothélium par diapédèse (ou 
extravasation).  
 
2.1.3 La diapédèse 
Après les étapes de rolling et de crawling, les leucocytes traversent la paroi endothéliale afin 
de rejoindre le lieu de l’inflammation. Cette étape, la diapédèse, peut se faire par une voie soit 
paracellulaire soit transcellulaire (voir détails dans le paragraphe III-1) (Ley et al., 2007) 
(figure 7). 
La diapédèse implique le passage au travers de trois barrières : l’endothélium, la membrane 
basale associée sous-jacente et les péricytes (Friedl and Weigelin, 2008; Vestweber, 2007). La 
couche de péricytes n’est pas présente dans tous les types de vaisseaux mais elle est 
particulièrement présente au niveau des veinules post-capillaires, site privilégié de la 
diapédèse in vivo (Nourshargh et al., 2010) (figure 8). Les péricytes sont des cellules 
organisées de manière discontinue sous les cellules endothéliales avec de larges pores entre 
les cellules adjacentes (Ley et al., 2007). Les péricytes font généralement partie intégrante de 
la membrane basale. La membrane basale correspond à une fine couche de matrice 
extracellulaire (MEC) composée de macro-molécules telles que les laminines, le collagène de 
type IV interconnectées par des glycoprotéines telles que le perlecan et les nidogènes; 
molécules sécrétées entre autres par les cellules endothéliales et les péricytes. La membrane 
basale de par sa densité assure le maintien des cellules endothéliales. Via son contenu en 
facteurs de croissance (tels que VEGF, βFGF) et ligands de récepteurs cellulaires (toutes les 
molécules de la membrane basale lient les intégrines) elle joue aussi un rôle majeur dans la 
transmission de signaux (angiogénèse, prolifération cellulaire) (Kalluri, 2003; LeBleu et al., 
2007; Nourshargh et al., 2010; Rowe and Weiss, 2008).  
La migration au travers de la barrière de cellules endothéliales est très rapide (moins de 
5min), le passage au travers de la membrane basale est plus long (au minimum 5 à 15 min, 




Figure 9 : Maturation du phagosome dans les macrophages par une séquence d’interactions





2.1.4 La migration interstitielle trans-tissulaire vers le site infecté ou 
enflammé  
Les cellules phagocytaires quittent la circulation sanguine par diapédèse puis, suivant un 
gradient chimiotactique constitué de protéines des granules de neutrophiles, de cytokines 
inflammatoires et/ou de molécules bactériennes, migrent à travers la matrice extracellulaire 
pour rejoindre le lieu de l’infection.  
Dans l’équipe, nous nous intéressons en particulier à deux étapes clés dans la mise en place de 
la réponse inflammatoire : la migration trans-tissulaire et la réponse pro-inflammatoire des 
phagocytes sur le lieu de l’infection. 
La migration trans-tissulaire sera développée en partie III de cette introduction tandis que la 
réponse pro-inflammatoire des phagocytes fait l’objet du paragraphe suivant. 
 
2.2 La réponse pro-inflammatoire des phagocytes  
Une fois arrivés sur le site, les phagocytes mettent en place leurs fonctions destructrices. Les 
principales stratégies sont la phagocytose, l’exocytose du contenu lysosomal et l’action de 
la NADPH oxydase (nicotinamide adenine dinucleotide phosphate), désormais appelée 
NOX2 (Segal, 2005; Segal, 2008). 
 
 La phagocytose 
La phagocytose consiste en l’ingestion de particules étrangères dans un compartiment intra-
cellulaire appelé phagosome. Ce processus fait intervenir plusieurs types de récepteurs 
présents à la surface des phagocytes: les récepteurs aux opsonines qui reconnaissent les 
particules recouvertes d’immunoglobulines (récepteurs Fc) et/ou de facteurs du complément 
c3bi (récepteur CR3), et les récepteurs non-opsoniques (PRRs) qui reconnaissent des 
déterminants de surface des particules, le plus souvent des motifs glycosylés (PAMPs). 
L’internalisation d’une particule aboutit à la formation d’un compartiment appelé le 
phagosome qui subit alors un processus de maturation : il interagit successivement avec les 
différents compartiments de la voie d’endocytose : les endosomes précoces, les endosomes 
tardifs et enfin les lysosomes. Cette interaction mène à la fusion entre le phagosome avec les 
lysosomes et à la formation du phagolysosome (figure 9) ((Vieira et al., 2002) pour revue). 
La particule internalisée se retrouve donc au contact des protéases lysosomales et finit par être 
Figure 10 : Activité de la NADPH oxydase
Des électrons sont transportés depuis le cytoplasme dans le phagosome pour y former des O2-.
L’influx de K+ pour compenser la dépolarisation de la membrane accroie le pH dans le
phagosome ce qui active les protéases des granules lors de leur fusion avec le phagosome.
Tiré de Segal AW, Annu Rev Immunol, 2005
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dégradée. Dans la majorité des cas, la dégradation fait intervenir la production par la 
NADPH oxydase de dérivés oxygénés toxiques et la libération des protéases (notamment 
la myélopéroxidase) et/ou de protéines bactéricides au cours de la fusion entre les lysosomes 
sécrétoires des phagocytes et le phagosome. 
 
 La NADPH oxydase 
La NADPH oxydase un complexe protéique composé d’éléments membranaires et 
cytosoliques. Lorsque ce complexe est activé, les éléments membranaires et cytosoliques 
s’associent aux protéines membranaires et produisent (à partir des électrons présents dans le 
cytosol et de l’O2 moléculaire) des ions superoxyde O2-. Ces ions se transforment en dérivés 
oxygénés (tel que le peroxyde d’hydrogène) qui sont responsables de la toxicité. De nouvelles 
données suggèrent un rôle indirect des dérivés oxygénés dans la toxicité. La NOX2 des 
neutrophiles en pompant des électrons depuis le cytosol vers le phagosome pour produire le 
superoxyde O2- induirait une dépolarisation de la membrane phagosomale. Celle-ci serait 
compensée par l’influx de K+ dans le phagosome. Cet influx augmente également le pH dans 
le phagosome ce qui créerait un environnement adéquat à la solubilisation et l’activation des 
protéases contenues dans les granules azurophiles (les lysosomes) lors de leur fusion avec le 
phagosome (figure 10)  (Ahluwalia et al., 2004; Segal, 2005). La combinaison des dérivés 
oxygénés et des protéases aboutit à la destruction du pathogène. Cependant cette théorie n’a 
pour l’instant pas été confirmée par d’autres équipes. Dans les cellules dendritiques, NOX2 
semble jouer un rôle différent puisqu’elle maintient un niveau bas de dérivés oxygénés et 
donc un pH alcalin dans le phagosome ce qui préserve les antigènes (destinés à être présentés, 
via le CMHI, aux cellules T) de la dégradation par les protéases (Savina et al., 2006).  
 
 L’exocytose des lysosomes 
Dans les neutrophiles, suite à l’activation de récepteurs de phagocytose tels que les récepteurs 
Fc, les granules azurophiles sont mobilisés massivement. Ils fusionnent de façon polarisée au 
niveau du site de liaison de la particule à la surface des cellules avec la membrane plasmique 
des phagosomes en cours de formation ou déjà formés (Suzaki et al., 1997; Tapper et al., 
2002; Tapper and Grinstein, 1997). Cette polarisation de la sécrétion permet de concentrer les 
agents bactéricides au contact de la particule à dégrader et ainsi de minimiser les dommages 
causés au tissu environnant. Les granules spécifiques sont également mobilisés et fusionnent, 
Figure 11 : Les NETs
Une des stratégies proposées pour la formation des NETs : des neutrophiles activés par un
microbe rentrent en apoptose et libèrent dans le milieu extracellulaire leur matériel
nucléaire décondensé. L’incorporation de protéases dans ces NETs permet de concentrer
localement leur activité et de limiter leur diffusion dans le milieu extracellulaire.
Adapté de Papayannopoulos V, Trends Immunol, 2009
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quant à eux, avec l’ensemble de la membrane plasmique (Tapper and Grinstein, 1997). Les 
protéases sont alors déversées dans tout l’environnement de la cellule, ce qui peut à long 
terme engendrer des dommages tissulaires, comme au cours des maladies inflammatoires 
chroniques. Ce n’est pas le cas des macrophages pour lesquels la fusion des lysosomes 
n’apparaît que lorsque le phagosome est fermé. En effet, dans les macrophages humains, la 
phagocytose et la fusion phagosome/lysosome sont deux évènements découplés dans le 
temps.  
 
 La coopération neutrophiles-macrophages 
L’action de NOX2 a été initialement décrite dans les neutrophiles mais la production de 
dérivés oxygénés existe aussi dans les macrophages (revue : (Forman and Torres, 2002)). De 
nombreuses données montrent que la dégranulation des neutrophiles et notamment la 
libération de la myélopéroxidase, la cathepsine G, ou LL37 active la phagocytose des 
macrophages et leur production de dérivés oxygénés (revues : (Silva, 2010; Soehnlein et al., 
2009)). En contrepartie, les macrophages allongent la durée de vie des neutrophiles recrutés 
via la sécrétion d’IL1β, de TNFα et de GM-CSF (Silva, 2010). Enfin, quelques données in 
vitro suggèrent également que les macrophages infectés par certains pathogènes voient leur 
capacité anti-microbienne augmentée lorsque la myélopéroxydase de neutrophiles leur est 
fournie (Silva, 2010). 
Ainsi il semble que les neutrophiles et les macrophages agissent de concert à l’élimination de 
pathogènes et à la résolution de l’inflammation, leurs actions étant complémentaires (figure 
6). 
 
 Autres mécanismes de la réponse inflammatoire 
Les neutrophiles utilisent donc plusieurs stratégies pour combattre une infection : la 
phagocytose, la dégranulation et la dégradation via la NADPH oxydase. Récemment, il a été 
découvert une nouvelle stratégie : les NETs (Neutrophils Extracellular Traps) (figure 11). Il 
s’agit de la sécrétion dans le milieu extracellulaire de matériel nucléaire couplé à des 
protéines granulaires et cytoplasmiques anti-bactériennes (élastase, cathepsine G, 
myélopéroxidase...). Concentrées dans les NETs, les protéases seraient donc particulièrement 




Une autre nouvelle notion dans la régulation de la réponse immunitaire innée est récemment 
apparue : l’autophagie. Ce processus permet initialement la dégradation de constituants 
cellulaires altérés. Cependant, il a été impliqué également dans la dégradation de bactéries 
pathogènes telles que Mycobacterium tuberculosis par les macrophages (Gutierrez et al., 
2004) et participe ainsi au maintien de l’homéostasie. Brièvement, ce système de dégradation 
permet l’isolation de protéines ou bactéries indésirables dans un auto-phagosome qui fusionne 
avec les lysosomes pour former un autolysosome qui va dégrader les éléments internalisés. Ce 
processus repose sur la mobilisation de protéines Atg (Autophagie-related proteins) à la 
membrane de l’autophagosome (Saitoh and Akira, 2010).  
 
2.3 La résolution de l’épisode inflammatoire 
Lorsque neutrophiles et macrophages ont terminé leur « travail de phagocytes », la réponse 
inflammatoire s’amenuise. Le retour à l’homéostasie tissulaire repose sur des événements 
clés : l’élimination des neutrophiles apoptotiques et l’arrêt de l’afflux de neutrophiles. 
A nouveau, il y a coopération entre macrophages et neutrophiles (figure 6). Une fois leur rôle 
rempli, les neutrophiles rentrent dans un processus d’apoptose. La phagocytose des 
neutrophiles apoptotiques par les macrophages les conduit à sécréter des lipoxines et des 
résolvines. Ces médiateurs lipidiques inhibent l’infiltration de nouveaux neutrophiles (Serhan 
and Savill, 2005; Soehnlein and Lindbom, 2010). La phagocytose des neutrophiles et des 
débris restants déclenche également un programme transcriptionnel de résolution qui va 
permettre aux macrophages d’exercer des fonctions de réparation. En effet ils vont sécréter 
divers facteurs  tels que le TGFβ et d’IL10 ou encore le VEGF, essentiel pour la re-
vascularisation (Martin and Leibovich, 2005; Soehnlein and Lindbom, 2010). Cette fonction 
pourrait être effectuée par les macrophages tissulaires ou encore par les monocytes 
patrouilleurs. 
Cependant ce processus ainsi que celui de la dispersion des macrophages après le retour à 
l’homéostasie sont encore mal connus. J. Savill et coll. proposent que les macrophages 
deviennent résidents ou quittent les tissus par une voie lymphatique (Serhan and Savill, 2005).  
 
 
Figure 12: Illustration des trois défauts d’adhésion à l’origine des LADs
Tiré de Etzioni A, Curr Opin Immunol, 2009
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II. Les pathologies impliquant les fonctions des phagocytes. 
 
Si les phagocytes sont, comme nous venons de le voir, la première lignée de défense et de 
protection contre une infection, la dérégulation de certaines de leurs fonctions peut induire 
une pathogenèse.  
1. Exemples de pathologies associées à un dysfonctionnement 
des phagocytes 
1.1 Les maladies génétiques 
Il existe de nombreuses maladies génétiques touchant les leucocytes, j’en détaillerai ici trois, 
chacune représentative de trois grandes fonctions des phagocytes : le recrutement tissulaire 
(cas des déficiences d’adhérence  leucocytaire), le fonctionnement de la NADPH oxydase (cas 
de la granulomatose septique chronique) et l’action des lysosomes (cas du syndrome de 
Chediak-Higashi). 
1.1.1 Les déficiences d’adhérence leucocytaires (LAD) 
Ces déficiences sont des maladies rares. Il existe trois types de LAD : quelques centaines de 
patients dans le monde sont atteints de LAD I ; la LAD II a été décrite chez 6 enfants tandis 
que 14 cas de LAD III ont été reportés (Etzioni, 2010; Svensson et al., 2009). 
Comme décrit dans le paragraphe « I-2.1.2 La capture, l’arrêt et le crawling des phagocytes 
sur l’endothélium vasculaire », lorsque survient une infection ou une blessure, l’activation des 
cellules endothéliales permet d’accrocher les leucocytes à l’endothélium ce qui finit par 
engendrer l’activation des intégrines. Ces protéines sont nécessaires à l’adhérence ferme des 
leucocytes aux cellules endothéliales, étape indispensable à la trans-migration qui permet de 
rejoindre le site inflammatoire.  
Les déficiences d’adhérence leucocytaire (LAD pour Leucocyte Adhesion Deficiency) sont 
des maladies génétiques caractérisées par un défaut d’adhérence des leucocytes à 
l’endothélium vasculaire affectant ainsi la réponse immunitaire. Elle s’accompagne de 
conséquences cliniques graves telles que leucocytose (principalement une neutrophilie), retard 
dans la résolution des blessures et susceptibilité sévère aux infections pouvant engendrer une 
atteinte du pronostic vital (Notarangelo and Badolato, 2009). Trois types de LAD sont 
distingués (figure 12).  
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Les LAD de type I sont dues à une variété de mutations, toutes ayant pour point commun le 
défaut de production d’une sous-unité β2 intégrine fonctionnelle (Etzioni, 2010) ce qui 
empêche l’attachement des leucocytes à l’endothélium. 
Les LAD de type II sont causées par une mutation dans le gène codant pour le transporteur 
golgien du GDP-fucose. Cette mutation empêche la fucosylation des ligands des sélectines 
endothéliales comme le CD15s, ce qui entraîne un défaut de « rolling » des leucocytes, 
première étape de la transmigration (Etzioni, 2010; Notarangelo and Badolato, 2009). Cette 
LAD provoque, en plus de la neutrophilie, un retard mental des patients, manifestation 
clinique dont la cause reste encore inconnue. Malgré cela, c’est la LAD la moins sévère. 
Enfin, les LAD de type III se caractérisent par un défaut de l’activation des intégrines 
leucocytaires. A ce jour deux gènes ont été identifiés pour leur implication dans cette 
maladie : CALDAGGEF1 (codant pour Rap1) et FERMT3 (codant pour Kindlin3). Rap1 et 
Kindlin3 sont des régulateurs de l’activation des intégrines. Une mutation dans l’un ou l’autre 
de ces gènes engendre, comme pour la LAD I, un défaut d’attachement des leucocytes à 
l’endothélium vasculaire (Etzioni, 2010; Svensson et al., 2009). Récemment, l’étude sur un 
nouveau patient a révélé que la maladie pouvait également être liée à la co-existence de deux 
nouvelles mutations dans le gène FERM3, l’une liée à l’adhérence des leucocytes et l’autre 
liée à leur migration, dévoilant ainsi un nouveau rôle de Kindlin3 dans la migration 
(McDowall et al., 2010). 
Les LAD restent heureusement des maladies très rares, et les effets cliniques associés à ces 
défauts d’adhérence ont permis de mieux comprendre cette fonction au niveau moléculaire. 
 
1.1.2 La granulomatose septique chronique (CGD)  
La CGD (chronic granulomatous disease) a une incidence de 1/200000 à 1/250000 personnes 
par an et les premiers symptômes interviennent dans les premières années après la naissance 
(avant l’âge de 5 ans). Cette maladie est due à des défauts multiples sur l’un des gènes codant 
pour les différentes sous-unités de la NADPH oxydase la rendant inactive ou faiblement 
active.  
Cette enzyme est naturellement présente dans les neutrophiles et les macrophages. Comme 
mentionné dans le paragraphe « I-2.2 La réponse pro-inflammatoire des phagocytes », elle est 
responsable de la production de dérivés oxygénés. 
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Les patients atteints de CGD résistent généralement bien aux infections par des micro-
organismes ne synthétisant pas la catalase (tels que les pneumocoques et les streptocoques), 
enzyme qui dégrade le peroxyde d’hydrogène. En effet, le peroxyde d’hydrogène produit par 
ces pathogènes serait suffisant pour les éliminer, comblant ainsi le déficit en NOX2. Par 
contre, les patients atteints de CGD sont très facilement infectés par les micro-organismes dits 
positifs pour la catalase (tels que Staphylococcus aureus, Aspergillus sp.). En effet, dans des 
conditions normales la catalase microbienne n’est pas suffisante pour éliminer les grandes 
quantités de dérivés oxygénés produites via le complexe NADPH oxydase ; en revanche elle 
suffit pour protéger les pathogènes fâce aux petites quantités de peroxyde d’hydrogène 
générées par ces organismes en l’absence de NADPH oxydase fonctionnelle. Ces micro-
organismes survivent alors dans le phagosome ce qui conduit à une inflammation chronique et 
à la formation de granulome (agrégats de phagocytes fusionnés ayant séquestré les pathogènes 
restant vivants).  
Remarque : La théorie de l’auto-destruction des pathogènes catalase-négatifs a été cependant 
été remise en cause lors de la découverte de pathogènes catalase négatifs aussi virulents que 
les catalase-positifs (revue (Segal, 2008)). 
La CGD est une maladie héréditaire qui peut être transmise, selon le gène muté, via le 
chromosome X (mutation de la sous unité NOX2) ou via un mode de transmission autosomale 
récessive. La transmission via le chromosome X est la plus fréquente (65 à 70% des cas) 
(Roos et al., 2010; Stasia et al., 2009; Towbin and Chaves, 2010). 
Chez les malades, les infections pulmonaires sont les plus fréquentes atteintes et peuvent se 
transformer en fibrose. Par ailleurs, des atteintes cutanées, hépatiques, ganglionaires ont 
également été reportées (Stasia et al., 2009; Towbin and Chaves, 2010).  
Le diagnostic de cette maladie a considérablement évolué et permis la prise en charge précoce 
des patients en mettant en place notamment un traitement basé sur l’antibiothérapie et les 
antifongiques en prophylactique. L’allogreffe de moelle osseuse est à ce jour le seul 
traitement curatif (Stasia et al., 2009).  
 
1.1.3 Le syndrome de Chediak-Higashi (CHS) 
Ce syndrome est très rare : moins de 500 cas ont été rapportés sur les 20 dernières années. Il 
se manifeste chez les patients notamment par une hypo-pigmentation, un défaut de 
coagulation,  la récurrence d’infections et des problèmes neurologiques. Un élément clé du 
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diagnotic repose sur la présence dans beaucoup de types cellulaires de vésicules 
anormalement larges dont l’origine serait lysosomale (lysosomes, mélanosomes, granules 
lytiques des cellules T cytotoxiques, granules denses des plaquettes) (Kaplan et al., 2008).  
Cette maladie autosomale récessive est attribuée à la mutation du gène CHS1/LYST présent 
chez tous les eucaryotes. La nature de la mutation est associée à la sévérité du syndrome. La 
fonction du gène LYST n’est pas encore bien identifiée, mais un défaut de transport des 
vésicules et ou de fusion ont été invoqués. Ainsi, la taille anormalement élevée des 
mélanosomes empêcherait leur déplacement pour déverser leur contenu aux keratinocytes. Le 
contenu des granules denses des plaquettes permet de controller l’aggrégation et d’assurer une 
coagulation normale et leur sécrétion est très régulée. Chez les patients atteints de CHS, cette 
sécrétion apparait tardivement ce qui retarde la coagulation. Enfin, les neutrophiles présentent 
une activité de phagocytose normale mais il existe un retard dans la fusion phagosomes- 
lysosomes ce qui laisse le temps aux pathogènes de se multiplier et de s’échapper (données 
revues dans (Shiflett et al., 2002)).  
Entre 50% et 85% des patients survivent aux multiples infections. Ils entrent alors dans une 
phase dite accélérée où l’on observe une infiltration de lymphocytes et de macrophages dans 
la majorité des organes. L’origine de cette infiltration est encore mal identifiée et elle pourrait 
être due à une activation incontrôlée de ces cellules (Kaplan et al., 2008; Nargund et al., 
2010). 
Le seul traitement de la CHS est la prise d’antibiotiques suivie d’une transplantation de 
moelle osseuse qui permet de résoudre les problèmes immunologiques mais les problèmes 
neurologiques persistent. L’identification du rôle de LYST permettra probablement de 
progresser dans l’amélioration des traitements (Kaplan et al., 2008; Shiflett et al., 2002). 
 
1.2 Les leucémies 
Le terme leucémie vient du grec : leukos (blanc) et aima (sang) reflète la couleur du sang des 
patients lorsqu’il est envahi de globules blancs. Il existe différents types de leucémies 
(myéloïdes, myélomonocytaires ou lymphoïdes) qui se distinguent par la lignée de globules 
blancs à l’origine de la maladie (respectivement granulocytes, monocytes et lymphocytes). 
Les leucémies sont des maladies caractérisées par une prolifération anormale des leucocytes 
ce qui les assimilent à des cancers. En effet, le renouvellement cellulaire s’opère par la 
Leucémie aigue
Leucémie chronique
Figure 13 : Les leucémies
Illustration des différents types de leucémies induites selon le stade de l’arrêt de
l’hématopoïese.
Adaptée de Sell S, Stem Cell Rev, 2005
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division successive de cellules pluripotentes, la moitié des cellules filles continuent à se 
diviser pendant que l’autre moitié poursuit sa différenciation ce qui permet de maintenir un 
nombre constant de cellules dans le tissu. Le terme de cancer relate la capacité à bloquer la 
différenciation des cellules filles qui continuent alors à se diviser aboutissant à une 
prolifération de cellules indifférenciées. Dans le cas des leucémies, le bloquage de 
l’hématopoïèse (processus de différenciation des cellules sanguines) entraîne une prolifération 
de cellules immatures (blastes) dans la moelle osseuse (siège de l’hématopoïèse) qui finissent 
par passer dans le sang.   
La leucémie est dite aigue (LA) lorsque l’hématopoïèse est stoppée à un stade précoce (au 
stade hémocytoblaste ou promyélocyte dans le cas des leucémies myéloides) (figure 13). Elle 
se caractérise alors par l’envahissement de la moelle osseuse puis du sang par des cellules 
immatures. Ces précurseurs hématopoïétiques malins ne sont pas doués des fonctions 
cellulaires des cellules matures ce qui génère infections (diminution des polynucléaires), 
hématomes (diminution des plaquettes) et anémies (diminution des globules rouges). Cette 
forme de leucémie a une évolution rapide et mets très vite le pronostic vital en jeu.  
La leucémie est chronique (LC) lorsque l’hématopoïèse est stoppée à un stade plus tardif de 
la différenciation (au stade myélocyte dans le cas des leucémies myéloides) (figure 13). Dans 
ce cas, seule une partie des cellules filles destinées à la différenciation conservent la capacité 
à se diviser. De ce fait, on assiste à une hyperleucocytose dans le sang. Ce nombre excessif de 
leucocytes coexiste avec des myélocytes partiellement immatures. Lors de cette première 
phase de la maladie, il y a absence de blastes dans le sang. Le taux de blastes dans le sang 
permet donc de discriminer une leucémie aiguë (+ de 50% de blastes) d’une leucémie à l’état 
chronique. L’évolution clinique d’une leucémie chronique peut être assez longue. Dans le cas 
de la Leucémie Myéloïde Chronique (LMC) l’évolution se fait en 3 phases : chronique (3-5 
ans), accélération (<1an si non traitée), blastique (transformation en leucémie aigüe ; à ce 
stade, la survie est de moins d’1 an) (Fausel, 2007). 
La LMC a été le premier type de cancer associé à un marqueur cytogénétique. En effet ce 
syndrome est associé à la présence du chromosome Philadelphia, qui est issu d'une 
translocation entre les chromosomes 9 et 22. Ce réarrangement de gènes a amené côte à côte 
les gènes c-abl et bcr. Ce produit de fusion aboutit à l’expression de la protéine Bcr-Abl, une 
tyrosine kinase constitutivement activée (Kavalerchik et al., 2008; Rowley, 1973). Cette 
oncoprotéine active différentes voies de signalisations importantes pour la survie et la 
prolifération telle que la voie des Src kinases ((Clarkson et al., 2003) pour revue). Il a déjà été 
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démontré que l’interaction de Hck, une tyrosine kinase de la famille Src spécifique des 
phagocytes, avec l’oncogène Bcr/Abl induit la transformation leucocytaire observée dans la 
LMC (Klejman et al., 2002; Stanglmaier et al., 2003). Dans l’équipe, le rôle tumorigène de 
Hck in vivo a été démontré (Poincloux et al., 2009). La transformation induite par Bcr/Abl est 
bloquée dans une lignée de LMC défective pour Hck (Lionberger et al., 2000). Un travail 
réalisé dans l’équipe propose un rôle de STAT5 (un facteur de transcription activé par Hck) 
dans le processus de transformation par Bcr/Abl (Poincloux et al., 2007). 
Un inhibiteur, l’imatinib mesylate (dont le nom commercial est Glivec), permet de bloquer 
l’activité kinase de Bcr-Abl (Druker et al., 1996). Bien que très efficace dans le traitement de 
cette maladie, l’apparition fréquente de résistances en phase aiguë de la maladie motive la 
recherche de nouveaux inhibiteurs de l’oncogène ou de ses partenaires, comme les kinases de 
la famille Src, à utiliser en complément du Glivec (Fausel, 2007; Shah et al., 2004). 
 
2. Exemples de pathologies associées à l’infiltration tissulaire 
des phagocytes 
Si les phagocytes peuvent présenter un dysfonctionnement, ils peuvent aussi induire de graves 
maladies sans présenter eux-mêmes de défaut fonctionnel, en étant contraints par leur 
environnement d’exercer leur fonction trop longtemps ou trop massivement. 
2.1 Les maladies inflammatoires chroniques.  
En règle générale, la mise en place des fonctions des phagocytes suffit à contenir l’infection 
et à assurer la réparation des tissus. Cependant, dans certaines circonstances (infection non 
résolue ou réponse immunitaire inefficace), la réaction inflammatoire se poursuit et devient 
chronique. Le recrutement et l’activation en continu des phagocytes entraînent la libération 
accrue et durable de produits toxiques, notamment de protéases lysosomales dans le milieu 
extracellulaire. Ceci occasionne de nombreux dégâts dans les tissus environnants et peut 
aboutir à la perte de fonction de l’organe enflammé ((Tani et al., 2001) pour revue). Les 
pathologies inflammatoires chroniques sont diverses. Il existe en général une spécificité du 
lieu de recrutement des leucocytes, comme l’intestin pour la maladie de Crohn, ou les 
articulations dans le cas de la Polyarthrite Rhumatoïde.  
Parmi les pathologies inflammatoires chroniques, la polyarthrite rhumatoïde (PR) est l’une 
des plus fréquentes ((Firestein, 2003) pour revue). Ce rhumatisme inflammatoire touche 
Figure 14 : La polyarthrite rhumatoïde
Le tissu atteint est le joint synovial (le plus souvent au niveau des mains (photographie) des
pieds ou des genoux). Il y a accumulation de cellules immunitaires : lymphocytes,
macrophages et neutrophiles dont l’état d’activation génère la sécrétion de cytokines et de
protéases ce qui aboutit à la dégradation de l’os.
Adaptée de Feldmann M Nat Rev Immunol 2002
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environ 1% de la population mondiale, provoque un handicap souvent permanent et constitue 
un véritable problème de santé publique (Feldmann, 2002). Il résulte de l'inflammation 
chronique de la membrane synoviale articulaire qui entraîne progressivement une destruction 
du cartilage et de l'os, et ainsi une atteinte fonctionnelle des articulations. La PR est aussi une 
maladie systémique dont les manifestations extra articulaires peuvent mettre en jeu le 
pronostic vital.  
La PR est une affection dont l'origine précise n'est pas clairement connue. Elle est classée 
comme une maladie auto-immune à cause de la présence de signes biologiques d'auto-
réactivité, et plusieurs facteurs favorisants ont été suspectés: hormonaux, génétiques et 
environnementaux (antigènes bactériens ou viraux).  
La compréhension des conséquences de l'inflammation de la membrane synoviale est plus 
précise. Elle est caractérisée par le recrutement massif et incontrôlé de leucocytes 
(lymphocytes, monocytes et neutrophiles) qui, après migration, entrent en contact avec les 
cellules mésenchymateuses articulaires (fibroblastes / synoviocytes), se différencient et 
s’activent, ce qui est à l'origine des désordres inflammatoires (figure 14). Cette activation 
cellulaire locale entraîne une transformation des cellules synoviales qui prolifèrent et 
s’accumulent. Les macrophages (Maruotti et al., 2007) mais aussi les synoviocytes 
transformés (Noss and Brenner, 2008) sécrètent des chimiokines dont la plupart peuvent 
induire une stimulation autocrine/paracrine aboutissant au recrutement continu et à la 
rétention des leucocytes dans les articulations mais aussi à la stimulation de la dégradation du 
cartilage et de l’angiogénèse (Iwamoto et al., 2008). L’ensemble de ces manifestations aboutit 
à la formation d’un tissu appelé le pannus qui est gorgé de cellules inflammatoires et qui finit 
par détruire les structures articulaires et éroder l’os (Wong and Lord, 2004). 
Les lymphocytes T et les macrophages sont les cellules immunitaires majoritairement 
impliquées dans les phases précoces de la maladie. Cependant, les cellules possédant la plus 
grande capacité à dégrader le cartilage et l’os sont i) les neutrophiles, par le biais de la 
production de dérivés oxygénés toxiques et la sécrétion des protéases lysosomales qui ont 
pour effet de dégrader le cartilage (Edwards and Hallett, 1997) et ii) les ostéoclastes qui se 
différencient à partir des monocytes/macrophages ayant migré sur le site enflammé et qui 
résorbent les tissus osseux (Gravallese et al., 1998). D’autre part, les synoviocytes ont été 
récemment identifiés comme sécrétant eux-mêmes une métallo-protéase, MT1-MMP, 
impliquée à la fois dans la dégradation des tissus mais aussi dans l’induction de l’angiogénèse 
(Sabeh et al., 2010). 
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Il n’existe à l’heure actuelle aucun traitement curatif de cette maladie. Les stratégies anti-
TNFα (cytokine retrouvée en larges quantités dans le tissu synovial) permettent de limiter 
l’inflammation et ainsi de remplacer l’utilisation des corticoïdes. Mais le traitement s’avère 
lourd et coûteux, et il est inefficace dans un tiers des cas du fait de la complexité de la 
pathologie et de la diversité des cytokines impliquées (Feldmann, 2002). Ainsi, la recherche 
d’un contrôle thérapeutique le plus précoce possible visant à réguler non seulement le 
recrutement des cellules mais aussi leurs capacités à dégrader les tissus reste toujours 
d’actualité et permettrait de compléter ce traitement (Luster et al., 2005). 
 
2.2  Le cancer : les tumeurs solides 
Les cellules du système immunitaire, en particulier les macrophages, ont normalement le 
potentiel de reconnaitre et éliminer les cellules cancéreuses. Cependant, un nombre croissant 
d’études montrent une corrélation entre densité de macrophages dans le micro-environnement 
tumoral et mauvais pronostic (Bingle et al., 2002; Pollard, 2004).  
En effet, le micro-environnement tumoral est composé entre autres de cellules de l’immunité 
(Joyce and Pollard, 2009) et les macrophages peuvent représenter jusqu’à 50% des cellules 
d’une tumeur (Solinas et al., 2009). 
 
 TAMs et tumeur primaire 
Les études histologiques indiquent que les macrophages sont présents dès les premiers stades 
de la tumorigenèse jusqu’au développement métastatique (Lewis and Pollard, 2006). Deux 
raisons expliquent cette présence. Tout d’abord, les tissus tumoraux sont des zones 
hypoxiques qui constituent des lieux d’attraction pour les monocytes circulants qui les 
infiltrent alors de façon continue (Lewis and Murdoch, 2005). De plus, les cellules 
cancéreuses et les fibroblastes de l’environnement tumoral sont sources de chimioattractants 
comme le CSF-1, le VEGF, et les chimiokines CC (CCL2 (MCP-1), CCL3-5, CCL8) (Lewis 
and Pollard, 2006). Ces facteurs favorisent la différenciation des monocytes en macrophages 
associés aux tumeurs (TAMs pour Tumour Associated Macrophages). En fait, il existe un 
véritable dialogue moléculaire entre TAMs et cellules tumorales, dont l’issue dépend du type 
de cytokines libérées. Ainsi, si la libération de cytokines pro-inflammatoires dans certains 






Figure 15 : Les fonctions pro-tumorales des macrophages
Les macrophages sont recrutés sur le site tumoral (attraction des zones hypoxiques et des
cytokines libérées, entre autres, par les cellules tumorales) où ils stimulent l’angiogénèse
(sécrétion de VEGF, ANG2). Ils recrutent également d’autres cellules comme les
neutrophiles qui rempliront les mêmes taches. De plus, les TAMs sécrètent des protéases
qui facilitent l’évasion des cellules tumorales vers le milieu environnant et par la suite
dans la circulation. Enfin ils sécrètent aussi de nombreux facteurs prolifératifs et anti-
apoptotiques.










TAMs, dans la majorité des cas, les facteurs sécrétés par les cellules tumorales sont 
immunosuppressifs (TGF-β, le CSF-1, le VEGF, l’IL-4 et IL-10). En retour, les TAMs 
sécrètent une batterie de facteurs favorisant la prolifération tumorale et l’angiogénèse (VEGF, 
IL-10, TGF-β, EGF…) (Mantovani et al., 2002; Sica et al., 2008; Solinas et al., 2009).  
Les équipes de J. Pollard et de J. Condeelis ont détaillé ce processus à travers l’étude du rôle 
de facteur de croissance CSF-1. En effet, dans un modèle de cancer mammaire, la déplétion 
du gène codant pour le CSF-1 chez la souris réduit la progression tumorale et la formation de 
métastases pulmonaires, alors que sa surexpression accélère le processus métastatique (Lin et 
al., 2001). L’étude de la co-migration entre macrophages et une lignée de cellules issues 
d’une tumeur mammaire a permis de mettre en évidence une boucle paracrine faisant 
intervenir la production de CSF-1 par la cellule cancéreuse et d’EGF par le macrophage 
(Wyckoff et al., 2004), alimentant ainsi une activation mutuelle de ces cellules. Enfin, il a été 
proposé que cette boucle paracrine est également impliquée dans la formation de structures 
de dégradation de la matrice extracellulaire (podosomes et invadopodes, structures détaillées 
dans le chapitre III.2) qui faciliterait l’invasion tumorale (Yamaguchi et al., 2006).  
 
 TAMs et métastases 
L’activation des TAMs stimule 1) l’angiogénèse, 2) la migration des cellules tumorales 
(Solinas et al., 2010; Wyckoff et al., 2004), et 3) la sécrétion de protéases qui permettent de 
remodeler la matrice extracellulaire du micro-environnement tumoral (Gocheva et al., 2010; 
Littlepage et al., 2010). Ces manifestations facilitent ainsi l’invasion des tissus adjacents 
par les cellules tumorales et contribuent à la dissémination métastatique (Grivennikov et 
al., 2010; Joyce and Pollard, 2009) (figure 15).  
Les cellules tumorales acquièrent des capacités migratoires lors du processus métastatique. 
L’origine de cette acquisition est classiquement expliquée par la transition épithélio-
mésenchymale qui sera abordée dans le chapitre III de cette introduction.  
La tumeur primaire a une grande influence sur le devenir métastatique. Elle sécrète des 
facteurs (S100A8 et 9) qui attirent des cellules myéloïdes sur des lieux distants avant 
l’arrivée des cellules tumorales circulantes (Kaplan et al., 2005). Ces lieux ont été appelés les 
niches pré-métastatiques. Ces cellules myéloïdes n’ont pas été complètement identifiées mais 
elles sont VEGFR+, une caractéristique déjà identifiée dans des cellules mononuclées 
phagocytaires (Hiratsuka et al., 2002; Kaplan et al., 2005). De plus, il a été montré que la 
 
30
lysyl-oxydase ponte covalemment les fibres de collagène au site pré-métastatique et que cela 
est nécessaire au recrutement des cellules myéloïdes (Erler et al., 2009). Il est proposé que 
ces niches servent de réservoir de cellules monocytaires qui peuvent être ainsi rapidement 
mobilisées lors de l’arrivée des cellules tumorales pour favoriser l’implantation d’une 
nouvelle tumeur (Qian and Pollard, 2010). Il est par ailleurs proposé qu’une sous-population 
spécifique de macrophages soit recrutée au site métastatique (Metastasis-associated 
macrophages) pour faciliter l’extravasion des cellules tumorales (Qian et al., 2009). 
Une autre hypothèse expliquant le rôle des macrophages dans la mise en place de métastases 
repose sur la fusion macrophage/cellule tumorale. Ce processus pourrait se produire lors de la 
tentative de phagocytose des cellules tumorales par les macrophages mais les mécanismes ne 
sont pas encore identifiés. La fusion entre cellules hôtes de souris et cellules cancéreuses 
implantées a déjà été montrée in vivo et ce processus accroisserait le pouvoir métastatique 
(Pawelek and Chakraborty, 2008). A la vue de l’infiltration massive de la tumeur primaire 
par des macrophages, les auteurs suggèrent que les cellules hôtes impliquées dans la fusion 
étaient des macrophages sans, cependant, en donner une véritable preuve. Ainsi les 
macrophages transféreraient leur capacité migratoire aux cellules tumorales via ce processus 
de fusion (Lu and Kang, 2009; Vignery, 2005). Cependant ce concept manque encore de 
preuves pour être complètement validé. 
 
L’ensemble de ces données suggère que les macrophages peuvent être détournés de leurs 
fonctions dans le micro-environnement de la tumeur et ainsi contribuer à la progression 
tumorale en acquérant au contact des tumeurs les propriétés des macrophages de type M2 
(Mantovani and Sica, 2010; Mantovani et al., 2002). 
L’infiltration de TAM semble donc avoir dans la plupart des cas un effet dramatique sur la 
progression tumorale. Aussi, l’inhibition spécifique de l’infiltration des macrophages est 
devenue une évidence thérapeutique pour compléter les stratégies anti-cancéreuses 
conventionnelles (Coffelt et al., 2009; Mantovani, 2010; Pollard, 2009; Qualls and Murray, 
2010; Ruhrberg and De Palma, 2010; Sica et al., 2008). Or, à notre connaissance, aucune cible 
pharmacologique répondant à ce critère n’est identifiée. En effet, l’altération de la migration 
des lymphocytes serait extrêmement délétère, ce qui implique que la cible soit strictement 
phagocytaire. De plus, les macrophages seraient des cibles de choix puisqu’ils ne sont pas 
sujets à mutations, et donc au développement de résistances, comme les cellules tumorales 
(Grivennikov et al., 2010; Qian and Pollard, 2010).  
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2.3 Les autres maladies 
D’autres maladies impliquent également les macrophages. Parmi elles, l’athérosclérose et les 
maladies neurodégératives. En effet, au cours de l’athérosclérose, les macrophages recrutés en 
continu au niveau de la plaque d’athérome formée dans l’endothélium engendrent une 
réaction inflammatoire chronique pouvant être à l’origine de maladies cardio-vasculaires 
graves (Woollard and Geissmann, 2010). De même, dans certaines maladies neuro-
dégénératives, l'infiltration de macrophages est associée à la libération de médiateurs pro-
inflammatoires neurotoxiques pouvant aboutir à la destruction du système neuronal (Hendriks 
et al., 2005).  
 
Ainsi, nous venons de voir que la différenciation, la migration et l’activation des 
phagocytes représentent des évènements clés dans le bon fonctionnement d’un 
organisme, et qu’un défaut ou une modification dans l’une de ces fonctions peut avoir 
un effet extrêmement délétère pour l’individu. Ainsi, une connaissance plus précise de la 
régulation du recrutement et de l’activation des phagocytes est nécessaire. Au cours de 
mon travail de thèse, je me suis intéressée plus particulièrement aux mécanismes 















III. Les mécanismes moléculaires et cellulaires de la migration 
 
La migration des cellules est un processus commun à tous les types cellulaires. Pour certains, 
il n’y aura migration qu’au cours du développement (les cellules épithéliales ou les neurones) 
et elle cessera à l’issue de la différenciation. Elle pourra être réactivée ponctuellement par 
exemple lors de la réparation des tissus ou dans le cas de la transformation en cellules 
tumorales invasives (cas des cellules épithéliales). Pour d’autres types cellulaires, comme les 
leucocytes, la migration fait partie de leur fonction et est donc maintenue tout au long de leur 
vie. D’autre part, pour certaines cellules, la migration est confinée à une localisation 
particulière tandis que d’autres, comme les leucocytes, sont capables de migrer dans tous les 
tissus présents dans le corps humain (Friedl and Wolf, 2009).  
In vivo, la migration a lieu essentiellement en trois dimensions (3D). Nous verrons  cependant 
les cas de migration en deux dimensions (2D) tels que le crawling et la diapédèse. On sait 
désormais que la migration 2D diffère de la migration 3D mais la plupart des études de la 
migration des phagocytes ont été réalisées en 2D. Aussi je relaterai ces deux modèles d’études 
(2D/3D) dans deux paragraphes distincts puis exposerai les différences majeures. 
1. La migration 2D   
1.1 La migration 2D in vitro. 
Le mouvement des cellules est un processus qui a été largement documenté. Parmi les 
différents mouvements possibles, on peut distinguer la migration aléatoire de la migration 
directionnelle où la cellule se déplace en réponse à un gradient de facteur attractant. Ce 
facteur peut être de nature chimique (on parle alors de chimio-tactisme), électrique (électro-
tactisme), structural (duro-tactisme lorsque la cellule est attirée par des régions de rigidité 
supérieure) ou encore moléculaire (hapto-tactisme lorsque la cellule répond à un gradient de 
molécules adhésives de la matrice sur laquelle elle évolue) (pour revue (Petrie et al., 2009)). 
Le tactisme peut généralement être décomposé en trois phases : la motilité où les cellules 
évoluent de manière aléatoire dans leur environnement, la détection du signal et enfin la 
polarisation qui permet alors à la cellule d’entamer une migration directionnelle (revues : 
(Biname et al., 2010; Petrie et al., 2009; Swaney et al., 2010)). La direction de la migration 
peut également être influencée par des facteurs extérieurs tels que la topographie de 
l’environnement dans/sur lequel la cellule évolue (Petrie et al., 2009)). Ce facteur appelé 
Figure 16 : Illustration de la formation du lamellipode et des filipodes
Le schéma de gauche illustre les différents structures issues de la polymérisation de l’actine
avec notamment la formation du réseau d’actine-F branché et l’extension de filipodes à
l’avant de la cellule. Il est tiré du site http://cellix.imba.oeaw.ac.at/the-pushing-network/
conçu par le laboratoire de Vic Small (IMBA Institute of Molecular Biotechnology –
Vienne)
La photo de droite prise en microscopie électronique électronique montre l’extension d’un
filipode depuis le réseau d’actine environnant.
Tiré de Svitkina TM, J Cell Biol, 2003
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« facteur de guide » joue un rôle imporant dans le mouvement des cellules en 3D. Ceci sera 
donc détaillé ultérieurement. 
 
 Mécanismes de la migration 2D 
L’étape de polarisation se caractérise par la formation d’un « leading edge » (front de 
migration) et de filipodes à l’avant de la cellule et d’un « lagging » ou « trailing edge » 
(uropode) à son arrière, les deux localisations étant caractérisées par une composition 
moléculaire différente (figure 16).  
La migration cellulaire est basée sur des cycles successifs d’extensions membranaires, 
d’adhérence, de traction du corps cellulaire et de rétraction de l’arrière de la cellule. Elle 
implique une balance entre forces d’adhérence et forces de tractions, caractérisée par une 
dissymétrie entre l’avant et l’arrière de la cellule. En effet, la protrusion du leading edge 
dépendante de Rac est contre-balancée par la rétraction de l’uropode dependant de 
Rho/ROCK. L’activité de ces molécules forme une balance cyclique dans les deux régions 
opposées de la cellule pour générer la migration (boucles de rétro-contrôle) et maintenir la 
polarité. Un équilibre entre la dynamique des adhérences focales et l’activité de traction de la 
Myosine II sur le réseau d’Actine est requis pour que la vitesse de migration soit optimale 
(Gupton and Waterman-Storer, 2006). 
Protrusion du leading edge 
Suite à la liaison d’un facteur chimio-attractant (facteur de croissance, cytokine, hormone... ) 
les récepteurs membranaires (type GPCRs : G-protein-coupled receptors ou RTKs : Receptor 
tyrosine Kinases...) activent bon nombre de molécules effectrices intracellulaires. Parmi elles 
se trouvent la PI3Kinase qui génère une accumulation de PIP3 à l’avant de la cellule ce qui 
permet le recrutement de Rho GTPases telles que Rac et Cdc42 (revues : (Bokoch, 2005; Jin 
and Hereld, 2006; Stephens et al., 2008; Swaney et al., 2010)). Ces protéines induisent la 
polymérisation de l’actine filamenteuse permettant l’extension du front de migration via 
l’activation des protéines de la famille WASP, et la réorganisation du noyau, du centrosome et 
du front de migration sur un axe commun front-uropode via l’action du complexe Par qui 
stabilise les microtubules (revue : (Petrie et al., 2009)). Phénotypiquement, l’activation de Rac 
et Cdc42 se traduit dans la majorité des types cellulaires par la formation de ruffles 
membranaires et de filipodes, respectivement. Jusqu’à récemment il était admis que le 
complexe Arp2/3, activé par les protéines de la famille WASP, régulait la polymérisation de 
Figure 17 : Les différentes étapes de la migration cellulaire 2D
La polarisation de la cellule induit l’extension du front de migration et de filipodes, la
formation d’adhérences focales et l’extension de fibres de stress. La contraction de ces
filaments d’actine-myosine aboutit au désassemblage des adhérences focales à l’arrière de la
cellule. Cette contractilité couplée à la formation de nouvelles adhérences au front de
migration induit la translocation du corps cellulaire.







Figure 18 : Adhérences focales et fibres de stress dans un fibroblaste de rat.
La vinculine (vert) marque les adhérences focales et l’actine-F (rouge) marque les fibres de
stress. Les adhérences focales sont situées aux extrémités des fibres de stress.
Tirée de Sastry SK , Exp Cell Res, 2000
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l’actine en se liant à chaque filament d’actine et en initiant la croissance d’un nouveau 
filament à un angle de 70°C générant ainsi un réseau dendritique branché. Cependant, 
récemment, l’équipe de J. Victor Small (Urban et al., 2010) a démontré que ces branches 
n’existent pas dans des fibroblastes primaires et de lignée (3T3), des cellules cancéreuses 
(lignée B16) et des kératocytes primaires. Leur modèle, 2D in vitro, basé sur l’analyse des 
lamellipodes par tomographie électronique (permettant la reconstruction 3D) remet en 
question le mode de régulation par Arp2/3 de la polymérisation de l’actine. D’autre part, les 
filipodes exploratoires seraient générés à partir du réseau d’actine branchée par la rencontre 
de filaments d’actine en croissance lors de l’extension du lamellipode. Les filaments ayant 
convergé poursuivent alors ensemble leur croissance (figure 16) (Svitkina et al., 2003). La 
fascine 1 et la myosine X constituent des acteurs clés dans ce processus (Nagy et al., 2008; 
Svitkina et al., 2003; Vignjevic et al., 2006). 
 
Mise en place des adhérences focales 
Les récepteurs membranaires activés par le chimio-attractant, induisent également le 
changement conformationnel des récepteurs intégrines les faisant passer d’un état inactif à un 
état dit intermédiaire (signal « inside-out » des intégrines) durant lequel les intégrines lient 
leur ligand (matrice ou autre cellule). Cette liaison active alors complètement les intégrines 
qui de part leur conformation cytoplasmique peuvent lier d’autres protéines effectrices intra-
cellulaires (signaux « outside-in ») (Barreiro et al., 2007) telles que les RhoGTPase Rac et 
Cdc42. Il existe donc une boucle d’activation mutuelle entre les intégrines et les RhoGTPases 
(Ridley et al., 2003). Au front de migration, Rac et Cdc42 stimulent la formation de 
complexes focaux d’adhérence permettant de stabiliser le front de migration et donc l’ancrage 
initial de la cellule puis son étalement (figure 17) (Nobes and Hall, 1995; Ridley et al., 2003). 
Dans un second temps, RhoA induit l’assemblage des adhérences focales plus stables et des 
fibres de stress (figure 18). En effet, à l’arrière de la cellule, RhoA active ROCK1 (Rho-
associated protein kinase 1) qui, via la Myosine II, accentue la contractilité des filaments 
d’actine-myosine aboutissant à la formation de câbles de stress. Cette tension cellulaire mène 
au regroupement des intégrines pour former des adhérences focales aux extrémités des fibres 
de stress (revue : (Dubash et al., 2009)) ce qui stabilise la cellule et fournit une base pour 
générer la force nécessaire pour tracter la cellule vers l’avant (Ridley et al., 2003). Ainsi les 
intégrines jouent à la fois un rôle de point d’ancrage pour permettre la traction mais aussi de 
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mécano-senseurs en transmettant à la cellule une information de l’environnement physique 
extérieur (Ridley et al., 2003). 
 
Rétraction de l’uropode 
Le mécanisme de rétraction de l’uropode n’est pas encore bien établi (Sanchez-Madrid and 
Serrador, 2009). La contraction des filaments d’actine-myosine génèrerait la tension 
nécessaire au désassemblage des adhérences focales. Au front de migration, en revanche, les 
adhésions focales se désassemblent, pendant que de nouvelles adhérences se forment juste 
derrière. La coordination des évènements à l’avant et à l’arrière de la cellule aboutit à la 
translocation du corps cellulaire (figure 17) (revues : (Petrie et al., 2009; Ridley et al., 2003; 
Sanchez-Madrid and Serrador, 2009)). Le mécanisme de désassemblage des adhérences 
focales est encore mal connu. Parmi les modèles proposés actuellement, une hypothèse repose 
sur le transport des intégrines depuis l’arrière jusqu’à l’avant de la cellule dans des vésicules 
d’endocytose ((Ezratty et al., 2009) ; revues : (Fletcher and Rappoport, 2010; Ulrich and 
Heisenberg, 2009)). De plus, il a été suggéré un rôle de la stabilité des microtubules dans ce 
phénomène (Ezratty et al., 2005; Takesono et al., 2010). 
 
Le modèle de migration décrit ci-dessus repose sur l’intégration de données obtenues sur 
différents types cellulaires : des fibroblastes, des cellules cancéreuses ou encore des cellules 
épithéliales. Il est cependant important de noter que l’existence in vivo des adhérences focales 
et des fibres de stress est très controversée. En effet, les adhérences focales sont difficilement 
visualisables voire absentes lorsque la cellule est placée dans un environnement 3D (Fraley et 
al., 2010; Friedl et al., 1998a). D’autre part, ces structures sont largement dépendantes du 
substrat sur lequel les cellules adhèrent, de sa répartition sur la surface et de sa densité 
(Gupton and Waterman-Storer, 2006; Lehnert et al., 2004; Massia and Hubbell, 1991). En 
effet, les adhérences focales et les fibres de stress dans des fibroblastes ne sont formées qu’à 
partir d’une certaine concentration en ligands (peptides RGD) sur la surface (Massia and 
Hubbell, 1991). Ainsi l’existence de ces stuctures in vivo reste encore à prouver. (Revue : 





 Cas des leucocytes 
Les leucocytes semblent migrer en deux dimensions selon des mécanismes similaires que 
ceux rapportés pour d’autres types cellulaires, même si quelques différences ont été notées. 
Une déficience fonctionnelle de WASP induit un défaut de migration des leucocytes 
(neutrophiles, monocytes, macrophages et DCs) ce qui se traduit chez les patients atteints du 
Syndrome de Wiskott–Aldrich (WAS) par une déficience du système immunitaire (pour revue 
(Bouma et al., 2009)). 
Les neutrophiles 
La migration de neutrophiles murins déficients pour Rac2 au travers d’une membrane de 
polycarbonate en réponse au fMLP, IL8 et LTB4 est très affectée et corrélée à la formation 
d’un lamellipode plus petit et à une diminution de la polymérisation de l’actine-F. La 
déficience se traduit par ailleurs in vivo par une réponse inflammatoire altérée (Roberts et al., 
1999). La migration des neutrophiles humains déposés sur un gel de polyacrylamide recouvert 
de fibronectine en réponse au fMLP s’effectue par l’extension d’un leading edge et la 
formation d’un uropode. L’étalement est par ailleurs plus marqué lorsque la rigiditié du 
substrat augmente. Les auteurs ont de plus montré que la force de traction nécessaire au 
déplacement est entièrement localisée à l’arrière de la cellule (Oakes et al., 2009). Ce dernier 
résultat a été également observé dans des neutrophiles stimulés au fMLP adhérants sur un gel 
de polyacrylamide recouvert de sélectine E et ICAM1 (Smith et al., 2007). Ces résultats sont 




Le dépôt de lymphocytes humains adhérents sur du verre recouvert d’ICAM1 et de la 
cytokine CXCL12 induit la polarisation de la cellule (formation d’un leading edge et d’un 
uropode) et sa migration. Les auteurs de ce travail montrent également que la myosine II est 
recrutée à l’uropode au niveau des intégrines LFA-1 et qu’elle induit le détachement de ces 
intégrines lors de la migration (Morin et al., 2008). De plus, il a été montré que les 
lymphocytes T murins peuvent adopter un mode migratoire rapide, avec de faibles adhérences 
et dépendant de la myosine II et un mode migratoire très adhérent, plus lent et indépendant de 
la myosine II selon l’adhésivité du substrat (Jacobelli et al., 2009). Ces résultats sont 
cohérents avec les précédents travaux décrits.  
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D’autre part, il a été montré, sur des Jurkat (lignée de lymphocytes T) déposées sur du verre 
recouvert d’ICAM1 et activées au PMA (phorbol 12-myristate 13-acetate) que la protéase 
cathepsine X co-localisait avec LFA1 à la membrane. Dans ces conditions les cellules ne 
migrent que très peu. L’over-expression de la cathepsine X augmente la migration et la 
polarisation de la cellule, et LFA1 co-localise avec la cathepsine X à l’uropode. Les auteurs 
suggèrent donc un rôle de la cathepsine X dans la modulation des interactions entre LFA1—
ICAM1 pour permettre la migration (Jevnikar et al., 2008).  
 
Les macrophages 
Des macrophages murins déficients pour Rac1 présente un défaut d’étalement mais pas de 
migration (Wells et al., 2004). De plus la déplétion des deux isoformes de Rac (Rac 1 et 2) 
modifie la morphologie des cellules mais n’altère toujours pas la migration de ces 
macrophages (Wheeler et al., 2006). Ainsi, dans les macrophages, la formation du lamellipode 
pourrait dépendre davantage de cdc42, même si les études à son sujet sont divergeantes (pour 
revue (Heasman and Ridley, 2008)). Cependant ces données, obtenues dans une seule équipe, 
demandent à être confirmées. D’autre part, les fibres de stress sont très rares dans les 
macrophages humains adhérents en 2D, d’après nos propres observations.  
 
Les cellules dendritiques 
La formation des dendrites des cellules dendritiques immatures humaines semble également 
dépendante des RhoGTPases. Cdc42 et Rac1 sont nécessaires à l’extension des dendrites et 
l’étalement des cellules tandis que Rho permettrait le détachement des DCs (Swetman et al., 
2002). 
 
La détection des signaux chimio-tactiques (chimio-kines, cytokines, produits de dégradation 
matricielle, médiateurs lipidiques...) par les leucocytes est largement médiée par les 
GPCRs tels que le récepteur au fMLP (N-formyl-Met-Leu-Phe), le récepteur C5a, les 
récepteurs aux chimiokines (CCR7, CXCR4...) (Thelen and Stein, 2008). 
Nous avons vu que l’attachement de la cellule est permis par la présence de récepteurs 
intégrines à sa surface. Il s’agit de récepteurs hétéro-dimériques αβ générés à partir de 
l’association sélective entre 18 chaines α et 8β. Ainsi il existe 24 récepteurs intégrines 
Figure 19 : Structures cellulaires mises en place au cours du crawling des leucocytes
Chaque étape est séparée d’un intervalle de 30-60sec.
Les leucocytes analyseraient la surface endothéliale grâce à l’émission de petites protrusions
(appelées sur le schéma Invadosome-like protrusions). Les flèches bleues indiquent les zones où
les protrusions ne peuvent s’enfoncer de part la présence du noyau. La flèche rouge indique le
lieu de moindre résistance recherché lors de ce scan et où la protrusion peut pénétrer en
profondeur. Dans ce schéma, la cellule va s’extravaser selon le mode trans-cellulaire. Les étoiles
représentent les « transmigratory cups » formées par les cellules endothéliales.
Schéma tiré de Carman CV, J Cell Sci, 2009
Deux images de microscopie électroniques à transmission illustrent le schéma. Ces expériences
ont été réalisées in vitro : les neutrophiles humains (N) sont déposés sur des cellules endothéliales
(E) activées ou non (HUVECs primaires) dans des conditions de flux physiologique.
La photo du haut montre l’extension d’une protrusion dans une cellule endothéliale (E1). Les
flèches noires indiquent les jonctions inter-endothéliales. La photo du bas montre également la
pénétration d’une protrusion dans la cellule endothéliale mais également d’autres petites
protrusions (flèches rouges) – échelle 1µm




différant par leur ligand et l’affinité de liaison à ce ligand. Certaines sous unités sont 
ubiquitaires (β1) tandis que d’autres sont exprimées seulement à certains stades de 
développement. Les cellules dendritiques (murines) expriment les intégrines β1, β2, β7 et αv  
(Lammermann et al., 2008). Les lymphocytes T expriment les β1 et les β2 (Friedl et al., 
1998b; Hyun et al., 2009; Jacobelli et al., 2009; Madsen and Sahai, 2010). Les neutrophiles 
expriment αMβ2 (MAC-1), αLβ2 (LFA-1) (Phillipson et al., 2006), α4β1 (VLA-4) (Hyun et 
al., 2009) et αvβ3 (Werr et al., 1998). Les monocytes expriment assez faiblement les β1 et les 
β2, intégrines qui seraient up-régulées lors de la différenciation en macrophages (Ammon et 
al., 2000). Les monocytes (24h post-purification) cultivés in vitro expriment αvβ5, en réponse 
au M-CSF et αvβ3 en réponse au GM-CSF (De Nichilo and Burns, 1993). 
 
1.2 La migration 2D in vivo 
1.2.1 Le crawling 
L’étape de crawling (« crawl » pour ramper) est nécessaire aux leucocytes pour scanner 
l’endothélium et trouver le lieu préférentiel pour la diapédèse (Phillipson et al., 2006; 
Schenkel et al., 2004).  
Après avoir adhéré à l’endothélium, le crawling serait initié par l’étalement de la cellule, suivi 
de sa polarisation et de son déplacement. Les mécanismes impliqués sont proches de ceux 
décrits pour une surface en 2 dimensions avec la formation à l’avant d’un lamellipode et de 
filipodes exploratoires impliquant notamment Cdc42 et Rac et à l’arrière d’un uropode riche 
en Rho et ROCK (revue : (Barreiro et al., 2007)). En effet, il est fait mention de l’extension 
d’un pseudopode et de la rétraction de l’uropode lors du crawling des neutrophiles in vivo 
(Phillipson et al., 2006) et de leur passage dans les jonctions inter-endothéliales in vitro (Shaw 
et al., 2004).  
Pour résister à la force du flux sanguin, les liaisons leucocyte-endothélium doivent être très 
fortes et très rapidement modulables. Ce sont les intégrines qui jouent un rôle prépondérant et 
ajustent leur force de liaison et leur regroupement pour maintenir le mouvement sur la 
barrière endothéliale (Barreiro et al., 2007; Kantari et al., 2008). Le clustering de VCAM-1 et 
ICAM-1 (ligands des intégrines) lors de l’attachement ferme des leucocytes (avant l’étape de 
diapédèse) est souvent accompagné par la formation de structures dômes (« docking 
structures ») encore appelées « trans-migratory cups » (figure 19). Il s’agit des petites 
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projections membranaires des cellules endothéliales riches en VCAM-1, ICAM-1, protéines 
ERM (ezrine, radixine, moesine) et autres composants du cytosquelette (Vinculine, taline). 
Ces structures identifiées in vitro et observées dans quelques études in vivo seraient présentes 
pour guider la diapédèse quelle que soit la voie choisie (trans ou para-cellulaire décrites ci-
après) (revues : (Carman, 2009; Ley et al., 2007; Nourshargh et al., 2010; Petri and Bixel, 
2006; Woodfin et al., 2010)). 
Dans les neutrophiles, le crawling est médié par l’interaction de LFA-1 puis MAC-1 à leur 
substrat commun ICAM-1 (montré in vivo dans (Phillipson et al., 2006)). Dans les 
lymphocytes, une interaction entre LFA-1 et ICAM1 a également été observée dans un 
modèle in vitro de crawling (dépôt de lymphocytes T humains sur une monocouche de 
cellules endothéliales activées au TNFα) (Shulman et al., 2009). Le crawling des monocytes a 
été essentiellement étudié par l’équipe de F. Geissmann (Auffray et al., 2007). Le cas des 
monocytes patrouilleurs est particulier dans le sens où ces monocytes ne crawl pas dans le but 
de s’extravaser. Ils sont capables d’évoluer dans les vaisseaux à très faible vitesse et même à 
contre-courant pendant de très longues périodes (jusqu’à plusieurs heures) afin de scanner 
l’endothélium vasculaire à la recherche de signaux chimio-tactiques. Ces cellules naviguent 
de paroi en paroi selon des trajectoires variées et rampent sur les cellules endothéliales grâce à 
des interactions fermes mais transitoires impliquant LFA-1 et le récepteur CX3CR1 (Auffray 
et al., 2007; Auffray et al., 2009). Ainsi, le crawling apparait être médié essentiellement par 
les β-2 intégrines. 
D’autre part, les leucocytes développent des protrusions membranaires pendant leur étape de 
crawling » (figure 19). Cette particularité a été montrée dans les lymphocytes in vivo et in 
vitro (Carman et al., 2007; Shulman et al., 2009), dans les neutrophiles in vitro (Cinamon et 
al., 2004). De plus elle a été mentionée dans quelques études in vivo (pour revue (Carman, 
2009)). Ces protrusions sont retrouvées dans les cellules traversant la paroi endothéliale selon 
un mode para- ou trans-cellulaire (Carman et al., 2007; Cinamon et al., 2004; Shulman et al., 
2009). Ces structures cellulaires sont nombreuses et très dynamiques avec des phases de 
protrusion/rétraction très rapides et pourraient être impliquées dans la sonde de la surface 
endothéliale lors du crawling (Carman et al., 2007). Ce scan servirait à trouver la zone 
optimale pour générer un pore, c’est à dire une zone plus fine de la cellule endothéliale (en 
périphérie), comme cela a été observé dans la migration trans-cellulaire de neutrophiles in 
vivo (Feng et al., 1998).  
 
Figure 20 : Migration selon le mode para- ou trans-cellulaire
Images de microscopie électronique à transmission
A : Modèle in vitro sur des HUVECs : le neutrophile passe au niveau d’une jonction entre 2
cellules endothéliales (E1 et E2) – échelle 1µm – Tirées de Cinamon G, J Immunol 2004
B-C :Les neutrophiles sont ici observés au niveau d’un endothélium natif (chez le cochon d’Inde)
après induction d’une inflammation au fMLP. Le panel B montre des sections consécutive d’un
neutrophile (n) pénétrant dans une fine portion de cellule endothéliale (e) -échelle 1µm. Le panel
C illustre, avec des sections successives, le passage d’un neutrophile (n) au travers d’un péricyte
sous jacent (p) -échelle 1µm




1.2.2 La diapédèse 
Comme décrit au paragraphe I-2-a-ii, la diapédèse consiste à traverser la paroi endothéliale 
puis la membrane basale le plus souvent incorporée au sein d’une couche de péricytes. 
 La migration trans-endothéliale 
Il existe deux modes de traversée : un mode qui utilise les jonctions entre les cellules 
endothéliales (mode para-cellulaire) et un mode reposant sur le passage au travers des 
cellules endothéliales (mode trans-cellulaire) (figure 20).  
Le mode para-cellulaire repose sur des interactions moléculaires entre les molécules des 
jonctions inter-endothéliales et les leucocytes. C’est le mode le plus couramment utilisé et le 
plus étudié (Muller, 2003).  
Le mode trans-cellulaire a été décrit plus récemment pour les neutrophiles, les monocytes et 
les lymphocytes essentiellement par des méthodes in vitro (listées dans (Woodfin et al., 
2010)) avec une occurrence dépassant rarement 20% du total des cellules ayant passé la 
barrière endothéliale. Ce phénomène a également été observé par plusieurs groupes in vivo 
(liste dans (Carman, 2009)) mais avec une occurrence extrêmement variable. Malgré cela, la 
co-existence des 2 modes de migration trans-endothéliale est désormais admise. De plus, 
l’occurrence très variable de ce phénomène pourrait être expliquée par l’utilisation de 
modèles très différents mais aussi par une limitation expérimentale. Par exemple, il peut être 
parfois difficile de distinguer une migration trans-cellulaire proche des jonctions 
cellule/cellule d’une migration para-cellulaire (Carman, 2009; Phillipson et al., 2006). Il est 
également très possible que les leucocytes choisissent préférentiellement une voie selon 
l’endothélium à traverser ou sa localisation (figure 20). En effet, dans le cerveau, les 
jonctions endothéliales sont particulièrement serrées, aussi la voie trans-cellulaire pourrait 
représenter un passage de moindre résistance (Engelhardt and Wolburg, 2004; Garrido-Urbani 
et al., 2008). Cette voie trans-cellulaire peut être très rapide (<1min, (Cinamon et al., 2004)) 
 
Aspects moléculaires 
La voie para-cellulaire implique le passage de jonctions cellulaires. Différents types de 
molécules se concentrent sur les bords latéraux des cellules endothéliales. Les différentes 
JAM (appartenant à la super-famille des IgG), JAM-A, JAM-B, JAM-C interagissent avec 
LFA-1 (monocytes, neutrophiles), VLA-4, MAC-1 respectivement. PECAM-1, CD99 sont 
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exprimés à la fois sur les monocytes, neutrophiles et sur les cellules endothéliales, leurs 
interactions sont donc homophiliques. Les VE-cadhérines assurent la maintenance des 
jonctions inter-endothéliales par des interactions homophiliques. Lors du passage des 
leucocytes, elles sont temporairement dissoutes ; elles sont reformées après le passage des 
leucocytes. Les mécanismes impliqués dans ce processus ne sont pas encore clarifiés (pour 
revues : (Ley et al., 2007; Muller, 2003; Vestweber, 2007). Enfin, l’interaction ICAM1-LFA1 
joue également un rôle dans la transmigration des neutrophiles (Shaw et al., 2004). 
Les mécanismes liés à la voie trans-cellulaire sont encore à l’étude. Certaines interactions 
impliquées dans la voie para-cellulaire le seraient également dans cette voie : CD99-CD99 ; 
JAM-A—LFA-1 : ICAM-1—LFA-1 (Carman, 2009; Nourshargh et al., 2010). En revanche 
MAC1 favoriserait la voie para-cellulaire puisqu’en son absence, les neutrophiles 
s’extravasent aux environs du lieu de leur adhérence ce qui augmente le pourcentage 
d’occurrence de la migration trans-cellulaire de 15% en conditions normales, à 60% 
(Phillipson et al., 2006).  
La migration trans-endothéliale est également associée à une augmentation de calcium dans 
les cellules endothéliales ce qui activerait la myosine II et ainsi la contraction des cellules 
endothéliales pour laisser le passage aux leucocytes (Muller, 2003) quelle que soit la voie 
empruntée.  
 
Un mécanisme relevant d’une migration 2D ? 
Le mouvement des leucocytes au sein des jonctions ou encore dans le pore créé pour la 
migration trans-cellulaire est mal identifié. R.A. Worthylake et coll. mentionnent la rétraction 
de l’uropode lors du passage des monocytes au travers des cellules endothéliales (Worthylake 
et al., 2001). Dans leur modèle in vitro, ces mêmes auteurs montrent la nécessité de RhoA 
(comme en 2D) pour la rétraction de l’uropode durant la diapédèse et par conséquent pour la 
finalisation de la trans-migration.  
SK Shaw et coll. observent, dans leur modèle in vitro (cellules endothéliales activées au 
TNFα et neutrophiles déposés à leur surface dans des conditions physiologiques de flux), la 
formation d’un pseudopode lors de la pénétration de neutrophiles au sein des jonctions inter-
endothéliales (Shaw et al., 2004). Cette observation va à l’encontre d’un phénomène 2D où 
l’extension du leading edge forme une structure large et plate. Cependant, dans cette dernière 
étude, les auteurs montrent que la pénétration est couplée à la formation d’un cluster de LFA-
Figure 21 : Rappel de l’organisation de la membrane basale
Tirée de Kalluri R, Nat Rev Cancer, 2003
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1 qui colocalise avec ICAM1 à l’avant de la cellule et qu’une fois le passage de la cellule 
terminé, il y a redistribution de LFA-1 vers l’uropode.  
Z. Shulman et coll. Observent, quant à eux, la protrusion d’un large lamellipode sous les 
cellules endothéliales avant le passage complet des lymphocytes T (Shulman et al., 2009). 
Ainsi, il est encore difficile de conclure si le mode de migration entre ou à travers les cellules 
endothéliales relève d’une réelle migration 2D ou doit être considéré comme un type différent 
de migration. 
 
 Le passage de la membrane basale 
Il s’agit de la 2ème partie de la diapédèse. La membrane basale sous-tend tous les épithélia et 
les endothélia et entoure les adipocytes et les cellules musculaires lisses. Elle est 
généralement incluse dans une couche de péricytes (figure 21). 
 
Traversée de la couche de péricytes 
Cette couche (150 à 200µm de long sur 10 à 25µm de large) sous les cellules endothéliales 
montre des différences morphologiques et phénotypiques selon le type de vaisseau, le stade de 
développement, les espèces et les conditions pathologiques. De plus, le ratio cellules 
endothéliales/péricytes varie selon les tissus (Ley et al., 2007). Aussi, son étude a été rendue 
très difficile. Cependant quelques études font état de l’émigration de neutrophiles dans cette 
couche via une voie para- ou trans-cellulaire ((Feng et al., 1998),  revues : (Nourshargh et al., 
2010; Woodfin et al., 2010)) (figure 20).  
 
Traversée de la membrane basale : aspects structuraux 
Le mécanisme du passage de la membrane basale doit être considéré comme de la migration 
en 2D. En effet, l’épaisseur de la membrane basale oscille entre 100 et 300nm (Rowe and 
Weiss, 2008); aussi à l’échelle d’un neutrophile ou d’un monocyte (10 à 50µm), elle ne peut 
être perçue que comme une surface en deux dimensions. Les mécanismes utilisés pour la 
traverser ne sont pas encore élucidés. En effet, la porosité de cette membrane n’excède pas les 
50nm, et les cellules sont incapables de s’infiltrer dans des pores de taille inférieure à 2µm 
(1µm pour les neutrophiles), aussi seules de petites molécules sont capables de diffuser au 
Figure 22 : Deux localisations importantes de la membrane basale
La membrane basale localisée autour des vaisseaux sanguins constitue une barrière à franchir
pour les leucocytes pour rejoindre un site inflammatoire (A). On trouve également une
membrane basale autour des cellules épithéliales en cours de transformation vers une tumeur
(B). Les cellules tumorales invasives doivent donc passer cette membrane avant celle des
capillaires pour coloniser d’autres organes (métastase)
Adaptée de Rowe RG, Trends Cell Biol, 2008
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travers (Rowe and Weiss, 2008). Une équipe a analysé la membrane basale dans différents 
tissus murins (peau, muscle cremaster…) et trouvé des zones plus pauvres en certaines 
protéines matricielles (LERs pour Low expression regions) telles que la laminine et le 
collagène IV. De manière intéressante ces zones sont alignées avec les espaces entre les 
péricytes adjacents (Voisin et al., 2010; Voisin et al., 2009). Ainsi, les LERs représentent des 
portes pour les leucocytes qui traversent.  
 
Traversée de la membrane basale : les différents modèles 
Un grand nombre d’études in vitro, ex vivo mais aussi in vivo décrit la nécessité, pour les 
cellules tumorales invasives, de dégrader cette membrane lors du processus métastatique 
(figure 22-B). Un rôle prépondérant des protéases de la classe des MMPs (Matrix Metallo-
protéases) et en particulier des MT1-MMP ((Hotary et al., 2006; Schoumacher et al., 2010a) 
et revue : (Rowe and Weiss, 2008)) a été relevé. Il a été par ailleurs suggéré que les MT1-
MMP pourraient promouvoir la traversée de la membrane basale non seulement par son action 
dégradative mais aussi par une action motrice pro-invasive : dans ce modèle, les MT1-MMP 
deviendraient plus affines pour un substrat non dégradé par rapport au substrat dégradé ce qui 
forcerait la cellule à avancer (Saffarian et al., 2004). 
Concernant les leucocytes, la littérature est beaucoup plus floue. La traversée protéases-
dépendante implique la dissolution localisée de la membrane basale tandis que la traversée 
protéases-indépendante reposerait sur le désassemblage réversible de la structure pour 
générer un pore de taille suffisante pour le passage des cellules. Ce dernier modèle mettrait en 
jeu la force de traction des cellules endothéliales et l’activité enzymatique d’isomérases à leur 
surface. Ces enzymes induiraient le désassemblage local des liaisons covalentes du réseau de 
collagène IV (augmentant ainsi la taille du pore) et leur réassemblage après la traversée du 
leucocyte selon un processus indépendant de l’activité de protéases (revue : (Rowe and Weiss, 
2008)). Logiquement, il apparaitrait essentiel pour le maintien des tissus que cette membrane 
ne soit pas dissoute par le passage des leucocytes migrant vers les tissus interstitiels car il est 
important de noter que cette barrière est traversée par des millions de cellules dans les tissus 
sains dans le cadre de la surveillance immunitaire (figure 22-A) (Madsen and Sahai, 2010; 
Rowe and Weiss, 2008). Cependant les études de la traversée de la membrane basale sont 




Traversée de la membrane basale par les leucocytes : Rôle des protéases 
Il a été proposé que MMP8 puisse réguler l’ampleur de l’afflux de leucocytes vers le site 
inflammatoire. En effet, les souris MMP8-/- ont une réponse inflammatoire atténuée mais qui 
n’est pas associée à une rétention des cellules immunitaires en amont des vaisseaux sanguins. 
Ainsi le défaut de recrutement n’est pas dû à l’absence de dégradation de la membrane basale 
pour passer dans le sang. Les auteurs proposent que MMP8 génère des produits de 
dégradation qui jouent un rôle de chimioattractant pour les leucocytes (Gutierrez-Fernandez et 
al., 2007). Cette observation a également été faite concernant la dipeptidyl peptidase I, une 
enzyme lysosomale qui active l’élastase et la cathepsine G (Pagano et al., 2007). 
M.B. Voisin et coll. ont montré que seuls les neutrophiles semblent élargir les LERs en 
dégradant la laminine pour traverser, les monocytes montrent une plus grande déformabilité et 
parviennent à traverser sans remodeler la membrane basale (Voisin et al., 2009). Ces résultats 
suggèrent que pour une membrane basale donnée, les neutrophiles et les monocytes n’utilisent 
pas les mêmes mécanismes de migration. Dans cette étude, la dégradation par les neutrophiles 
repose sur l’élastase, une sérine-protéase. D’autre part, les auteurs ont observé que les 
monocytes s’étalaient au niveau de la membrane basale et que les cellules généraient, au fur et 
à mesure de leur pénétration, des protrusions de plus en plus grandes, dirigées vers le tissu 
sous-jacent. De telles protrusions ont également été observées pour les neutrophiles mais de 
taille plus réduite et à une fréquence plus faible. Les auteurs suggèrent que ces protrusions, 
par une action de scan de la membrane basale, permettraient aux cellules de trouver les LERs.  
De par la variété des structures/compositions de la membrane basale selon sa localisation mais 
aussi la diversité des cellules la traversant, il est difficile d’imaginer un mécanisme unique 
pour la traverser. Par exemple la membrane basale amniotique comporte naturellement des 
brèches laissant libre court à une traversée protéase-indépendante. De plus, AR. Huber et SJ. 
Weiss ont montré dans un modèle in vitro où la membrane basale est générée après 21 jours 
par des cellules endothéliales que les neutrophiles parvenaient à s’infiltrer en démantelant 
légèrement la membrane basale mais de manière indépendante de l’élastase, démantèlements 
rapidement réparés par l’endothélium (Huber and Weiss, 1989). Ces résultats vont à 
l’encontre de ceux obtenus par MB Voisin et coll. en 2009 in vivo où l’élastase jouait un rôle 
majeur (Voisin et al., 2009).  
 
Figure 23 : Migration des cellules mésenchymales le long des fibres de la MEC
Fibroblastes (marquage des microtubules en vert et du golgi en rouge) migrant le long des
fibres d’une matrice de fibronectine 3D (bleu).
Image en microscopie confocale : – échelle :10µm
Tirée de Petrie RJ, Nat Rev Mol Cell Biol 2009
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Ainsi, la compréhension des mécanismes liés à la traversée de la membrane basale nécessite 
encore de nombreuses études. Il est à noter que les modèles utilisés couramment in vitro 
(Matrigel™ épais ou fin reposant sur une membrane rigide en polycarbonate ne sont pas 
représentatifs des conditions in vivo où la membrane basale est faite de réseaux de molécules 
liées covalemment (ce qui n’est pas le cas du Matrigel™) et repose sur une couche de 
cellules. Il est donc nécessaire de repenser les modèles d’études. 
 
2. La migration 3D : la migration trans-tissulaire interstitielle 
A l’issue de la diapédèse, les cellules se retrouvent dans l’environnement interstitiel, un 
réseau tri-dimensionnel, essentiellement composé de fibres de collagène, de glycoprotéines et 
de protéoglycane, aussi appelé matrice extra-cellulaire (ECM). Ce passage du 2D au 3D 
entraîne des modifications du comportement des cellules. 
2.1 Les modes migratoires 
Les cellules peuvent migrer individuellement et collectivement. A l’heure actuelle, deux 
modes migratoires pour la migration individuelle sont décrits : le mode mésenchymal et le 
mode amiboide. Les deux modes diffèrent essentiellement par la stratégie migratoire. Dans la 
migration mésenchymale, la cellule génère activement un passage dans son micro-
environnement en le dégradant par protéolyse. Dans la migration amiboide, la cellule se 
faufile dans son micro-environnement en se contractant et en se déformant. Les données ont 
été obtenues essentiellement sur des cellules tumorales invasives, modèle de prédilection pour 
l’étude de la migration 3D. 
 
2.1.1 Le mode mésenchymal 
C’est le plus connu ancestralement puisqu’inspiré des études en 2D reposant sur la formation 
d’un lamellipode à l’avant de la cellule et la rétraction de l’uropode à l’arrière afin de générer 
un déplacement.  
Ce mode migratoire est utilisé entre autres par les fibroblastes et certaines cellules 
cancéreuses et se caractérise en 3D par l’alignement des cellules le long des fibres de la 
matrice extracellulaire et par une morphologie très protrusive (figure 23) (Renkawitz and 
Sixt, 2010; Schmidt and Friedl, 2010; Wolf et al., 2007). 
Figure 24: Les adhérences 3D des fibroblastes
Ici, des fibroblastes murins (NIH-3T3) ont générés la matrice de fibronectine (vert). Un
fibroblaste humain est visualisé par son noyau (bleu, marquage DAPI). Ses adhérences 3D
sont visualisés par la présence d’intégrines α5 (rouge) – Echelle : 10µm
Tirée de Cukierman E, Cur Opin Cell Biol 2002
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L’organisation tri-dimensionnelle impose des limitations en terme d’espace à la cellule. Par 
conséquent, elle ne forme plus de lamellipode pour s’accrocher à la matrice extra-cellulaire 
mais étend de multiples pseudopodes (extensions fines de membranes) dans les 3 directions 
de l’espace (Fraley et al., 2010; Friedl and Wolf, 2009) qui lui permet de scanner son 
environnement pour trouver un point d’ancrage. Cette génération de protrusions est 
accompagnée de la traction sur la matrice (médiée par les intégrines) mais aussi de la 
formation de nouveaux pseudopodes afin de poursuivre le déplacement (Berrier and Yamada, 
2007; Fraley et al., 2010). Ces protrusions sont donc responsables de la directionalité du 
mouvement. Elles ont une durée de vie très courte et les protéines d’adhérences focales 
semblent jouer un rôle sur l’activité des protrusions mais aussi sur la déformation de la 
matrice au cours du déplacement (Berrier and Yamada, 2007; Fraley et al., 2010). 
L’attachement de la cellule à son support via des adhérences focales riches en intégrines fait 
partie intégrante de ce modèle. Dans les cellules tumorales invasives (MV3, HT1080, MDA-
MB-231) évoluant dans une matrice de collagène fibrillaire 3D, il s’agit surtout des intégrines 
β1 (Friedl et al., 1998b; Wolf et al., 2007).  
En 2D, les points focaux d’adhérence sont riches en phospho-FAK (Focal Adhesion Kinase), 
vinculine, taline, paxilline, α-actinine, zyxine et intégrines (Burridge and Chrzanowska-
Wodnicka, 1996). L’existence d’adhérences 3D a été montrée pour  la 1ère fois en 2001 sur 
des fibroblastes dans une matrice 3D de fibronectine (Cukierman et al., 2001) (figure 24). Il y 
a été observé la présence de vinculine, d’α-actinine et d’α5β1 (récepteur principal de la 
fibronectine) colocalisant avec la paxilline. En revanche phospho-FAK, caractéristique des 
adhérences focales 2D, n’est que très peu retrouvée (Yamada et al., 2003). D’autre part, la 
morphologie de ces adhérences diffère grandement des adhérences focales 2D (Cukierman et 
al., 2001). De plus, dans des HT1080, ces structures ne sont plus visualisables lorsque la 
cellule est placée dans une matrice 3D de collagène, bien que nombre de ses composants 
restent indispensables à la migration cellulaire (Fraley et al., 2010). Ces données suggèrent 
que les adhérences matricielles 3D peuvent différer d’un type cellulaire à l’autre mais qu’elles 
restent indispensables à la migration 3D mésenchymale. 
L’engagement des intégrines avec leurs ligands de la matrice extra-cellulaire active des 
protéines responsables du turn-over des adhérences, notamment Rac comme nous l’avons déjà 
vu, mais aussi les tyrosines kinase de la famille Src. Src a en effet été identifié comme 
médiateur nécessaire au déplacement mésenchymal de cellules HT1080 au sein d’une matrice 
de collagène fibreux (Carragher et al., 2006). De plus, les travaux récents de l’équipe, 
démontrent un rôle majeur de Hck dans la migration mésenchymale des macrophages murins 
Figure 25: Les cellules tumorales amoeboides utilisent les fibres de la MEC pour migrer
Les cellules tumorales MTLn3 (vert) migrent le long des fibres de collagène (violet)
Etude in vivo (intravital); Images en microscopie multi-photonique; les fibres sont observées en
imagerie de seconde harmonique (échelle 25µm)
Tirée de Sidani MJ, Mammary Gland Biol Neoplasia, 2006
Figure 26: Génération de blebs polarisés
a- 1ère possibilité : le détachement de la membrane du cytosquelette. Suite à une augmentation de
pression locale (liée à la contraction du cortex d’actine-myosine) ou globale (si les liaisons
cortex-membrane se polarisent à l’arrière de la cellule), il y a afflux de cytosol vers la membrane
détachée et génération d’un bleb. Ensuite un nouveau cortex se réassemble.
b- 2ème possibilité : la rupture du cortex. De la même manière, la pression interne génère la
propulsion du cytosol au sein du bleb en formation
Tirée de Charras G, Nat Rev Mol Cell Biol, 2008
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(Cougoule et al., 2009). Les intégrines recrutent également des protéases cellulaires qui 
entraînent une rupture des adhérences mais aussi un remodelage de la matrice environnante 
afin de générer un passage pour la cellule (Biname et al., 2010; Friedl, 2004; Larsen et al., 
2006; Schmidt and Friedl, 2010). En effet, la dégradation de la MEC constitue une 
caractéristique clé du mode mésenchymal. Elle a été montrée à de multiples reprises in vitro 
dans des cellules tumorales évoluant dans des matrices 3D (pour exemple : (Sameni et al., 
2009; Wolf and Friedl, 2009; Zaman et al., 2006)) et a impliquée notamment la métallo-
protéase MT1-MMP (Sabeh et al., 2004; Wolf et al., 2003a).   
Ainsi, les caractéristiques principales du mode mésenchymal sont la génération, dans le sens 
du déplacement, de protrusions membranaires qui permettent l’accrochage de la cellule à 
la MEC et le recrutement de protéases cellulaires aux lieux d’ancrage afin de dégrader 
la matrice bloquant le passage. La contraction du corps cellulaire pour détacher l’arrière de 
la cellule semble n’être qu’un paramètre secondaire puisque l’inhibition du chemin 
métabolique Rho/ROCK responsable de la contractilité du cytosquelette d’actine ne modifie 
pas la capacité migratoire de cellules tumorales mésenchymales ((Provenzano et al., 2008) et 
Revue : (Pankova et al., 2010)).  
La vitesse de migration selon ce mode oscille entre 0,1 et 0,5 µm/min pour des cellules 
tumorales invasives évoluant dans une matrice de collagène fibrillaire (Friedl et al., 1998b). 
 
2.1.2 Le mode amiboide  
La description du mode amiboide est assez récente et son étude s’est développée avec 
l’arrivée des modèles expérimentaux en 3D. Son nom lui provient du mode migratoire adopté 
par le protozoaire Amoeba proteus : un mode de déplacement rapide associé à une grande 
déformation cellulaire.  
Ce mode repose sur la notion que le déplacement cellulaire en 3D ne requiert pas 
nécessairement l’attachement de la cellule à son substrat. En effet, le confinement de 
l’environnement peut lui même fournir le contact suffisant à la génération de forces de 
traction sans que la cellule n’ait à s’accrocher (Lammermann and Sixt, 2009; Renkawitz and 
Sixt, 2010). En effet, plusieurs études s’accordent sur le fait que les lymphocytes T, les 
neutrophiles, les cellules dendritiques ou encore certaines lignées tumorales sont capables de 
migrer en 3D en l’absence de point d’ancrage à la matrice environnante (pour revue 
(Lammermann and Sixt, 2009)). Cependant, ces cellules semblent utiliser les fibres de la 
matrice extracellulaire comme guide. Ce phénomène a été montré in vitro dans des matrices 
Figure 27: Les différents modes « amoeboides »
Ils dépendent de la balance entre 3 forces : l’adhérence (A), la contractilité (C), la
polymérisation de l’actine (P). Le mouvement en 2D requiert l’attachement au substrat (I-III).
En 3D, le confinement de l’environnement suffit à générer la force suffisante au déplacement
sans attachement au substrat. La contraction n’est nécessaire que lorsque la cellule soit passer
dans des pores étroits (IV). Si l’environnement est assez lâche, la polymérisation de l’actine peut
suffire au déplacement (V). Enfin, la génération de blebs basée sur la contractilité de la cellule
pourrait générer le mouvement polarisé (VI)




de collagène fibreuses pour les lymphocytes T (Wolf et al., 2003b), les cellules tumorales 
(Wolf et al., 2003a) et in vivo pour les cellules tumorales MTLn3 (Sidani et al., 2006) (figure 
25). La production d’extensions membranaires (blebs ou petites protrusions décrits ci-après) 
dans les trous naturels de la matrice permettrait de générer la force de traction suffisante pour 
déplacer la cellule. Cette force de traction est très faible comparée à celle nécessaire pour tirer 
la cellule en mode mésenchymal ce qui sous-entend que le mode amiboide est bien plus 
efficace et moins consommateur d’énergie que le mode mésenchymal (Renkawitz and Sixt, 
2010). 
Ce mode est largement dépendant de la contractilité de la cellule sous contrôle de 
Rho/ROCK et de la myosine II ((Wyckoff et al., 2006), Revues : (Lammermann and Sixt, 
2009; Pankova et al., 2010; Pinner and Sahai, 2008a)). 
La polarisation de ces cellules, induite par la production de courtes extensions membranaires 
dans le sens de migration, pourrait intervenir selon deux modèles. Selon le premier, elle se 
manifeste par la création de blebs. Les blebs sont des extensions courtes et sphériques de 
membrane plasmique dépourvues d’actine qui ont une durée de vie très brève (~2min). 
L’initiation du bleb résulte d’un détachement local de l’actine corticale ou de sa rupture 
(figure 26). L’augmentation locale de la pression intra-cellulaire génère alors un afflux de 
cytosol au niveau de la membrane qui permet au bleb de s’étendre. Le bleb se rétracte lorsque 
le cortex d’actomyosine et le complexe ERM (ezrin, radixin, moesin) se réassemblent sous la 
membrane du bleb. Le mécanisme par lequel les blebs génèrent la traction nécessaire à la 
migration est encore mal connu (Charras and Paluch, 2008). Elle pourrait provenir d’un 
attachement local de la membrane du bleb au substrat et de manière similaire à la migration 
lamellipodiale (mesenchymale) la cellule migrerait par contraction de l’uropode. Ceci se 
produit typiquement lors d’une migration en 2D où la cellule n’a pas d’autre choix que 
d’adhérer au substrat pour avancer (son poids n’est pas suffisant pour maintenir le contact 
avec la surface (loi des mouvements browniens)). En revanche en 3D, un scénario possible 
serait que le bleb lui-même, de par sa nature fluide, se faufilerait dans les pores de la matrice 
extra-cellulaire. L’action de contractilité via la myosine génèrerait ensuite la force de 
propulsion nécessaire pour permettre au noyau (l’élément le plus rigide de la cellule) de 
passer et ce, via ou non une adhérence faible à l’environnement (figure 27) (Charras and 
Paluch, 2008; Friedl and Wolf, 2009; Lammermann and Sixt, 2009; Nourshargh et al., 2010; 
Renkawitz and Sixt, 2010). Ce mécanisme a été montré dans des cellules dendritiques traitées 
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Figure 28: Caractéristiques majeures du mode migratoire mésenchymal et du mode amoeboide
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laissant l’actine corticale intacte) au sein d’une matrice de collagène fibreux (Lammermann 
and Sixt, 2009). Cependant, pour l’instant, l’existence in vivo de ce phénomène n’a pas encore 
été prouvée. 
Selon l’autre modèle reposant également sur la déformation de la cellule, la polarisation 
pourrait intervenir via la formation de petites protrusions/ pseudopodes/dendrites qui cette 
fois ne seraient pas générées par la pression hydrostatique mais par la polymérisation de 
l’actine (figure 27). Ces extensions de membrane joueraient le même rôle que les blebs dans 
les pores de la matrice. Les cellules dendritiques utilisent cette stratégie lorsqu’elle migrent au 
sein d’une matrice de collagène fibreux (Lammermann and Sixt, 2009). 
Cependant l’utilisation d’un modèle ou l’autre n’est pas encore très clair selon les cellules. En 
effet, les cellules tumorales seraient capables d’utiliser les deux stratégies. Les cellules 
amiboides A375m2 semblent émettre des blebs au cours de leur migration (Sahai and 
Marshall, 2003) tandis que l’induction d’un mode amiboide dans des HT1080 ou l’utilisation 
naturelle de ce mode dans les MTLn3E pousse la cellule à émettre des pseudopodes riches en 
actine corticale  (Wolf et al., 2003a; Wyckoff et al., 2006). 
Pour résumer, dans ce mode migratoire, la cellule s’adapte à son environnement en 
formant des protrusions/blebs et en se déformant (contractilité médiée par Rho/ROCK) 
pour se glisser dans les trous naturels de la matrice et par conséquent ne nécessite pas de 
protéolyse. Ce mode migratoire n’implique, s’ils existent, que de faibles attachements à 
son environnement. La cellule serait également capable d’exercer une force suffisante pour 
déformer localement la matrice environnante (Wyckoff et al., 2006).  
Selon ce mode, des lymphocytes T migrant dans une matrice de collagène fibreux présentent 
une vitesse moyenne de migration de 7 µm/min qui peut atteindre 25µm/min (Friedl et al., 
1998b). 
Le schéma de la figure 28 résume les grandes caractéristiques du mode migratoire 
mésenchymal et du mode amiboide. 
 
2.1.3 La migration collective  
La migration collective est impliquée dans de nombreux processus du développement et de la 
réparation tissulaire (la régénération épithéliale et la création de nouveaux vaisseaux sanguins 
après une blessure par exemple). Dans le cas du cancer, ce mode migratoire permet l’entrée 
Figure 29 : La génération de tunnels par les cellules tumorales invasives tumorales
Un sphéroide de cellules tumorales est inclus dans une matrice de collagène fibreux.
L’actine F ou le DAPI (noyau) marque les cellules tumorales
Col2 ¾ C marque le collagène dégradé en vert (A) et en bleu (B-C). On voit très bien le/les
tunnel(s) de dégradation formé(s) au départ du sphéroide (SP) en A (section unique) de
confocal) et C (stack sur une épaisseur de 6µm) (marqués par les têtes de flèches blanches).
MT1-MMP colocalise avec le tunnel de dégradation en A
B reflète l’agrandissement du tunnel de dégradation au fur et à mesure que les cellules sortent
du sphéroide.








dans le système lymphatique tandis que l’entrée dans la circulation sanguine ne serait permise 
qu’à des cellules individuelles (Sanz-Moreno and Marshall, 2010). Ce phénomène est très 
souvent observé sur les coupes histopathologiques de divers cancers.  
Elle fait appel à des mécanismes similaires à ceux de la migration individuelle : polarisation, 
protrusion d’un leading edge, attachement au substrat, dégradation et contraction pour 
avancer. La différence majeure réside dans le fait que les cellules restent liées les unes aux 
autres aussi bien au leading edge que sur les régions latérales ou qu’au sein même du groupe. 
Il a été démontré que la migration collective des cellules cancéreuses A431 était dépendante 
de la liaison entre les cadhérines E et P exprimées à la surface des cellules (Macpherson et al., 
2007). 
D’autre part, lorsqu’une cellule tumorale migre selon le mode mésenchymal et dégrade au fur 
et à mesure de sa migration la matrice (« leading cell » ou « forerunner cells »), elle génère un 
tunnel formé par le réalignement des fibres de collagène clivées parallèlement à son corps et 
dans lequel peuvent s’engouffrer d’autres cellules  (« following cell »), ce qui peut augmenter 
le diamètre du tunnel (figure 29) (Friedl and Gilmour, 2009; Friedl et al., 1997; Friedl and 
Wolf, 2008; Wolf et al., 2007). Le rapprochement des cellules peut alors induire des 
adhérences cellule/cellule transitoires menant à la formation d’une chaine de migration qui, à 
mesure que le tunnel s’élargit et que les contacts cellule/cellule s’amplifient, peut aboutir à la 
génération d’un tube multicellulaire, plus ou moins régulier (Friedl and Wolf, 2009). Peu à 
peu les régions internes de la masse deviennent dépourvues de matrice laissant place 
uniquement à des jonctions cellule/cellule, tandis que la région corticale reste en contact avec 
le tissu. Les cellules à l’intérieur de la masse perdent leur capacités migratoires tandis que la 
migration de l’ensemble se fait comme si la masse était une cellule unique. En effet, les 
cellules leader à l’avant de la cohorte montrent une grande polarisation avec l’extension de 
pseudopodes, l’engagement d’adhérences fortes avec la matrice, et sa dégradation. La traction 
de la cohorte serait permise par le renforcement et la tension de l’actine corticale des cellules 
en contact avec la MEC tandis que l’arrière de la masse et les cellules internes sont tirées vers 
l’avant. (Biname et al., 2010; Friedl and Gilmour, 2009). De plus il a été montré par immuno-
histochimie sur des coupes de tumeurs humaines reponsables d’un cancer colo-rectal que la 
fascine-1 (protéine impliquée dans l’assemblage des filaments d’actine au niveau des 
filipodes) était fortement exprimée au niveau des cellules au front de migration de la cohorte. 
Les auteurs montrent également que l’expression de cette proteine dans des cellules qui ne 
l’expriment pas naturellement induit in vivo la formation de métastases. L’ensemble de ces 
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résultats montre un rôle majeur de cette protéine dans la progression tumorale dans le cancer 
colo-rectal, via la formation de filipodes exploratoires qui guident la migration (Vignjevic et 
al., 2007).  
Par ailleurs, à mesure que le groupe de cellules migre, d’autres cellules présentes dans 
l’environnement peuvent venir aider les cellules tumorales à évoluer, notamment par leur 
activité protéolytique. C’est le cas des fibroblastes qui viennent s’ajouter au leading edge du 
groupe de cellules tumorales (Biname et al., 2010; Gaggioli et al., 2007). 
 
2.2 Les différentes stratégies de migration des cellules tumorales 
invasives 
Les cellules tumorales sont capables de migrer vers d’autres lieux pour y former des 
métastases. Cependant, pour y parvenir, elles doivent passer par un certain nombre d’étapes  
cruciales. 
Tout d’abord, des cellules individuelles doivent se détacher de la masse primaire, envahir le 
tissu environnant et traverser plusieurs barrières : le tissu adjacent, la membrane basale, 
l’endothélium vasculaire et le système lymphatique. Une fois dans les vaisseaux, elles doivent 
survivre au flux. Enfin elles doivent s’extravaser et coloniser de nouveaux tissus. La réussite 
de ce parcours suggère une formidable capacité d’adaptation de ces cellules transformées.  
Il existe deux grands types de cancers impliquant des tumeurs solides : les carcinomes (cancer 
se développant à partir de cellules épithéliales, >85% des cas) et les sarcomes (cancer se 
développant à partir de cellules du tissu conjonctif). Les leucémies, myélomes et lymphomes 
diffèrent de ces deux grands types car ils touchent les cellules de la lignée hématopoïétique. 
Les carcinomes (cas de la majorité des cancers du sein ou colorectal) se différentient des 
sarcomes (sarcome de Kaposi par exemple) par la nécessité pour les cellules épithéliales 
d’acquérir une capacité d’invasion, alors que dans le cas des sarcomes, le cancer est 
quasiment d’emblée invasif. 
C’est cette étape de transition qui déterminera le potentiel métastatique du carcinome. Elle est 
appelée transition épithélio-mésenchymale (EMT). 
 
 
Figure 30 : La transition épithélio-mésenchymale (EMT)
Cette transition se passe au niveau de la tumeur primaire et génère des phénotypes progressifs des
cellules en transformation. Les cellules qui en dérivent ont une capacité invasive accrue, pénètre
dans la circulation sanguine où elles subissent probablement d’autres transformations. Ces cellules
auraient ensuite la capacité de s’extravaser et de reformer une tumeur dans un organe distant
(phénomène de MET).
Tirée de Bonnomet A J, Mammary Gland Biol Neoplasia, 2010
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2.2.1 La transition épithélio-mésenchymale (EMT) 
Si cette transition est beaucoup étudiée dans un contexte tumoral, il est important de 
mentionner qu’il s’agit d’un événement naturel se produisant au cours de l’embryogenèse 
pour générer des cellules capables de migrer ou encore lors de la réparation de tissus 
(Guarino, 2007; Thiery et al., 2009). Ce processus se produit au site de la tumeur primaire (les 
cellules se détachent de la masse tumorale) et est réversé au site métastatique (les cellules se 
regroupent pour reformer une masse tumorale) afin de reformer une tumeur avec des 
caractéristiques phénotypiques similaires à celle de la tumeur primaire (figure 30) (Bonnomet 
et al., 2010).  
Lors de cet événement, les cellules acquièrent diverses propriétés liées à de profondes 
altérations dans la transcription de gènes. Ces mécanismes sont désormais assez bien connus 
et ont fait l’objet de plusieurs revues : (Bonnomet et al., 2010; Guarino, 2007; Thiery et al., 
2009). Je donnerai donc ici les grandes caractéristiques de ce processus.  
La première étape modifie la cohésion cellule/cellule en réorganisant les jonctions 
intercellulaires (down-régulation de la transcription de la cadhérine E, molécule jonctionnelle  
majeure). De plus, il y a up-régulation de la transcription de gènes codant pour diverses 
protéases telles que les MMPs ce qui fournit aux cellules tumorales individuelles une capacité 
dégradative de la matrice environnante et ainsi promeut l’invasion. La capacité de migration 
est également induite dans les cellules épithéliales en transformation par la modification de 
leur cytosquelette (impliquant notamment les intégrines). Le processus d’EMT régule aussi 
l’expression de gènes impliqués dans la croissance de nouveaux vaisseaux sanguins dans 
l’environnement de la tumeur primaire (facteur VEGF entre autres) et dans le contact avec les 
cellules endothéliales pour permettre l’intravasion. Enfin cette transition serait également 
accompagnée de l’acquisition par les cellules tumorales de la capacité à résister aux signaux 
apoptotiques présents notamment dans la circulation sanguine (via les cellules immunitaires 
essentiellement) et ainsi de résister à la chimio-thérapie (Bonnomet et al., 2010; Guarino, 
2007). L’over-expression des MMPs serait au cœur de la régulation de l’EMT en ayant un 
rôle non seulement de clivage des adhérences cellule/cellule, dégradation de la matrice extra-
cellulaire mais aussi dans la libération de molécules inhibant l’apoptose, dans la promotion de 
l’angiogénèse ou encore dans la modulation des réponses immunitaires (Orlichenko and 
Radisky, 2008).  
De part l’acquisition de capacité de dégradation et d’invasion, les cellules individuelles 
adoptent un mode migratoire rassemblant les caractéristiques du mode mésenchymal.  
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2.2.2 La migration mésenchymale ou amiboide et leur 
interconversion : transition mésenchymal-amiboide (MAT) et 
transition amiboide-mesenchymale (AMT) 
La mise en évidence de la transition mésenchymal-amiboide a été faite pour la première fois 
par l’équipe de P. Friedl en 2003. Ils ont montré, in vitro, que des cellules tumorales HT1080 
(fibrosarcome) et MDA-MB-231 (carcinome mammaire) migrent dans une matrice de 
collagène de type I fibreux 3D selon un mode mésenchymal (phénotype en épingles, 
clustering des β1-intégrines, dégradation de la matrice extracellulaire). Ils ont alors observé 
que ces mêmes cellules peuvent compenser un blocage de la protéolyse en adoptant un mode 
migratoire amiboide (phénotype arrondi, déplacements par propulsion du corps cellulaire, 
absence de clusters d’intégrines) et poursuivre ainsi leur course sans perte de vitesse (Wolf et 
al., 2003a). Ce résultat a été également observé par une autre équipe en 2006 (Carragher et al., 
2006). Dans la même veine, E. Sahai et C.J. Marshall ont montré, in vitro dans du Matrigel™, 
que certaines lignées tumorales migraient en utilisant un mode amiboide dépendant de ROCK, 
que d’autres lignées migraient en utilisant un mode mésenchymal indépendant de ROCK et 
que, parmi ces dernières, seulement certaines lignées pouvaient effectuer la transition 
mésenchymal- amiboide après inhibition de la protéolyse (Sahai and Marshall, 2003).  
Depuis, beaucoup d’études in vitro ont été menées et ont montré que l’inhibition de la 
protéolyse, le renforcement du chemin métabolique de Rho/ROCK et parfois l’inhibition des 
interactions MEC/intégrines pouvaient induire la transition MAT et à l’inverse que 
l’inhibition de protéines impliquées dans la contractilité de l’acto-myosine (chemin 
Rho/ROCK)  pouvait induire la transition AMT (revues dans (Friedl, 2004; Pankova et al., 
2010)). 
En effet, le mode migratoire depend largement de l’activité des petites GTP-ases. Nous avons 
vu dans le paragraphe « III-1.1 La migration 2D in vitro » qu’il existait une boucle de rétro-
contrôle entre Rac et Rho/ROCK et l’activité de chacune peut inactiver l’autre pour favoriser 
un phénotype. Ainsi Rac régule négativement Rho/ROCK et inhibe le phénotype amiboide 
tandis que Rho/ROCK limite Rac inhibant le phénotype mésenchymal (Sanz-Moreno et al., 
2008).  
Récemment, un problème concernant la relevance des modèles in vitro utilisés a été soulevé 
(Sabeh et al., 2009). En effet, les auteurs affirment que les cellules tumorales requièrent 
absolument la dégradation de la matrice (via MT1-MMP) afin d’envahir la matrice 
Figure 31 : Crosslinking du collagène I
Le collagène natif dispose de ponts covalents qui ne peuvent plus se former après extraction
à la pepsine : les flèches indiquent les sites de cassure du traitement. Echelle : 5µm
Adaptée de Sabeh F, J Cell Biol 2009
Collagène Natif Collagène Extrait à la pepsine
Ponts covalents entre 2 
molécules de collagène
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environnant la tumeur. Selon eux, la migration selon un mode amiboide protéases-
indépendant n’est plausible que lorsque la matrice n’est pas cross-linkée et ne serait donc liée 
qu’aux matrices utilisées in vitro (Sabeh et al., 2009). En effet, le collagène le plus 
couramment utilisé in vitro (Bovine Collagen I – Nutragen) n’est pas natif et les traitements 
qu’il a subi à la pepsine ont supprimé certains liens covalents présents in vivo (figure 31). De 
plus, le Matrigel™ n’est également plus cross-linké une fois reconstitué. Ils ont argumenté 
leurs propos en utilisant un modèle de sphéroides (masse de cellules tumorales mimant une 
tumeur) incorporé dans du collagène natif ou pepsinisé et en évaluant l’invasivité des cellules 
tumorales (mesure de l’ex-filtration (sortie) des cellules dans la matrice de collagène). Cette 
expérience a été réalisée avec des sphéroïdes de MDA-MB-231 ou de HT1080. Ils ont 
montré, à l’aide de SiRNA que MT1-MMP était absolument requise pour l’envahissement de 
la matrice de collagène native et non celle de collagène pepsinisé. Ils concluent donc que la 
migration n’est MT1-MMP indépendante que lorsque certains ponts covalents de la matrice 
ont été éliminés (Sabeh et al., 2009). Cependant ils n’ont pas testé dans leur modèle la 
migration de cellules décrites pour migrer selon le mode amiboide, ce qui ne peut donc en 
exclure l’existence (Pankova et al., 2010). De plus, le modèle sphéroïde qu’ils utilisent est, 
certes plus proche des conditions in vivo, mais est totalement différent de celui utilisé par P. 
Friedl et coll. (Wolf et al., 2003a) ou E. Sahai et C.J Marshall (Sahai and Marshall, 2003) : 
observer des cellules se détacher d’un sphéroïde est différent que d’observer des cellules 
individuelles migrer au sein d’une matrice.  
Malgré cela, la question de savoir si de telles transitions interviennent in vivo reste 
importante. En effet, l’échec des thérapies basées sur les inhibiteurs de MMPs en essais 
cliniques suggère que les cellules tumorales continuent à migrer selon un mécanisme 
indépendant des MMPs.  
A ma connaissance, pour l’instant deux équipes ont initié ensemble l’étude in vivo des 
transitions. Ils ont généré des tumeurs sous cutanées avec des cellules tumorales amiboides 
(A375m2) et montrent que l’inhibition du chemin métabolique Rho/ROCK réduit la motilité 
des cellules (en l’occurrence, les cellules ont tendance à rester au sein de la tumeur) mais 
qu’elles favorisaient une morphologie mésenchymale des cellules. Par ailleurs, les auteurs ont 
remarqué que les cellules contrôles présentaient des phénotypes et des mouvements différents 
selon leur position. En effet, au sein même de la tumeur, les cellules évoluent entre elles selon 
un phénotype plutôt mésenchymal, tandis que dans l’environnement direct autour de la 
tumeur, les cellules adoptent soit un mouvement amiboide rapide, soit un mouvement 
Figure 32: Les différents types de  migration des cellules tumorales invasives
Si l’environnement le permet, les cellules peuvent migrer selon un mode amoeboide (basé sur
la formation de blebs (blebby) ou de courtes protrusions (pseudopodal). Dans un
environnement plus dense, les cellules adoptent un mode mésenchymal de migration,
dépendant de la dégradation de la matrice. Si plusieurs cellules suivent une cellule « leader »
dans un tunnel de dégradation, on assiste à la formation d’une chaîne de migration pouvant
évoluer vers une migration collective avec la maintien de jonctions cellule/cellule.








amiboide un peu plus lent avec formation de blebs (Pinner and Sahai, 2008b; Sanz-Moreno et 
al., 2008). L’augmentation du phénotype mésenchymal observée est peut être simplement due 
au fait que les cellules sortent moins de la tumeur. Malgré cela, il est important de noter que 
ces cellules sont capables, selon l’environnement dans lequel elles se trouvent, d’adopter, si 
ce n’est les modes migratoires, au moins les deux phénotypes principaux décrits pour la 
migration cellulaire 3D (voir paragraphe « III-2.1 Les modes migratoires »). 
Si ces études ne démontrent pas nettement l’existence d’une vraie transition (ici AMT) in vivo 
(puisque la migration est altérée), elles montrent cependant que les cellules sont capables de 
s’adapter à leur environnement, au moins en partie. 
 
2.2.3 La transition collective – individuelle. 
Par analogie avec l’EMT, cette transition est obtenue si les contacts cellule/cellule et 
cellule/MEC sont simultanément abolies. C’est ce qui a été observé lorsque les clusters multi-
cellulaires issus d’explants de mélanomes ont été mis en présence d’anticorps anti  β1-
intégrines : les cellules se sont détachées et dispersées selon un mode typique amiboide 
(distribution diffuse des β1-intégrines, mouvement par déformation et constriction) 
(Hegerfeldt et al., 2002). De même, après blocage de la protéolyse, les chaînes 
multicellulaires générées à partir d’un modèle in vitro de fibrosarcome se dissocient et les 
cellules individuelles se disséminent selon un mode amiboide (Wolf et al., 2007), phénomène 
que l’on pourrait qualifier d’effet secondaire indésirable et pourrait être responsable de 
l’aggravation de certains cancers après traitement anti-MMPs.  
 
L’ensemble des transitions évoquées font état de la grande plasticité des cellules tumorales et 
sont résumées sur la figure 32.  
 
2.3 Rôle des paramètres physiques de la matrice 
Comme nous l’avons déjà évoqué dans les précédents paragraphes, de nombreux paramètres 
influencent la migration cellulaire. En plus des déterminants intrinsèques au type cellulaire, il 
existe de nombreux paramètres physiques et chimiques liés à la matrice dans laquelle évolue 
la cellule qui influenceront sa migration.  
Figure 33: Illustration des différents environnements rencontrés in vivo
(a) : la membrane basale (échelle : 10µm); (b) : le derme (avec un fibroblaste adhérent : étoile)
(c) le tissu conjonctif lâche du mésentère (marquées pour l’élastine) montrant les fibres de
collagène et élastiques (d) le tissu conjonctif dense de la peau (marquage du collagène par
hémalun-eosine)
Tirée de Even-Ram S, Curr opin cell biol, 2005
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2.3.1 La densité et la rigidité 
 La densité 
In vivo, les tissus interstitiels sont extrêmement variés en terme de porosité, ou de texture de 
fibres de collagène (figure 33). Il a été démontré que la migration est optimale si la taille du 
pore dans lequel la cellule va s’infiltrer est de la même taille ou légèrement plus resserré que 
le diamètre de la cellule (Friedl and Wolf, 2009). Si le pore est plus gros, le manque 
d’interaction cellule/MEC ralentit la migration jusqu’à ce que la cellule trouve au moins une 
fibre le long de laquelle elle peut évoluer (Doyle et al., 2009). 
Le concept émergeant actuellement est qu’en réponse à un confinement, les cellules 
s’allongent pour réduire leur diamètre cellulaire et éventuellement utilisent leurs protéases 
pour élargir les pores de la matrice, tandis qu’au sein d’une matrice avec des pores plus 
larges, elles adoptent un phénotype arrondi et se faufilent par déformation du corps cellulaire. 
(Friedl and Wolf, 2009). Cependant ce concept n’est valide que si on observe les mêmes 
cellules dans les deux contextes environnementaux. C’est effectivement ce qu’ont remarqué 
les équipes de Christophe Marshall et d’Erik Sahai où la même lignée tumorale adopte un 
phénotype plutôt mésenchymal au sein d’une tumeur tandis que, dans l’environnement autour 
de cette même tumeur, les cellules évoluent préférentiellement selon un phénotype amiboide 
(Pinner and Sahai, 2008b; Sanz-Moreno et al., 2008). Cependant la comparaison peut être 
criticable dans le sens où les deux environnements ne sont pas comparables, l’un étant 
composé essentiellement de cellules et l’autre de MEC. Ces mêmes équipes ont par ailleurs 
montré qu’au sein de la même matrice reconstituée in vitro (Matrigel™), certaines cellules 
tumorales évoluaient selon un mode amiboide tandis que d’autres selon un mode 
mésenchymal (Sahai and Marshall, 2003), montrant ainsi que la matrice seule n’est pas 
prédictrice du mode migratoire des cellules et que les capacités intrinsèques de la cellule à se 
déformer et/ou à dégrader sont également importantes.  
 
 La rigidité 
La rigidité du substrat dépend du contenu en collagène, de la présence de ponts covalents, 
de l’épaisseur des fibres… Cela définit la stabilité et la déformabilité (élasticité) de la 
matrice.  
La plupart des études sur l’impact de la rigidité sur la migration des cellules ont été menées en 
2D : par exemple sur les neutrophiles, plus le substrat est rigide, plus les neutrophiles adhèrent 
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et plus leur migration est ralentie (Oakes et al., 2009; Stroka and Aranda-Espinoza, 2009). De 
plus les macrophages alvéolaires s’étalent de plus en plus à mesure que le substrat se 
rigidifie (passage d’une mono-couche de cellules épithéliales à du verre) (Fereol et al., 2006) 
et ceci s’accompagne par la rigidification du cytosquelette d’actine (Fereol et al., 2008).  
Les cellules sont capables de détecter la rigidité de la matrice via leur récepteurs intégrines 
qui transmettent alors l’information au cytosquelette d’actine afin de moduler la tension 
cellulaire (Revues : (Berrier and Yamada, 2007; Moore et al., 2010)). Ainsi si la rigidité 
augmente, cela favorise la formation de protrusions et d’adhérences tandis que si la matrice 
est souple, elle favorise un phénotype arrondi (Friedl and Wolf, 2009). Dans la même idée, il 
a été montré dans un modèle 3D in vitro, que si la rigidité de la matrice (mélange de collagène 
I et de Matrigel™) était augmentée à un niveau comparable de celui rencontré dans 
l’environnement d’une tumeur mammaire (il y a un facteur x6 entre le tissu d’une glande 
mammaire saine et le stroma lié à une tumeur mammaire), il y avait induction de la croissance 
tumorale, du clustering d’intégrines, de la formation d’adhérences focales et de la contractilité 
via le chemin Rho/ROCK (Paszek et al., 2005). Ainsi les auteurs proposent que la rigidité de 
la matrice déclenche la formation d’adhérences focales (rôle de mécano-senseurs des 
intégrines) ce qui augmente la tension du cytosquelette via Rho/ROCK. Le chemin 
Rho/ROCK activerait la signalisation Erk qui régule la prolifération cellulaire. De plus, 
l’augmentation de la contractilité cellulaire favorise l’accroissement de la rigidité du 
substrat. Ainsi cette boucle autocrine favoriserait la croissance tumorale (Huang and Ingber, 
2005). 
En 2D, si elles ont le choix, les cellules ont tendance à migrer vers le substrat de plus forte 
rigidité ou plus riche en ligands (Lo et al., 2000). C’est le phénomène de durotactisme. En 
revanche en 3D, lorsque la migration est observée en faisant varier la concentration en ligands 
intégrés à la matrice et la densité de cette matrice (Matrigel™), la migration optimale 
n’apparaît pas aux concentrations les plus élevées en ligands ni dans les matrices les plus 
denses mais à des valeurs intermédiaires de ces paramètres (Zaman et al., 2006). Cependant 
cette étude reposant sur la mesure de vitesse dans les différentes conditions testées ne permet 
pas de conclure si le durotactisme observé en 2D s’applique en 3D. In vivo, dans les biopsies 
de cancer du sein, la densité de collagène I est accrue, elle s’accompagne de la présence de 
foci fibrotiques et est corrélée avec le risque métastatique (Levental et al., 2009). De plus, il a 
été montré que la présence de cette densité accrue de collagène promeut l’apparition 
d’adhérences focales (invadopodes) et l’invasivité des cellules tumorales in vivo dans un 
Figure 34: Illustration du ré-arrangement de la MEC par les cellules tumorales
mésenchymales
Dans la glande mammaire, le collagène entoure les cellules épithéliales (bleu). Dans le cas
d’une tumeur, les cellules transformées (rouge) réorientent le collagène perpendiculairement à
la glande pour faciliter leur sortie.
Tirée de Petrie RJ, Nat Rev Mol Cell Biol, 2009
58
modèle de cancer mammaire (Levental et al., 2009)et in vitro en 2D (Parekh and Weaver, 
2009)où la dégradation des invadopodes est également accrue.  
Nous avons déjà vu que la présence de ponts covalents dans le collagène influencait 
grandement le mode migratoire de cellules tumorales en 3D in vitro, les faisant passer d’un 
mode indépendant de MT1-MMP dans du collagène dénaturé à un mode dépendant 
entièrement de cette protéase dans le cas du collagène natif (figure 31) (Sabeh et al., 2009). 
Ainsi à nouveau les capacités intrinsèques de la cellule sont à considérer en parallèle des 
paramètres environnementaux (ici capacité à compenser l’inhibition de la protéolyse dans une 
matrice très rigide).  
D’autre part, en plus des liaisons covalentes, la concentration de la matrice impacte sa 
rigidité : dans les modèles in vitro couramment utilisés pour mimer la migration 3D, la 
concentration de collagène utilisée ne dépasse pas les 5mg/mL alors qu’in vivo, un épiderme 
contient à peu près 70% de collagène de type I soit environ 140mg/mL en poids humide. 
Ainsi, les conditions in vitro ne miment pas parfaitement les conditions in vivo (Even-Ram 
and Yamada, 2005). 
Ainsi, même s’ils manquent encore des données 3D, il apparaît que la rigidité du substrat 
influence la migration des cellules en 3D.  
 
2.3.2 L’architecture : agencement/orientation des fibres 
Les tissus conjonctifs in vivo présentent tout une gamme d’architecture pouvant aller de 
régions organisées de manière aléatoire vers des régions aux structures bien alignées (Friedl 
and Wolf, 2009). Lors de leur migration in vitro, les cellules tumorales mésenchymales ont 
tendance à réaligner les fibres de collagène le long de leur passage pour faciliter leur 
migration et possiblement celle d’autres cellules derrière elles (revue(Friedl and Wolf, 2009)). 
In vivo, il a été observé que le collagène entourant les glandes mammaires se retrouve orienté 
perpendiculairement lors de la présence de cellules tumorales, suggérant le tracé d’un 
« chemin de sortie » de la tumeur (figure 34). De plus, lorsque ces deux situations sont 
reconstituées dans un modèle in vitro, l’invasion des cellules tumorales mésenchymales 
MDA-MB-231 n’est permise que lorsque les fibres de collagène sont alignées 
perpendiculairement à la tumeur (Provenzano et al., 2008). Ce phénomène de réagencement 
pourrait donc participer à l’invasion (en servant de guide aux cellules) et à la directionnalité 
du mouvement (Petrie et al., 2009). Dans cette idée, par microscopie intravitale, il a 
 
59
également été observé que les cellules tumorales amiboides invasives et les cellules hôtes 
(présumées des macrophages) utilisaient les fibres de collagène pour migrer rapidement 
((Sidani et al., 2006)et figure 25). Ainsi il apparait que les cellules, quel que soit leur mode 
migratoire, utilisent les fibres de la matrice extracellulaire pour se guider dans leur migration. 
Si pour les cellules mésenchymales, cela requiert un ré-arrangement ; les cellules amiboides 
se contentent de suivre un chemin « pré-tracé ». 
Le processus de ré-arrangement est dépendant du chemin métabolique Rho/ROCK. En effet, 
la contractilité médiée par Rho/ROCK apparait nécessaire aux cellules tumorales 
mésenchymales pour réaligner les fibres de collagène et permettre la migration (Petrie et al., 
2009; Provenzano et al., 2008). Ainsi ce chemin métabolique décrit essentiel uniquement pour 
les cellules migrant selon le mode amiboide peut, en fonction de l’architecture de la matrice, 
s’avérer également important pour la migration selon le mode mésenchymal. 
 
2.3.3 La composition 
Dans les modèles de matrices 3D les plus couramment utilisés, le composant principal est le 
collagène I et généralement il est utilisé seul. Or in vivo, si le collagène de type I est 
effectivement le constituant majeur des tissus, d’autres molécules sont présentes. En effet, le 
tissu interstitiel est composé d’un réseau de fibres de collagène de type I (glycoprotéine) et 
d’élastine responsables de la structure et de son élasticité et auxquelles sont liées non 
covalemment des glycoprotéines telles que la fibronectine, ou encore des protéoglycanes.  
La lame basale (mimée in vitro par le Matrigel™) est, elle, constituée essentiellement d’un 
réseau de collagène de type IV, de la glycoprotéine laminine et du perlecan (protéoglycane) et 
contient beaucoup de facteurs de croissance.  
Dans les tissus interstitiels, c’est essentiellement au collagène et à la fibronectine que 
s’accrochent les cellules. De plus, ces protéines de la matrice extracellulaire peuvent lier des 
facteurs de croissance, réguler leur distribution et leur présentation aux cellules et ainsi 
influencer le mode migratoire (Hynes, 2009), notamment via un « cross-talk » entre facteurs 
de croissance et intégrines (Alam et al., 2007). 
Les liaisons matrice/cellules sont essentiellement médiées par les intégrines présentes en 
surface des cellules. Il est fort probable que selon le type cellulaire et selon l’environnement 
dans lequel elle se trouve, il y ait activation de tel ou tel récepteur intégrine (on sait par 
exemple que la fibronectine lie préférentiellement la famille des β1-intégrines tandis que la 
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vitronectine lie préférentiellement αvβ3 et αvβ5) et donc activation de signaux cellulaires 
différents. De plus, dans de nombreuses maladies incluant le cancer et notamment le 
processus métastatique, les niveaux d’expression de certaines intégrines sont altérés (revue : 
(Berrier and Yamada, 2007)). En effet, dans le cas du cancer, la composition matricielle du 
stroma autour d’une tumeur est clairement différente à un tissu sain: il y a augmentation de la 
concentration de collagène (Levental et al., 2009), accumulation de facteurs de croissance 
sécrétés par les fibroblastes et les cellules immunitaires présentes (Pollard, 2004)et sécrétion 
de protéines matricielles (laminine, fibronectine) par les fibroblastes (Olsen et al., 2010). 
Cette modification de composition favorise la croissance tumorale.   
Ainsi la composition de la MEC et les interactions cellule/matrice qui en découlent jouent un 
rôle clé dans la migration cellulaire. 
 
La migration cellulaire en 3D doit donc être vue comme le résultat d’une équation multi-
paramétrique. Les paramètres intrinsèques de la cellule (capacité à se déformer, à 
dégrader, niveau d’expression de proteines…) sont aussi déterminants que les 
paramètres physiques (rigidité, architecture…) et biochimiques (composition et 
cellularité de la MEC) environnementaux  dans le mode migratoire résultant. Chaque 
paramètre peut être étudié individuellement mais placé dans un contexte 
environnement/cellule donné, chacune de ses variations est susceptible de générer un 
mode migratoire différent, car la modification d’un seul paramètre peut entrainer la 
modification (non souhaitée) d’un autre paramètre (Friedl and Wolf, 2009). 
 
2.4 La migration 3D des leucocytes.  
Les modes migratoires décrits précédemment sont généralistes, issus de données obtenues 
essentiellement dans des cellules tumorales. Nous avons ainsi vu que les cellules tumorales 
présentent une remarquable plasticité leur permettant de changer de mode migratoire à façon. 
Par ailleurs la capacité des leucocytes à migrer à travers presque tous les types de tissus pour 
exercer leur fonction physiologique laisse à penser qu’ils possèdent également cette plasticité 
et que finalement cette remarquable capacité n’est pas spécifique de cellules cancéreuses 
(Madsen and Sahai, 2010; Sanz-Moreno and Marshall, 2010). 
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Le dogme encore admis à ce jour est que tous les leucocytes migrent selon un mode amiboide 
au sein des tissus interstitiels grâce à leur grande déformabilité et de très faibles adhérences au 
substrat tout en préservant l’intégrité de la matrice (absence de protéolyse). Ils sont capables 
de migrer à des vitesses jusque 100 fois supérieures à celles des fibroblastes, les archétypes de 
cellules mésenchymales (Friedl, 2004; Friedl and Weigelin, 2008; Lammermann et al., 2008). 
Qu’en est-il réellement ? 
 
 Les neutrophiles en 3D 
Beaucoup d’études concernant la migration des neutrophiles concernent la diapédèse. Aussi, 
peu de données sont disponibles sur le comportement des neutrophiles au sein de matrices 3D.  
Il a été observé que les neutrophiles humains migrent par extension de pseudopodes dans les 
trous d’une matrice 3D (matrice amniotique) et constriction du corps cellulaire (Mandeville et 
al., 1997). De plus, les auteurs ont observé que les neutrophiles semblaient suivre les fibres de 
cette matrice. Ils montrent enfin, via l’utilisation d’inhibiteurs, que le déplacement est 
indépendant de la dégradation extracellulaire. En revanche ils mentionnent l’ingestion de 
matrice. D’autre part, au sein d’une matrice de collagène fibreuse, les neutrophiles humains 
sont également insensibles aux inhibiteurs de protéases (Sabeh et al., 2009). In vivo, 
l’inhibition de MMP-8, semble cependant atténuer le recrutement des neutrophiles au site 
inflammatoire (Gutierrez-Fernandez et al., 2007; Lin et al., 2008). Mais dans ces deux 
dernières études, les auteurs concluent que la MMP-8 des neutrophiles clive la MEC pour 
générer des facteurs chimiotactiques et non pour faciliter la migration des cellules dans la 
matrice. La migration in vivo des neutrophiles serait dépendante des β1-intégrines mais pas 
des β2-intégrines (Werr et al., 1998).  
Une étude récente s’est focalisée sur le chimio-tactisme des monocytes et neutrophiles in vivo. 
En utilisant une technique de micro-injection de facteurs attractants (cytokines et bactéries) 
dans le tissu interstitiel à 25-50µm d’une veinule, les auteurs montrent que les neutrophiles 
s’extravasent dans les 60 minutes après la micro-injection, migrent dans le tissu interstitiel de 
façon polarisée et directionnelle vers la source de chimioattractant et ce, sous la dépendance 
de ROCK (en présence d’un inhibiteur, la migration est quasi-abolie). Dans cette étude, les 
neutrophiles atteignent une vitesse de 25µm/min (Khandoga et al., 2009). 
Les mécanismes évoqués ci dessus semblent donc être en faveur d’une migration amiboide. 
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 Les lymphocytes T en 3D 
P. Friedl et coll. décrivent la présence d’un petit leading edge et d’un uropode lors de la 
migration de lymphocyte T au sein d’une matrice de collagène fibreux, in vitro. Cette 
migration est indépendante des β1, β2, β7 et αv intégrines et du remodelage protéases-
dépendant de la matrice. Mais elle se fait toujours avec une interaction physique avec les 
fibres de collagène (Friedl et al., 1998a; Friedl et al., 1998b; Wolf et al., 2003b). Une autre 
étude a confirmé l’indépendance in vitro vis à vis des MMPs dans une matrice de collagène 
fibreuse (Sabeh et al., 2009).  
Dans un modèle de micro-tunnels reconstituant le confinement que peuvent rencontrer les 
lymphocytes T au cours de leur migration in vivo, il a été montré, sur des cellules murines, 
que la migration est optimale lorsque les lymphocytes réalisent de multiples mais faibles 
attachements et transitoires à son environnement via ses intégrines. Cette migration est 
dépendante de l’activité de la myosine IIa (Jacobelli et al., 2010). En 2D, la force de 
contractilité générée via la myosine IIa permet d’optimiser la migration lorsque le substrat 
n’est pas ou peu adhésif. En revanche la migration est plus lente lorsque le substrat est adhésif 
et requiert l’engagement des intégrines (Jacobelli et al., 2009). Ainsi ces résultats suggèrent 
que les lymphocytes T sont capables d’adapter leur mode migratoire à leur environnement. 
Cependant les mêmes auteurs montrent in vivo que les lymphocytes T déficients pour la 
myosine IIa présentent une adhérence anormale au niveau des vaisseaux et une migration 
diminuée dans les noeuds lymphatiques. Ces résultats suggèrent que la migration des 
lymphocytes T in vivo se fait préférentiellement selon un mode amiboide, dépendant de la 
myosineII. 
Concernant la dépendance vis à vis des protéases, peu d’études in vivo ou en 3D ont été 
menées. Il a été rapporté, dans des souris MMP3-/-, un retard de l’infiltration des lymphocytes 
T au niveau de la muqueuse intestinale en réponse à une infection par la bactérie Citrobacter 
rodentium (Li et al., 2004). 
Ainsi, le mode migratoire des lymphocytes T n’est clairement pas élucidé et demande d’autres 
études afin de conclure. 





 Les cellules dendritiques en 3D 
P. Friedl et coll. observent plusieurs petits pseudopodes à l’avant de la cellule et un uropode 
lorsque les cellules dendritiques (DC) humaines matures migrent au sein d’une matrice de 
collagène fibreuse (Friedl et al., 1998b). Ils montrent également que cette migration est 
indépendante de la dégradation matricielle par un cocktail d’inhibiteurs de protéases incluant 
les MMPs (Wolf et al., 2003b). 
In vivo également, la migration des DCs matures vers les noeuds lymphatiques est basée sur la 
formation de multiples dendrites liées à la polymérisation de l’actine et sur la contraction de 
l’uropode médiée par la myosineII afin de propulser le noyau vers l’avant. L’afflux d’actine 
est suffisant pour la migration dans une matrice présentant de larges pores, la contractilité 
n’étant nécessaire que pour le passage via des pores très étroits (Lammermann et al., 2008). 
Cet article montre également que la migration interstitielle des DCs est totalement 
indépendante des intégrines.  
Via l’utilisation d’un modèle de micro-tunnel pour mimer le confinement rencontré par les 
DCs in vivo, il a également été montré que le déplacement de DCs matures murines (induction 
au LPS sur des cellules immatures dérivées de moelle osseuse) était biphasique : des phases 
de mouvement (avec l’extension de pseudopodes) alternaient avec des phases statiques. Les 
auteurs montrent que ce processus repose sur l’assymétrie de la myosine II au sein de la 
cellule : à l’arrière de la cellule, la myosine II permet la motilité via son rôle de contraction 
tandis qu’à l’avant, pendant les phases statiques, la myosine II joue un rôle dans 
l’apprêtement des molécules CMH-antigène (Faure-Andre et al., 2008). Ces résultats 
montrent un nouveau rôle de la myosine II dans la présentation de l’antigène des DCs et 
confirment son rôle clé au cours de la migration des cellules dendritiques. 
Ainsi toutes ces données seraient en faveur d’un mode amiboide de migration. 
Cependant, la migration des cellules dendritiques serait dépendante de la dégradation par les 
protéases de la matrice extra-cellulaire. En effet, lors de leur maturation, il y a up-régulation 
de l’expression de MMP-2 et MMP-9 (Ratzinger et al., 2002). De plus le traitement avec un 
inhibiteur spécifique de MMP-9 des DCs matures réduit de moitié leur migration jusqu’aux 
noeuds lymphatiques in vivo (Yen et al., 2008). Un résultat similaire est obtenu lorsque des 
cellules de Langerhans sont traitées avec un inhibiteur large des MMPs : les cellules ne 
quittent plus l’épiderme suite à une inflammation dans le derme sous jacent (Ratzinger et al., 
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2002). Toutefois, dans cette dernière étude, on ne peut exclure que la nécessité des protéases 
soit uniquement liée au passage de la membrane basale présente entre l’épiderme et le derme. 
La migration des DCs est également dépendante de l’état de maturation des cellules. En effet, 
il a été montré que la migration de cellules dendritiques immatures isolées de la rate ou de la 
peau (cellules de Langerhans) sont capables de migrer dans une matrice de collagène fibreux 
et que la migration augmente lorsque les cellules sont maturées à l’IFNγ (Gunzer et al., 2000). 
Ces cellules migrent en moyenne à une vitesse de 10µm/min (Friedl and Weigelin, 2008). 
Ainsi le mode migratoire des cellules dendritiques demande lui aussi d’autres investigations. 
 
 Les monocytes et les macrophages en 3D 
Dans leur modèle in vitro de matrice de collagène fibrillaire, P. Friedl et coll. ont montré que 
la migration de la lignée monocytaire U937 était indépendante de l’action d’un cocktail large 
d’inhibiteurs de protéases (Friedl et al., 1998b). L’indépendance in vitro vis à vis des MMPs 
dans une matrice de collagène fibreuse  a été reproduite avec des monocytes humains (Sabeh 
et al., 2009). D’autre part, comme mentionnée précédemment dans le paragraphe consacré 
aux neutrophiles, une étude récente s’est focalisée sur le chimio-tactisme des monocytes et 
neutrophiles in vivo. Via leur technique de micro-injection de facteurs attractants, les auteurs 
montrent que les monocytes migrent plus tardivement que les neutrophiles vers la source de 
chimio-attractant et un peu plus lentement ce qui est cohérent avec la cascade de trans-
migration lors d’une inflammation où les neutrophiles sont recrutés en premier et attirent 
ensuite les monocytes. En revanche, ils montrent que, tout comme les neutrophiles, la 
migration interstitielle est sous dépendance de ROCK. Les monocytes atteignent une vitesse 
20µm/min (Khandoga et al., 2009). 
Ces données suggèrent que les monocytes migrent selon un mode amiboide. 
Si on commence à bien connaitre l’origine et le devenir des différentes sous catégories de 
monocytes (voir paragraphe « I-1.1 Les macrophages »), il est encore difficile de savoir où 
exactement la différenciation en macrophages se produit (Yona and Jung, 2010) et si cela 
influe sur le mode migratoire. 
Très peu de données sont disponibles sur la migration des macrophages. 
Il a été montré que la différenciation in vitro (en 2D) de monocytes humains en macrophages  
induisait une up-régulation des intégrines β1 et β2 (Ammon et al., 2000). De plus, d’après les 
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données de transcription publiées récemment (Liu et al., 2008) et mises à disposition sur la 
base de données « Gene Expression Omnibus » 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/GDSbrowser?acc=GDS3203), la différenciation de 
monocytes humains en macrophages induit l’augmentation progressive de l’expression de 
MMP-9, MMP-2 et dans une moindre mesure celle de MMP-14. Selon P. Friedl, la 
différenciation des monocytes en macrophages serait même un exemple physiologique de la 
transition Amiboide-Mésenchymal (Friedl, 2004). 
Cependant leur mode migratoire suscite encore beaucoup d’interrogations. En effet plusieurs 
études réalisées sur des souris déficientes pour certaines MMP divergent quant à l’effet de ces 
protéases dans la migration des macrophages (Deguchi et al., 2005; Gong et al., 2008; 
Sakamoto and Seiki, 2009; Schneider et al., 2008). De plus, la migration des macrophages in 
vivo durant le développement embryonnaire semble MMP-dépendant chez la grenouille 
(Tomlinson et al., 2008) et le poisson-zèbre (Zhang et al., 2008). Ainsi, il est pour l’instant 
très difficile de conclure quant aux rôles des protéases dans la migration des macrophages. 
 
Le mode migratoire des leucocytes est encore loin d’être élucidé et il apparait que leur 
description en tant que cellules migrant exclusivement selon le mode amiboide est trop 
restrictive. La suite du paragraphe est consacrée aux possibles implications des intégrines et 
protéases dans la migration 3D des leucocytes. 
 
 Rôle des intégrines dans la migration 3D 
Nous savons déjà que les intégrines β2 jouent un rôle crucial lors du crawling des leucocytes 
avant l’extravasation (voir paragraphe « III-1.2.1 Le crawling »). D’autre part, les intégrines 
β1 des neutrophiles seraient exprimées au cours de leur diapédèse et leur blocage diminue de 
60% la vitesse de migration des neutrophiles dans le milieu extra-vasculaire in vivo (Werr et 
al., 1998). De même, les monocytes sont également rapidement recrutés sur le lieu de 
l’inflammation et up-régulent leurs β1 et β2 intégrines en devenant macrophages (Ammon et 
al., 2000). Ces données suggèrent que les intégrines interviennent lors de la migration 3D. 
Lors d’un problème immunitaire, les leucocytes sont capables de freiner leur migration et de 
s’arrêter pour remplir leurs fonctions de phagocytose, d’activation (sécrétion de cytokines) ou 
de relarguage de facteurs cytotoxiques envers un agent pathogène. Ce mécanisme est appelé 
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le positionnement. Ce processus, dépassant le cadre de mon étude, ne sera pas détaillé. Il a été 
résumé dans une revue récente (Friedl and Weigelin, 2008). Brièvement, le mouvement du 
leucocyte peut alors être décomposé en 3 phases : un déplacement rapide (5-25 µm/min) puis 
un ralentissement (2-5 µm/min) et enfin le positionnement à l’endroit ciblé (une cellule ou 
une structure matricielle) grâce à la mise en place d’adhérences riches en intégrines appelées 
synapses immunologiques chez les lymphocytes. Ces différentes phases de mouvement ont 
été observées lors de la présentation d’antigène par une cellule dendritique à un lymphocyte T 
dans les noeuds lymphatiques in vivo (Hugues et al., 2004; Shakhar et al., 2005 )ou lors de la 
sécrétion de cytokines dans la jonction cellule/cellule entre un lymphocyte T « helper » et un 
lymphocyte B (Huse et al., 2006). L’arrêt de la migration peut durer de quelques minutes à 
plusieurs heures avant que la cellule reprenne sa migration vers une autre destination.  
T. Lämmerman et coll. ont montré in vivo que l’ablation chez la souris de toutes les intégrines 
ou de la taline (qui  active les intégrines) ne modifiait ni la capacité des cellules dentritiques 
matures à migrer depuis les tissus intersititiels vers les nœuds lymphatiques pour y jouer leur 
rôle de cellules présentatrices d’antigène ni leur déplacement au sein du nœud.  Ainsi dans les 
deux environnements différents que sont les tissus interstitiels (riche en collagène fibrillaire) 
et le nodule lymphatique constitué quasi exclusivement de cellules stromales et de 
lymphocyes T), les intégrines ne sont pas requises au déplacement. En revanche, 
l’extravasation des granulocytes vers le derme enflammé ainsi que l’adhérence et la migration 
2D ex vivo des cellules dentritiques sont drastiquement abolies (Lammermann et al., 2008). 
L’adhérence médiée par les intégrines ne serait donc nécessaire que pour la diapédèse des 
cellules dendritiques et non pour leur migration interstitielle. L’absence de défaut de motilité 
au sein du nodule lymphatique est intriguant en regard du phénomène de positionnement lors 
de la présentation d’antigène. En effet, lors de ce processus, il y aurait une interaction stable 
entre les cellules dendritiques et les lymphocytes T, qui est associée à l’arrêt de la migration. 
Cependant, dans le modèle de T. Lämmerman et coll., les cellules dendritiques sont maturées 
ex vivo et ne sont donc peut être pas efficaces en terme de présentation d’antigène. D’autre 
part, il est possible que l’absence d’intégrines soit compensée par d’autres molécules 
d’adhérence.  
En effet, si les intégrines représentent les molécules prépondérantes de liaison des cellules à 
leur substrat, il existe d’autres molécules pouvant intervenir dans le processus d’adhérence 
telles que CD44, les syndecans  et les récepteurs tyrosine kinase à domaine discoidine 
(DDRs). Ces récepteurs sont capables de lier des ligands de la matrice extracellulaire et de 
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générer des signaux intracellulaires. Il est donc nécessaire d’évaluer leur rôle, notamment au 
cours de la migration intégrine-indépendante (Schmidt and Friedl, 2010). 
 
D’autre part, dans des conditions normales, certaines cellules sont dites résidentielles (certains 
macrophages et cellules dendritiques). Les mécanismes de leur rétention dans le tissu ne sont 
pas connus (Friedl and Weigelin, 2008) mais on peut penser qu’elle requière des adhérences 
médiées par les intégrines. En effet, il a été montré, in vitro, que des lymphocytes T 
s’intègrent au sein des épithéliums via l’interaction de αEβ7 avec la cadhérine E des cellules 
épithéliales (Cepek et al., 1994). 
 
Ainsi ces données suggèrent que les intégrines pourraient être impliquées dans le 
positionnement des leucocytes (adhérence cellule/cellule ou cellule/matrice pour stopper les 
leucocytes et leur permettre de mettre en place leurs fonctions immunitaires) et donc pour 
permettre l’arrêt de la migration. Elles pourraient également être impliquées dans le processus 
de rétention au sein des tissus. 
 
 Rôle des protéases dans la migration 3D 
Les phagocytes possèdent tout un arsenal de protéases dont la sécrétion peut induire le 
remodelage de la matrice extracellulaire. Il a été montré que les neutrophiles sécrètent 
l’élastase in vivo afin de faciliter leur migration à travers la membrane basale (Ley et al., 
2007; Voisin et al., 2009). De plus, les macrophages et les cellules dendritiques possèdent des 
structures de dégradation particulières, les podosomes, qui seront détaillées dans le chapitre 
IV-1 de cette introduction. Si ces arguments concernent la migration 2D, il paraît 
difficilement concevable que ces capacités dégradatives soient abolies lorsque la cellule migre 
dans un environnement tri-dimensionnel. D’un autre côté la protéolyse de la matrice extra-
cellulaire au cours de la migration implique sa réparation ultérieure afin de maintenir 
l’homéostasie tissulaire ce qui peut représenter un frein à ce concept. 
Il est admis que les tissus humains ou murins sont très hétérogènes, la porosité pouvant 
descendre de 3-6µm (régions fibrillaires lâches) à moins de 1µm (tissu conjonctif dense) 
(Friedl and Weigelin, 2008). Les leucocytes choisissent les régions de moindre résistance 
pour migrer (les neutrophiles peuvent d’ailleurs se déformer jusqu’à des constrictions de 
Figure 35 : Phénotype de différentes cellules en fonction de leur environnement.
Sections confocales de ces cellules en 2D sur verre et en 3D au sein d’une matrice composite
de Matrigel/collagèneI. Les cellules A375 s’arrondissent énormément, les A431 forment en 3D
de nombreux filipodes absents en 2D et les fibroblastes sont toujours étirés mais avec de
multiples petites protrusions.









1µm), mais le passage obligé via un tissu très dense soulève la question du mécanisme mis en 
place par la cellule pour traverser cet obstacle. Il est donc probable que des mécanismes 
protéolytiques et non-protéolytiques se complémentent.  
 
3. Migration 2D versus 3D  
A l’issue de ces deux paragraphes, l’un concernant la migration 2D et l’autre la migration 3D, 
je souhaite résumer les principales différences entre ces deux processus. 
3.1 Des phénotypes différents 
Il a été clairement montré que les mêmes cellules placées sur une surface plane ou au sein 
d’une matrice épaisse peuvent prendre un phénotype totalement différent lors de leur 
déplacement /migration (Berrier and Yamada, 2007; Friedl et al., 1998b; Hooper et al., 2006; 
Sahai and Marshall, 2003)(figure 35). Par exemple, sur une matrice épaisse (Matrigel™ 3D) 
les cellules tumorales LS174T et A375m2 sont très arrondies alors que sur la même matrice 
en 2D, elles sont très étirées (Sahai and Marshall, 2003). De même, des fibroblastes s’étalent 
en formant un large lamellipode sur une matrice 2D alors qu’au sein d’une matrice 3D, ces 
cellules présentent un phénotype allongé en forme d’épingle et dépourvu de lamellipode 
(Berrier and Yamada, 2007). Enfin, des fibroblastes migrent deux fois plus au travers d’une 
membrane de polycarbonate recouverte de Matrigel™  qu’au travers de cette même matrice 
en 3D (Hooper et al., 2006).  
La présence d’une surface dure (verre ou membrane de polycarbonate) sous une matrice fine 
2D influence probablement la migration des cellules selon un phénomène de duro-tactisme, il 
reste donc très clair que la migration 2D diffère et ne peut pas être prédictive de la migration 
3D. 
 
3.2 Des mécanismes différents. 
Une caractéristique majeure de la migration en 2D est l’attachement unilatéral de la cellule à 
son substrat (Friedl and Weigelin, 2008; Friedl et al., 1998b; Lammermann and Sixt, 2009). 
Que cet attachement soit faible ou fort, la cellule nécessite cet accrochage pour maintenir un 
contact. Cet attachement peut être particulièrement puissant, comme nous l’avons vu dans le 
paragraphe III.1., dans le cas du crawling des leucocytes ou de très faible amplitude comme 
cela a été observé chez les lymphocytes T qui parviennent à se déplacer de manière 
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directionnelle sur une surface sans ligands par attachements séquentiels et furtifs leur 
permettant un mouvement rapide (Jacobelli et al., 2009). En revanche, il est maintenant 
clairement démontré que la migration 3D peut se produire sans attachement par les intégrines 
de la cellule à la matrice extra-cellulaire. En 1998, P. Friedl et coll. avaient montré que le 
blocage des intégrines via des anticorps ne modifiait pas la vitesse de migration des 
lymphocytes T (Friedl et al., 1998a). Une preuve indéniable a ensuite été fournie par T. 
Lämmermann et coll. en 2008 qui montrent que l’ablation de toutes les intégrines chez la 
souris n’empêche nullement les cellules dendritiques de migrer in vivo et en 3D dans une 
matrice de collagène. En revanche, elles sont effectivement incapables de migrer en 2D et les 
leucocytes de ces mêmes souris sont incapables de s’extravaser du sang vers un site inflammé 
(Lammermann et al., 2008) ; démontrant ainsi à nouveau que le processus de diapédèse 
requiert les mécanismes de la migration en 2D.  
 
3.3 Des localisations différentes 
Certains types cellulaires ne sont capables que d’évoluer dans un environnement donné pour y 
effectuer une fonction donnée. C’est le cas par exemple des cellules épithéliales qui ne 
peuvent se mouvoir qu’en 2D, le long de la membrane basale pour y effectuer une ré-
épithélisation lors de la réparation d’une blessure. Sont également considérés comme surfaces 
2D, la membrane de la cavité pleurale et le péritoine (Friedl and Weigelin, 2008), ou encore le 
déplacement des lymphocytes T sur les cellules présentatrices d’antigène lors du scan de leur 
surface (Friedl et al., 1998b). D’autre part, nous avons vu que le crawling et la diapédèse 
faisaient intervenir les mécanismes de la migration 2D. En revanche, une fois la barrière 
endothéliale et la membrane basale traversées, les leucocytes se retrouvent uniquement dans 
un environnement tridimensionnel dont la nature, l’architecture, la densité, l’homogénéité 






Figure 36: Organisation du podosome
Schéma en coupe perpendiculaire au substrat
Les intégrines permettent l’attachement de la cellule à son support, la paxilline supporte un
complexe composé de Src, FAK, la gelsoline et la PI3kinase. Ce complexe est relié à l’actine-F
du cœur via la taline, la vinculine et l’α-actinine. Au cœur, l’actine-F est nuclée à la membrane
par un complexe cdc42-WASp-Arp2/3. Les filaments sont liées entre eux par la cortactine et la
fibrine. Les MMPs seraient sécrétées au niveau d’une invagination riche en dynamine.






IV. Les invadosomes 
 
Pour aller plus loin dans l’étude de la migration, cette partie concerne les invadosomes, 
structures d’adhérence et de dégradation essentiellement étudiées en 2D et restreintes à 
quelques types cellulaires.   
Le terme invadosome regroupe les structures podosomes retrouvées chez les leucocytes 
essentiellement et les invadopodes des cellules tumorales invasives (Linder, 2009). Il s’agit de 
structures établissant un contact avec la MEC. Si les invadosomes sont constitués de protéines 
similiaires aux autres structures d’adhérence telles que les adhérences focales, ils s’en 
distinguent par leur fonction et leur organisation structurale. Les adhérences focales sont 
impliquées dans l’adhérence des cellules tandis qu’une des fonctions principales des 
invadosomes est de dégrader la matrice sur laquelle les cellules adhèrent (Linder and Kopp, 
2005). En revanche les invadosomes, comme les adhérences focales, semblent jouer un rôle 
de « mécano-senseurs » (Block et al., 2008; Collin et al., 2008). 
Les podosomes et les invadopodes ont beaucoup de points communs mais aussi quelques 
divergences qui seront détaillées dans le paragraphe dédié aux invadopodes.  
D’autre part, les podosomes sont retrouvés dans différents modèles cellulaires sous différentes 
organisations. Les particularités de chacun d’entre eux seront discutées. 
1. Les podosomes des leucocytes. 
1.1 Les podosomes de macrophages 
La structure des podosomes est désormais bien définie. Elle se compose d’un coeur d’actine 
filamenteuse (actine-F) associée à des protéines régulatrices de l’actine-F : la cortactine, 
Arp2/3, WASP, la gelsoline, des protéines phosphorylées et les β1intégrines. Ce coeur est 
entouré d’un anneau caractéristique composé de médiateurs d’adhérences: la paxilline, la 
vinculine, la taline, ainsi que les β2 intégrines (figure 36) (Calle et al., 2006; Linder and 
Kopp, 2005). 
 Formation des podosomes 
La formation des podosomes implique la polymérisation de l’actine-F médiée par la 
signalisation Cdc42-WASp-Arp2/3 (Linder et al., 1999). Elle dépend de l’activité des Src 
kinases (pour revue Linder and Aepfelbacher, 2003) et Hck colocalise au coeur d’actine-F des 
Figure 37: Modèle de formation des podosomes/invadopodes
(A) Les intégrines et d’autres récepteurs encore non identifiés se lient à la MEC ce qui induit
leur clustering dans une zone enrichie en PIP2 (B). Src est recrutée et phosphoryle la cortactine,
WASP, FAK et les régulateurs des petites GTPases. La cortactine et les protéines de la famille
WASP activent Arp2/3 et permettent alors la polymérisation de l’actine-F sous forme d’un
réseau branché (C). Les formines (mDia1) permettent ensuite l’élongation des filaments d’actine
en colonne. Les podosomes sont interconnectés via le réseau branché d’actine-F parallèle au
substrat (D)
Tirée de Albigès-Rizo C, J Cell Sci, 2009
Figure 38: Dynamique des podosomes dans un macrophage humain
L’actine est visualisée par l’expression de l’actineβ_mRFP dans les cellules vivantes. Les
podosomes ont été colorés en fonction de leur comportement au cours de l’expérience de
vidéomicroscopie. En périphérie de la cellule, les gros podosomes réalisent de la fission, pendant
que les petits sont rapidement dissous. Au centre les podosomes sont plus stables. Image de
microscopie confocale – échelle 10µm
Tirée de Kopp P, Mol Biol Cell 2006
Figure 39: Les trois niveaux d’organisation des podosomes dans les macrophages humains
A : un macrophage au repos sur verre avec des podosomes individuels répartis dans toute la cellule
B : un macrophage polarisé sur verre avec les podosomes concentrés au lamellipode
C : un macrophage sur verre formant des clusters de podosomes
D: un macrophage sur verre formant des rosettes de podosomes
Images de microscopie à fluorescence (actine-F en rouge, Vinculine en vert, DAPI en bleu)–







podosomes dans des macrophages au repos (Cougoule et al., 2005). Un modèle a récemment 
émergé sur la coordination et la dynamique de l’organisation coeur/anneau. Suite à 
l’engagement des intégrines avec la MEC, il y aurait recrutement de Src aux sites d’adhérence 
afin de phosphoryler plusieurs protéines telles la cortactine, WASP et les régulateurs des 
petites GTPases. La polymérisation de l’actine sous forme branchée serait permise par Cdc42-
WASp-Arp2/3 où la cortactine activerait Arp2/3. Les filaments d’actine seraient ensuite 
prolongés perpendiculairement au support en colonne via l’action des formines (Figure 37) 
(Albiges-Rizo et al., 2009). Il a par ailleurs été proposé dans l’équipe que les lysosomes 
participaient à la biogénèse des podosomes (Cougoule et al., 2005). 
 
 Dynamique  des podosomes 
Les podosomes sont des structures très dynamiques. Il a été montré qu’au leading edge d’une 
cellule en mouvement ou en périphérie d’une cellule au repos, les podosomes de macrophages 
sont assemblés soit de novo, soit par la fission d’un podosome précurseur en podosomes fils 
multipliant ainsi rapidement le nombre de sites d’adhérences (Figure 38) (Evans et al., 2003; 
Kopp et al., 2006). Concernant leur dynamique, il existe deux populations de podosomes. Les 
podosomes formés «  de novo » disparaissent en 1 minute (Evans et al., 2003) tandis que les 
podosomes présents au centre de la cellule sont beaucoup plus stables avec une durée de vie 
pouvant atteindre 20 minutes (Figure 38) (Kopp et al., 2006). De plus, il a été montré que la 
dynamique des podosomes est dépendante du réseau de microtubules. En effet chaque 
podosome est associé à au moins un microtubule et plusieurs podosomes peuvent être 
visualisés le long d’un même microtubule (Evans et al., 2003; Kopp et al., 2006). D’autre part 
la kinésine KIF1C est localisée aux extrémités plus des microtubules en association avec les 
podosomes et son activité régule la dynamique des podosomes (Kopp et al., 2006). 
Dans les macrophages, les podosomes présentent différents niveaux d’organisation. On peut 
distinguer les podosomes individuels, les « clusters » de podosomes et les rosettes de 
podosomes (Figure 39). Classiquement, dans un macrophage au repos, les podosomes sont 
sous forme individuelle et distribués de façon homogène sur toute la surface adhésive de la 
cellule. Dans les macrophages polarisés en cours de migration en 2D, ces podosomes se 
concentrent au front de migration (Figure 39 B). Les rosettes de podosomes sont 
généralement formées lorsque les macrophages sont activés ; par exemple sous l’action de M-
CSF (Yamaguchi et al., 2006), ou en réponse à une matrice particulière (Cougoule et al., 
2009). De plus, il a été montré dans l’équipe que l’expression de l’isoforme p61 
Figure 40: La capacité dégradative des macrophages humains quelle que soit leur
organisation
Cellules sur gélatine-FITC pendant pendant 20h
Les podosomes individuels ou organisés en rosettes dégradent la matrice
Les noyaux des cellules sont marqués au DAPI (bleu)
Images de microscopie à fluorescence – échelle 10µm
Données de l’équipe
Actine -F Gélatine-FITC Overlay
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constitutivement activée de Hck dans des macrophages humains primaires induisait le 
réarrangement des podosomes en clusters de podosomes (Cougoule et al., 2005). Ce rôle de 
Hck dans la réorganisation des podosomes a également été montré via l’utilisation d’autres 
modèles cellulaires (fibroblastes, ostéoclastes) (Poincloux et al., 2006).  
 
 Activité dégradative  des podosomes 
Les podosomes de macrophages ont une capacité dégradative de la matrice quelle que soit 
leur organisation (Figure 40). Plusieurs types de protéases peuvent être impliqués : les MMPs 
et les protéases lysosomales. Les MMPs et notamment MT1-MMP, ont été impliquées dans le 
processus de dégradation des podosomes en 2D de macrophages humains (Wiesner et al., 
2010) et murins (lignée RAW) (Nusblat et al., 2010). Dans l’équipe, il a été montré que les 
podosomes étaient le lieu de l’exocytose des lysosomes (Cougoule et al., 2005). En faisant 
partie intégrante des podosomes, les lysosomes pourraient ainsi déverser localement leur 
contenu en protéases pour permettre la dégradation de la MEC. Cette hypothèse a été 
soutenue récemment par un article montrant que des vésicules lysosomales fusionnaient avec 
les podosomes de fibroblastes transformés par v-src et que cela était corrélé avec la 
dégradation de la matrice médiée par la cathepsine B (Tu et al., 2008) Cependant, à ma 
connaissance, aucun article n’a démontré l’implication dans la dégradation de la MEC de 
protéases lysosomales macrophagiques. Seul un article récent attribue un rôle aux cathepsines 
B et S des macrophages associés aux tumeurs dans l’invasivité des cellules tumorales. Les 
auteurs montrent que ces enzymes délivrées par les macrophages sont nécessaires à la 
croissance tumorale, à l’angiogénèse et à l’invasion in vivo et évoquent alors la dégradation de 
la MEC via ces enzymes comme facteur responsable de l’invasivité accrue (Gocheva et al., 
2010). Cependant le lien avec les invadosomes n’a pas été établi.  
 
 Les podosomes en 3D ? 
L’ensemble des données sur les podosomes de macrophages a été obtenu en 2D. Nous ne 
savons toujours pas leur devenir en 3D. Par exemple, on ne sait pas si la structure s’invagine 
dans la matrice extracellulaire à la manière des invadopodes (Gimona et al., 2008; Linder, 
2009), et si l’organisation moléculaire est conservée. Cette question sera étudiée dans la partie 
résultats de ce manuscript. 
 
Figure 41 : Les podosomes de cellules dendritiques sur différents supports
Cellules dendritiques murines issues de la rate immatures – adhérence de 4h sur 10µg/mL de
poly-L-lysine, fibronectine ou ICAM-1. Images de microscopie confocale marquant les β2
intégrines en vert, l’actine-F en rouge et la vinculine en bleu.
Des podosomes classiques sont formés sur les 3 supports. Echelle 10µm
Tirée de Monypenny J, Eur J Cell Biol, 2010
Figure 42: La capacité dégradative des podosomes de cellules dendritiques
Cellules dendritiques murines issues de la rate immatures marquées à la Phalloidine TXRed
(actine-F) - adhérence de 4h sur gélatine-FITC (vert)
Images de microscopie confocale avec en B une section XZ et YZ à travers un stack en z. On y
voit très bien la dégradation en face des podosomes. Echelle 10µm
Tirée de West MA, J Cell Biol, 2008
Poly-L-Lysine Fibronectine ICAM-1
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1.2 Les podosomes de cellules dendritiques. 
Seules les cellules dendritiques immatures (iDCs) sont capables de former des podosomes 
((Burns et al., 2001; Nobile et al., 2008); partie résultats de ce manuscript). L’observation des 
podosomes est classiquement effectuée sur fibronectine (Burns et al., 2004) mais peuvent être 
également observé sur ICAM-1 et sur poly-L-Lysine (Monypenny et al., 2010). Ces 
podosomes sont très similaires à ceux des macrophages tant dans leur structure que dans leur 
composition moléculaire (Figure 41) (Calle et al., 2006; Chou et al., 2006; Monypenny et al., 
2010). 
La formation des podosomes des iDCs se fait selon un processus également similaire. WIP 
(WASP-interacting protein) est essentielle à la localisation de WASP aux sites de 
polymérisation de l’actine et à la formation de l’anneau d’adhérence riche en β2 intégrines 
(Chou et al., 2006). 
Les podosomes de iDCs sont également très dynamiques avec un turn-over de 30 sec à 10 
min (Calle et al., 2004).  
A ma connaissance, la réorganisation en super-structures (rosettes) des podosomes d’iDCs n’a 
pour l’instant pas été explorée. 
La capacité dégradative des cellules dendritiques immatures est identique à celle des 
podosomes de macrophages (Figure 42) et dépendante de l’activité de MT1-MMP (MMP-14) 
(Gawden-Bone et al., 2010; West et al., 2008). D’autre part un rôle de WIP (via sa liaison à la 
cortactine) a été montré dans la dégradation des iDCs murines (Banon-Rodriguez et al., 
2010). 
Récemment il a été montré en microscopie électronique à transmission corrélée à de la 
microscopie à fluorescence confocale que les podosomes de cellules dendritiques immatures 
étaient protrusifs et s’invaginaient dans les pores d’une membrane en polycarbonate 
imprégnée de gélatine jusqu’à une profondeur de 2µm. (Gawden-Bone et al., 2010). Ainsi, 
même si cela n’a pas été montré dans les macrophages, cela semble indiquer que les 
podosomes, tout comme les invadopodes, sont capables de s’invaginer dans la matrice. 
 
 
Figure 43 : Les différentes organisations des podosomes dans les ostéoclastes
A: Schéma des différentes structures d’actine-F avec pour chacune une photo en immunoflurescence.
Sur verre, les ostéoclastes forment au fur et à mesure de leur différentiation des clusters, des rings
puis des belts. Sur l’os, les ostéoclastes forment une sealing zone
B-F : Ostéoclastes matures déposés sur verre (B, E), dentine (C, F) et apatite(D, G).
(B-D) Images en microscopie électronique à balayage des ostéoclastes :les zones de dégradation
(étoiles blanches) sont visibles sur dentine et apatite par opposition aux zones non dégradées (étoiles
noires)
(E-G) : Image en microscopie à fluorescence montrant une belt de podosomes sur verre et une sealing
zone sur les substrats minéraux. L’actine-F est marquée en rouge et la vinculine en vert
Adaptée de Saltel F, Eur J Cell Biol, 2008 et Saltel F, Mol Biol Cell 2004
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1.3 Les podosomes des ostéoclastes. 
Les ostéoclastes sont des cellules géantes multinucléées dont le rôle est de continuellement 
remodeler l’os, pour préserver l’intégrité du tissu osseux (composé de collagène rigidifié par 
des sels calciques). Ce sont des cellules d’origine hématopoïétique, apparentées aux 
macrophages. In vivo, les monocytes circulant rejoindraient le microenvironnement de l’os 
pour y maturer et fusionner. Cependant ce scénario est controversé car les ostéoclastes sont 
capables in vitro de migrer au travers de couches de cellules du micro-environnement osseux 
(ostéoblastes, cellules endothéliales) (Saltel et al., 2008). In vitro, les ostéoclastes sont 
obtenus à partir de monocytes stimulés au M-CSF et RANKL (Receptor activator of nuclear 
factor B-ligand).  
L’ancrage de la cellule à la matrice osseuse se fait via une structure riche en actine-F appelée 
« sealing zone » et la résorption de l’os est délimitée localement par cette structure (Saltel et 
al., 2008). Il n’est donc pas très étonnant que l’étude des podosomes ait été longtemps 
majoritaire dans ce type cellulaire. In vitro, la sealing zone n’a été observée, jusqu’à présent, 
que si les ostéoclastes adhèrent sur une matrice minérale (figure 43 C-D). Cependant, 
récemment, il a été montré que, sur vitronectine, les ostéoclastes étaient capables de résorber 
cette matrice de manière similaire à la résorption de l’os (Fuller et al., 2010).  
La bande d’actine de la sealing zone est entourée à l’extérieur et à l’intérieur d’une doublure 
riche en vinculine (figure 43 F et G) (Saltel et al., 2004), paxilline (Luxenburg et al., 2007), 
cortactine (Tehrani et al., 2006), protéines tyr-phosphorylées (Saltel et al., 2008), et en β3-
intégrines (Chabadel et al., 2007). Le récepteur CD44 et Arp2/3 colocalisent quant à eux avec 
l’actine F (Chabadel et al., 2007; Saltel et al., 2008). Ainsi, la composition moléculaire de ces 
structures est bien comparable à celles des podosomes de macrophages. 
 
 Formation des podosomes d’ostéoclastes 
La formation des podosomes d’ostéoclastes fait appel aux mêmes mécanismes que pour les 
macrophages et dépend de l’intégrité du réseau de microtubules (pour revue (Jurdic et al., 
2006)). L’importance de Src dans la formation des podosomes des ostéoclastes a été mise en 
évidence grâce aux souris src-/- qui présentent une ostéopétrose (Soriano et al., 1991). Ce 
défaut de résorption osseuse des ostéoclastes src-/- a été lié à une capacité diminuée à former 
des podosomes (Destaing et al., 2008). De plus, Src jouerait un rôle majeur dans la formation 
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et le turn-over des podosomes des ostéoclastes via un de ses substrats : la cortactine 
(Luxenburg et al., 2006; Tehrani et al., 2006). 
 
 Dynamique des podosomes d’ostéoclastes 
Sur d’autres matrices extracellulaires que les matrices minérales ou sur verre, les podosomes 
apparaissent sous des arrangements différents selon le niveau de différenciation. Durant les 5 
1ers jours de différenciation, l’ostéoclaste immature forme des « clusters » (regroupements) 
de podosomes ; à J6-J7 on observe des « rings » (anneaux) et enfin à J8 de différenciation 
l’ostéoclaste mature forme des «  belts » (ceintures) (figure 43 A). Il a été clairement montré 
que chacune des structures dérive de la ré-organisation de la précédente (Destaing et al., 
2003). Dans chacune de ces structures, le podosome individuel est retrouvé, englobé dans un 
nuage d’actine, avec une composition moléculaire et une morphologie similaires à celles des 
podosomes et des rosettes de podosomes de macrophages (Destaing et al., 2003). Quant à la 
sealing zone, sa relation aux belts n’a pas encore été démontrée clairement. En effet, dans les 
sealing zones, le réseau d’actine-F apparaît fusionné du fait de sa densité en 
immunofluorescence et on ne peut pas distinguer les podosomes (la bande d’actine-F atteint 
4µm de large, à comparer au podosome individuel mesurant environ 1µm). Cependant leur 
présence a été démontrée de manière non équivoque en microscopie électronique à balayage 
couplée à de la microscopie à fluorescence. Dans chaque super-structure, les podosomes 
individuels sont très denses et interconnectées par des fibres d’actine responsables du nuage 
d’actine et la densité de coeurs podosomaux et celle des connections d’actine s’accroient avec 
la maturité de la structure, devenant maximales dans la sealing zone (Luxenburg et al., 2007). 
La durée de vie des podosomes des ostéoclastes est très similaire à celle des macrophages. En 
effet, quelle que soit la super-structure considérée (cluster, ring, belts), le podosome a une 
durée de vie entre 30sec et 15 min (Destaing et al., 2003). Dans la sealing zone, la dynamique 
de l’actine est similaire à celle des podosomes (30sec d’après des mesures en FRAP). Les 
structures clusters et rings ont une durée de vie inférieure à 30min (Jurdic et al., 2006). En 
revanche la stabilité des belts et de la sealing zone sont très longues, la structure même de la 
sealing zone peut rester stable pendant plus de 2h sur apatite (Saltel et al., 2004) et in vivo sur 
l’os (Geblinger et al., 2009).  
 
 
Figure 44 : les podosomes des éosinophiles
Les cellules (lignée Eol-3) sur VCAM-1 ont été traitées au PMA pendant 1h avant fixation
En rouge la phalloidine-Rhodamine marque la F-actine, en vert sont marquées
respectivement la gelsoline, les proteines phospho-tyrosylées et les β1 intégrines
Echelle 10µm
Tiré de Johansson MW, Am Jour Resp Cell Mol Biol , 2004
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 Activité dégradative des podosomes d’ostéoclastes 
Il a été montré que l’adhérence des ostéoclastes sur vitronectine (ligand de αvβ3) induit la 
formation de belts de podosomes ainsi que les ruffles membranaires caractéristiques de la 
résorption osseuse (Stenbeck, 2002) mais aussi la dégradation de la vitronectine (Fuller et al., 
2010). La dégradation a été inhibée par un inhibiteur des cathepsines (E64) mais pas par un 
inhibiteur large des MMPs (GM6001) (Fuller et al., 2010). Ainsi ces résultats suggèrent que 
l’os est reconnu par les ostéoclastes via son affinité pour les intégrines et non via ses attributs 
topographiques et mécaniques (rigidité). De plus, cela constitue un argument en faveur d’une 
relation entre belt et sealing zone. D’autre part c’est la première démonstration de la 
dégradation d’un substrat non minéral par les ostéoclastes. Enfin cela suggère un rôle des 
cathepsines dans la dégradation. 
D’autre part, il est connu que la cathepsine K est exprimée au cours du processus de 
différenciation et cette protéase est impliquée dans la dégradation des ostéoclastes. Son 
activité a été rapportée dans de multiples études, notamment dans un modèle in vivo d’arthrite 
(Schurigt et al., 2008a) et plusieurs inhibiteurs sont en développement clinique pour le 
traitement des métastases au niveau des os (revue : (Le Gall et al., 2008)). MMP-9 est 
également sécrétée par les ostéoclastes dans un modèle de cancer de la prostate où les 
métastases s’installent sur les os, mais la relation à la dégradation n’a pas été faite (Bruni-
Cardoso et al., 2010). La MMP-7 des ostéoclastes a également été rapportée comme 
responsable de la destruction osseuse liée à une tumeur (Thiolloy et al., 2009). Enfin MT1-
MMP a été trouvée localisée au sein de la sealing zone des ostéoclastes in vivo (Irie et al., 
2001). 
 
1.4 Les podosomes des granulocytes. 
L’existence de podosomes a également été décrite dans les éosinophiles adhérents à VCAM-
1, leur formation est stimulée par le PMA ou par l’induction d’une inflammation. La 
dégradation du support est observée et les composants traditionnels des podosomes sont 
retrouvés sur ces structures. Cependant, le cœur d’actine-F apparaît plus gros que dans des 
podosomes classiques et les protéines impliquées dans l’adhérence colocalisent avec ce 
marquage plutôt que de l’entourer (figure 44) (Barthel et al., 2006; Johansson et al., 2004).  
A ma connaissance, il n’existe pas d’articles relatant la présence de vrais podosomes dans les 
neutrophiles. Cette question sera abordée dans la partie résultats de ce manuscript (IV).  
Figure 45 : Morphologie des invadopodes
Image en microscopie électronique à transmission de cellules de sarcome (Rsk4) cultivées sur
une matrice issue de derme pendant 2 jours.
(A) : face ventrale de la cellule montrant plusieurs invadopodes envahissant la matrice (échelle
:2µm) (B): zoom de l’encart en (A). (C): zoom de l’encart en (B) visualisé sous 3 sections. Les
fibres de collagène sont visibles soit sous la forme de points lorsqu’elle sont orientées
perpendiculairement au plan de coupe ou sous la forme de stries lorsqu’elles sont longitudinales
par rapport au plan de coupe (échelle : 200nm)
Tirée de Tolde O, Eur J Cell Biol, 2010
Figure 46 : L’organisation moléculaire des invadopodes en 2D
Images de microscopie de fluorescence
Cellules tumorales primaires de carcinome déposées sur de la gélatine recouverte d’une fine
couche de fibronectine-FITC – fixées après 36h d’adhérence
L’actine F (rouge) colocalise avec la cortactine (bleue) au niveau des trous de dégradation de la
matrice
(échelle : 10µm)
Tirée de Weaver AM, Cancer Lett, 2008
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Remarque : Lors de leur crawling sur l’endothélium, les lymphocytes et les neutrophiles 
développent des protrusions membranaires qui s’infiltrent dans les cellules endothéliales (voir 
paragraphe III-1.2.1 Le crawling). CV. Carman et coll. associent ces protrusions à des 
structures proches des invadosomes de part leur morphologie (similaire à celle des 
invadopodes) et leur composition moléculaire (Carman, 2009). Toutefois, la présence de 
protéines caractéristiques des invadosomes n’est pas encore clairement établie ce qui empêche 
de conclure sur l’identité de ces structures. De plus, si CV. Carman et coll. ont montré une 
dépendance vis-à-vis de Src dans la formation des protrusions liées au crawling (Carman et 
al., 2007), Z. Shulman et coll. n’ont pas reproduit ces résultats (Shulman et al., 2009). Enfin, 
rien ne prouve, pour l’instant, que ces structures soient dégradatives, critère essentiel pour 
l’appellation invadosome. 
 
2. Les invadopodes des cellules tumorales invasives. 
Le terme invadopode (contraction de pseudopodes invasifs) a tout d’abord qualifié les rosettes 
de podosomes induites par l’oncoprotéine v-Src dans les fibroblastes (détaillées dans le 
paragraphe suivant). Désormais ce terme désigne davantage les structures de dégradation des 
cellules tumorales invasives, de part leur architecture particulière : invagination membranaire 
dans la matrice sous jacente pouvant atteindre 200nm de diamètre et 3µm de profondeur et 
pouvant parfois pénétrer plus profond sous la forme de filipodes lorsque la matrice le permet. 
(figure 45) (Schoumacher et al., 2010a; Vignjevic and Montagnac, 2008).  
L’organisation de l’invadopode diffère des podosomes : si certaines des protéines typiques 
des podosomes sont bien retrouvées aux invadopodes (actine-F, cortactine, protéines 
phosphorylées sur tyrosine (tyr), intégrines β1 et β3) (figure 46) la structure coeur/anneau ne 
l’est pas (pour revue (Linder, 2009)). De plus, la vinculine n’est pas retrouvée aux 
invadopodes et semble donc être spécifique des podosomes ce qui soulève la question de 
savoir si les invadopodes ont réellement une fonction d’adhérence (Gimona et al., 2008).  
La formation des invadopodes relève de mécanismes similaires à celle des podosomes  avec 
l’implication des Rho GTPases, (pour revue : (Gimona and Buccione, 2006)) de Src (Bowden 
et al., 2006), de la polymérisation d’actine branchée (ex :Arp2/3, (Schoumacher et al., 2010a)) 
et de la polymérisation de cables d’actine (ex : formines (Lizarraga et al., 2009) et fascine-1 
Figure 47 : Modèle de formation des invadopodes (sur la membrane basale)
A- Au stade 1, les cellules tumorales invasives forment des invadopodes et dégradent la
membrane. Au stade 2, ils s’allongent pour permettre à la cellule d’infiltrer le tissu interstitiel
(stade 3).
B- La formation des invadopodes du stade 1 requière l’assemblage d’un réseau d’actine branché
et non branché (1a). L’élongation est permise par la croissance des cables d’actine (rouge) ainsi
que le maintien de la polymérisation sous forme branchée (1b et 2a). Enfin, les microtubules et
les filaments intermédiaires permettent à l’invadopode de s’infiltrer plus profondément (2b)
Tirée de Schoumacher M, J Cell Biol, 2010
Figure 48 : Modèle de mesure d’élongation des invadopodes
A- Modèle expérimental : les cellules sont déposées sur une fine couche de Matrigel elle même
reposant sur un filtre avec des pores de 1µm
B- La prise de photos à différents plans xy permet la reconstruction en xz et donc de mesurer
l’élongation des invadopodes. Echelle 5µm






(Schoumacher et al., 2010a)). En effet, cette dernière étude montre via des expériences par 
ARN interférence et d’inhibition chimique que les deux types d’organisation de l’actine-F 
sont nécessaires à la formation et à l’activité dégradative des invadopodes (Arp2/3, fascine-1, 
myosineX) mais aussi que le réseau de microtubules et les filaments intermédiaires 
(vimentine) participent à l’élongation des invadopodes. Les auteurs proposent que les 
invadopodes se forment puis s’invaginent par la polymérisation d’un réseau branché d’actine 
suivie de celle de cables d’actine dans le filipode. Cette étape se poursuit par l’entrée des 
microtubules et des filaments intermédiaires (figure 47). Afin de mesurer l’élongation des 
invadopodes, les auteurs ont développé un modèle de chambre de migration particulier où la 
membrane en polycarbonate épaisse de 11µm contient des pores d’1µm (ce qui permet le 
passage des invadopodes mais pas de la cellule). Elle est recouverte d’une fine couche de 
Matrigel™ fluorescent et la matrice remplit également partiellement les pores. Les cellules 
sont attirées par la présence d’un chimioattractant dans le compartiment inférieur. Dans ces 
expériences, les auteurs ont pu constater que l’élongation des invadopodes pouvait atteindre 
12µm (figure 48) (Schoumacher et al., 2010a). La dynamine 2 (qui se lie à la cortactine) a 
également été localisée aux invadopodes et s’avère importante dans le processus de 
dégradation (Baldassarre et al., 2003). Enfin, il a été démontré un rôle de la contractilité du 
cytosquelette dans la formation et l’activité des invadopodes. En effet, sous l’effet de la 
rigidification de la matrice, il existerait un signal médié par la myosine II et des protéines de 
mécano-sensing qui aumenterait l’activité dégradative des invadopodes. Cela pourrait 
apporter un élément de réponse à la corrélation existant entre l’agressivité d’un cancer et la 
densité du tissu (Alexander et al., 2008). Un résultat similaire avait été obtenu dans une 
matrice 3D in vitro où la rigidité de la matrice induisait le clustering d’intégrines, la formation 
d’adhérences focales, la contractilité via le chemin Rho/ROCK et la croissance tumorale 
(Paszek et al., 2005). 
Le nombre d’invadopodes par cellule (<10) est largement inférieur au nombre de podosomes 
qu’un macrophage peut comprendre  (>100). De même la dynamique est très différente : les 
invadopodes sont très stables et ont une durée de vie pouvant s’étendre à 1h (Linder, 2007). 
Cette stabilité permet à ces structures de dégrader de manière plus profonde et plus focalisée 
alors que la dégradation des macrophages est souvent incomplète mais très étendue (figure 
49).  
A la base des projections filipodiales, au niveau de la membrane, se trouve un cœur riche en 
actine–F, cortactine, phospho-paxilline et protéines tyr-phosphorylées appelé le complexe 
Figure 49 : Comparaison de la dégradation des posodomes et des invadopodes sur fibronectine-
Alexa488
a-f : Les macrophages humains primaires (rouge pour la F-actine) dégradent le support de manière
étendue mais incomplète. Sur la représentation en xz, on voit que la dégradation n’est pas profonde
g-i : Les cellules tumorales invasives (MTLn3) dégradent le support de manière très localisée mais plus
profondément que les macrophages. Sur la représentation en xz, on voit que toute la matrice a été
dégradée sous l’invadopode.
Tirée de Linder S, Trends Cell Biol, 2007
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Figure 50 : Le complexe invadopodial
Le complexe invadopodial se situe au niveau de la base des filipodes émanant de ce complexe. Sur
une matrice épaisse, les invadopodes peuvent pénétrer profondément dans la matrice ce qui n’est pas
le cas sur une matrice fine
Tirée de Tolde O, Eur J Cell Biol, 2010
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invadopodial. Dans ce modèle, établi en 2D, le site de dégradation est situé au niveau du 
complexe invadopodial (Artym et al., 2010; Bowden et al., 2006). Ce modèle a été confirmé 
en 3D, in vitro dans une matrice issue de derme (Tolde et al., 2010) ou en Matrigel™ 
(Lizarraga et al., 2009). O. Tolde et coll. montrent par ailleurs que de multiples filipodes 
peuvent émerger de ce complexe et s’engouffrer dans la matrice ; les filipodes sont dépourvus 
de cortactine, de paxilline et d’activité dégradative (figure 50) (Tolde et al., 2010). Certains 
de ces résultats diffèrent de ceux obtenus par M. Schoumacher et coll. qui montrent que la 
cortactine se localise sur toute la longueur du filipode. En revanche ils remarquent comme O. 
Tolde et coll. que l’activité dégradative (dans leur cas médiée par MT1-MMP) est localisée à 
la base du filipode.  
Si la nécessité ou non de la dégradation le long du filipode n’est pas encore claire, la capacité 
dégradative de ces structures est un processus qui a été beaucoup étudié. Ainsi plusieurs 
MMPs (MT1-MMP, MMP-2, MMP-9) semblent impliquées mais aussi des sérine-protéases 
(séprase et son recepteur uPar) (pour revue : (Linder, 2007)). 
 
3. Les podosomes inductibles 
3.1 Les podosomes des cellules endothéliales. 
La formation de vaisseaux sanguins, la vasculogénèse, se fait à partir de cellules progénitrices 
de cellules endothéliales dérivées des hémangioblastes nommés angioblastes. L’angiogénèse 
(ou néo-vascularisation) est le processus par lequel de nouveaux vaisseaux sanguins sont 
formés à partir de vaisseaux pré-existants. 
Les cellules endothéliales jouent un rôle clé au cours de l’angiogénèse, processus au cours 
duquel les cellules acquièrent une capacité migratoire nécessaire à l’extension du réseau 
vasculaire et qui est régulé par divers facteurs tels que le VEGF et TGFβ (Genot, 2009). Ce 
processus est accompagné de la dégradation de la membrane basale du vaisseau initial. 
A la différence des podosomes des macrophages, DC et ostéoclastes, les podosomes de 
cellules endothéliales ne sont observés que sous induction et non pas sous l’effet de 
l’adhérence à une matrice. Cependant, de manière intéressante, des podosomes sont formés 
sous l’action du VEGF dans des cellules endothéliales veineuses (HUVECs) (Osiak et al., 
2005) et du TGFβ dans des cellules d’origine aortique in vitro et ex vivo (Rottiers et al., 2009; 
Figure 51 : Les podosomes de cellules endothéliales
Endothélium natif exposé au TGFβ ex-vivo pendant 24h.
Les larges rosettes de podosomes formées sont riches en actine –F, FAK (A), protéines phospho-
tyrosylées (B), dynamine 2 (C) et β1 intégrines (G). Elles sont également riches en MT1-MMP
(D) (échelle 4µm)
Tirée de Rottiers P, J Cell Sci, 2009
Figure 52 : Les différents types de vaisseaux et leur composition




Saltel et al., 2010; Varon et al., 2006). Ces structures pourraient donc jouer un rôle clé dans le 
remodelage de la matrice extracellulaire au cours de la néo-vascularisation. 
L’expression de Cdc42 constitutivement activée (Cdc42CA) dans une lignée de cellules 
endothéliales aortiques, induit également la formation de podosomes (Tatin et al., 2006), 
impliquant donc cette protéine dans la formation des podosomes endothéliaux. La 
composition moléculaire, les fonctions d’adhérence, ainsi que les voies de régulation de ces 
podosomes sont semblables à celles des podosomes de macrophages. Dans la plupart des cas 
cependant, l’Actine-F et les marqueurs d’adhérence colocalisent sur les podosomes 
endothéliaux (Genot, 2009; Rottiers et al., 2009). 
L’organisation des podosomes dans ces cellules est assez variable : l’expression de Cdc42CA 
induit des podosomes éparses tandis que l’action du TGFβ ou du VEGF induit plutôt la 
formation de rosettes de podosomes (figure 51). Les mécanismes régissant la réorganisation 
des podosomes en rosettes ne sont pas encore connus (Genot, 2009).  
La présence de MT1-MMP aux rosettes de podosomes a été montré in vitro dans les HUVECs 
adhérentes sur fibronectine (Osiak et al., 2005) et ex vivo sur l’endothélium aortique (Rottiers 
et al., 2009), supposant ainsi que cette protéase soit impliquée dans la dégradation de la 
matrice. Par ailleurs, les auteurs montrent, dans cette dernière étude, que les rosettes de 
podosomes induites par le TGFβ dégradent le collagène IV de la membrane basale sous 
jacente ex vivo et que la dégradation est diminuée en présence de l’inhibiteur des MMPs 
GM6001 (Rottiers et al., 2009).  
 
3.2 Les rosettes de podosomes des cellules musculaires lisses 
vasculaires 
Ces cellules constituent le muscle vasculaire lisse se situant sous les cellules endothéliales qui 
tapissent la paroi interne de tous les vaisseaux (à l’exception des capillaires) et en sont 
séparées par une membrane basale (figure 52). Ces cellules apportent un soutien structural et 
régulent la pression interne au sein de ces vaisseaux.  
L’activation, la prolifération et la migration des cellules musculaires lisses vasculaires depuis 
la média (localisation normale) vers l’intima (endothélium) sont des processus clés du 
développement de l’athérosclérose. Ces cellules perdent leur phénotype contractile pour 
passer à un phénotype sécrétoire (de collagène essentiellement) et donc participent au 
Figure 53 : Les podosomes des cellules musculaires lisses vasculaires
A . Sur du verre recouvert de fibronectine-alexa488, les cellules traitées au PDBu forment des
spots d’actine qui colocalisent avec la dégradation de la matrice (voir encart zoomé dessous)
(échelle 20µm) Tirée de Burgstaller G, Am J Physiol Heart Circ Physiol, 2005
B. Formation de rosettes de podosomes dans des cellules traitées au PDBu. Les podosomes
individuels sont visualisables au sein de la rosette (têtes de flèches blanches)
Tirée de Lener T, Eur J Cell Biol, 2006
A B
Figure 54 : Podosomes des cellules épithéliales transformées (804G/A)
Les cellules ont été marquées en rouge pour la vinculine(A), la paxilline (B), l’α-actinine (C), la
taline (E), les protéines phospho-tyrosylées (F), la cortactine (G), les β1 intégrines (L), la
gelsoline (M), Arp2/3 (0),WASP (P) et Src (Q). En vert est marquée l’actine-F (Alexa 488-
Phalloidine) – Les cellules ont adhéré sur verre pendant 24h avant fixation.
Ainsi on retrouve une organisation coeur/anneau similaire aux podosomes normaux.
Tiré de Spinardi L, Exp Cell Res, 2004
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développement des plaques d’athérome dans l’intima. De plus, elles acquièrent une capacité 
migratoire et potentiellement de dégradation de la membrane basale. 
In vitro, la formation de podosomes et de rosettes (environ 4µm de diamètre, ce qui est 
compatible avec les rosettes de macrophages) dans ces cellules peut être observée après 
stimulation par des esters de phorbol tels que le PDBu (phorbol-12,13-dibutyrate) (figure 53) 
(Burgstaller and Gimona, 2005) ou par activation de certaines GTPases (Gimona et al., 2008). 
Leur formation relève, comme pour les podosomes classiques, des Rho-GTPases et est 
associée à l’activité de la cortactine mais leur assemblage diffère : ces structures s’assemblent 
en fait au niveau de l’interface entre complexes focaux et câbles de stress (Burgstaller and 
Gimona, 2005; Lener et al., 2006). 
Ces structures sont également des lieux de dégradation de la matrice extracellulaire 
(Burgstaller and Gimona, 2005) et pourraient donc être impliquées dans le processus de 
dégradation de la membrane basale mais leur réalité physiologique n’a pas encore été 
clairement démontrée. En effet, seul un article récent montre la présence de structures 
invadososomales (filipodes riches en actine et cortactine, structures similaires aux 
invadopodes) dans des cellules primaires incorporées dans du collagène 3D (Furmaniak-
Kazmierczak et al., 2007). 
 
3.3 Les podosomes des cellules épithéliales transformées 
Les adhérences focales et les hémidesmosomes sont les structures d’adhérences matricielles 
des cellules épithéliales. Les premières font le lien matrice/micro-filaments tandis que les 
derniers font la connection avec les filaments intermédiaires. Dans certaines cellules 
épithéliales transformées des structures apparentées aux podosomes ont été retrouvées au 
cœur des rosettes d’hémidesmosomes. Ces structures sont morphologiquement identiques aux 
autres structures podosomales identifiées (figure 54), mais leur capacité dégradative n’a pas 
été montrée. Leur formation ne dépend pas de la voie WASP-Arp2/3 ni du réseau de 
microtubules. Leur fonction reste mal comprise d’autant qu’il n’y a aucune données montrant 
l’existence de podosomes dans des cellules épithéliales non transformées (Spinardi et al., 
2004).  
 
Figure 55 : Les rosettes de podosomes de cellules transformées v-Src
Des fibroblastes MEF 3T3 transformées par v-src forment des rosettes de podosomes riches en
F-actine et cortactine sur verre au bout de 20h– Echelle 50µm
Tirée de Buschman MD, Mol Biol Cell, 2009
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3.4 Les rosettes de podosomes induites par v-Src et HckCA 
Les fibroblastes transformés par le virus du sarcome de Rous (porteur de l’oncogène v-src) 
ont été les premières cellules dans lesquelles les podosomes ont été identifiés (David-Pfeuty 
and Singer, 1980). Ces cellules ont fait l’objet de nombreuses études et de revues (Block et 
al., 2008; Linder, 2007; Linder and Aepfelbacher, 2003). 
A la différence des podosomes de macrophages, ces podosomes induits sont d’emblée 
organisés en rosettes (figure 55). Il n’existe pas de podosomes individuels. 
C. Cougoule et coll., dans l’équipe, ont montré que l’expression de l’isoforme lysosomale de 
Hck, p61HckCA dans des fibrobastes induit également la formation de rosettes de podosomes 
de morphologies et d’activités de dégradation similaires à celles induites par v-Src (Cougoule 
et al., 2005). La formation de ces strutures dépend également de l’activité de Rac, Rho, et 
Cdc42 mais aussi de l’intégrité du cytosquelette d’actine et du réseau de microtubules 
(Cougoule et al., 2005).  
 
4. Invadosomes et migration. 
L’ensemble des données précédentes montre que les invadosomes sont des structures très 
dynamiques, impliquées dans l’adhérence cellulaire et la dégradation du tissu environnant. 
Plusieurs études ex vivo ou in vitro ont notamment corrélé la présence d’invadopodes à la 
capacité de migration des cellules tumorales invasives. (pour revues (Gimona et al., 2008; 
Stylli et al., 2008; Wolf and Friedl, 2009)) Leur capacité de dégradation de la membrane 
basale native a été montrée (Hotary et al., 2006; Schoumacher et al., 2010a) et les mécanismes 
mis en oeuvre sont de mieux en mieux compris (Artym et al., 2010; Schoumacher et al., 
2010a). 
Les cellules musculaires lisses également acquièrent une capacité migratoire et sont capables 
de former des podosomes. 
Dans l’équipe, un travail réalisé sur des fibroblastes montre que l’expression simultanée des 
deux isoformes d’Hck confére à ces cellules la capacité de migrer dans une matrice de 
Matrigel™ et que cela était corrélé à la formation de rosettes de podosomes (Cougoule et al., 
2009). D’autres études sur les cellules transformées par le virus du sarcome de Rous ont 
corrélé la présence de rosettes à la capacité d’invasion (Brabek et al., 2005; Seals et al., 2005) 
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D’autre part, l’absence de WASP dans les DCs (Calle et al., 2004), les macrophages (Linder 
et al., 2000) empêchent la formation de podosomes. Or le syndrome WASP est associé à un 
défaut de migration de ces cellules (Bouma et al., 2009). 
Enfin il a été montré que la dérégulation de la GTPase Arf6 inhibait la migration des iDCs et 
que cela était corrélé à la perte de ses podosomes (Svensson et al., 2008). 
 
Ainsi l’ensemble de ces données renforce l’hypothèse selon laquelle les podosomes jouent 



















OBJECTIFS ET STRATEGIES 
EXPERIMENTALES 
Comme nous venons de le voir dans l’introduction, les leucocytes évoluent in vivo à la fois en 
2D (au cours du crawling et de la diapédèse) et en 3D (au cours de leur migration trans-
tissulaire). Nous avons également vu que le recrutement et la migration des phagocytes 
pouvaient participer activement à la progression de pathologies. Aussi, l’inhibition de ce 
processus est devenue une évidence thérapeutique. Le blocage de la diapédèse pourrait 
répondre à cette attente. Cependant la diapédèse est utilisée par tous les leucocytes (revue 
(Carman, 2009)). Comme il est essentiel de ne pas inhiber la migration de types cellulaires 
pouvant jouer un rôle bénéfique dans ces pathologies (par exemple les lymphocytes dans le 
cas de l’infiltration de tumeurs solides), il nous faut cibler spécifiquement les phagocytes. 
C’est pourquoi nous avons entrepris d’étudier la migration trans-tissulaire des macrophages 
afin d’identifier une cible potentielle spécifique. 
Nous avons vu que la migration tri-dimensionnelle dépend de multiples paramètres, à la fois 
cellulaires et extra-cellulaires (micro-environnement). Ce processus a été essentiellement 
étudié dans les cellules tumorales et la majorité des études concernant les leucocytes a été 
menée en 2D. Aussi, les mécanismes moléculaires et cellulaires contrôlant la migration trans-
tissulaire des phagocytes étaient très mal connus lorsque j’ai initié mon travail de thèse. 
Malgré cela, le dogme établi jusque là était que tous les leucocytes migraient selon un mode 
amiboide (rapide, ne requérant pas la dégradation de la MEC et basé sur la contraction 
cellulaire dans les fibres de la MEC). 
Cependant, dans l’équipe, plusieurs observations étaient en faveur de l’existence d’un mode 
migratoire mésenchymal des macrophages. 
En effet, l’équipe s’intéresse aux phagocytes et en particulier à Hck une protéine tyrosine 
kinase spécifiquement exprimée dans ces cellules. Cette protéine est exprimée sous deux 
isoformes : p59 et p61. Les travaux de thèse de Sébastien Carréno et Céline Cougoule avaient 
permis de montrer que l’expression séparée de p59 induisait la formation de protrusions 
membranaires tandis que celle de p61 induisait la formation de rosettes de podosomes, 
structures pouvant être impliquées dans la migration cellulaire (Carreno et al., 2002; Carreno 
et al., 2000). D’autre part Céline Cougoule avait également impliqué les lysosomes dans la 
biogénèse des podosomes (Cougoule et al., 2005). Aussi l’équipe suggérait que les 
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podosomes puissent être les lieux de fusion des lysosomes permettant l’exocytose des 
enzymes protéolytiques et ainsi la dégradation de la MEC et la migration au travers de cette 
MEC.  
Afin d’étudier l’hypothèse selon laquelle Hck pourrait jouer un rôle dans la migration 
cellulaire, Renaud Poincloux, au cours de son travail de thèse, a examiné la capacité 
migratoire de fibroblastes murins transfectés avec l’une, l’autre ou les deux isoformes d’Hck 
dans une matrice de Matrigel™. Il a alors pu montrer que seule l’expression simultanée des 
deux isoformes conférait la capacité de migrer à ces cellules. De plus cette capacité 
migratoire était corrélée à la capacité des cellules à former des rosettes de podosomes 
(travail récemment publié (Cougoule et al., 2009)). Ainsi l’ensemble de ces travaux sur les 
fibroblastes montrait une corrélation entre l’expression d’une protéine spécifique des 
phagocytes (Hck), la capacité migratoire des cellules, la formation des podosomes et la 
dégradation de la MEC, ce qui était en faveur d’un mode migratoire de type mésenchymal 
plutôt qu’amiboide. De part la capacité des macrophages à former des podosomes in vitro et à 
migrer dans tous les tissus in vivo, nous faisions l’hypothèse que les macrophages pouvaient 
adopter un mode mésenchymal de migration.  
Afin d’étudier la capacité migratoire des macrophages en 3D, j’ai d’abord initié mon travail 
de thèse par la mise au point d’un modèle de migration en 3D permettant 1) d’étudier le mode 
migratoire des phagocytes en 3D, 2) d’évaluer l’influence de paramètres matriciels dans ce 
mode migratoire (développement de matrices de compositions, architectures et propriétés 
visco-élastiques différentes) et 3) d’étudier les paramètres cellulaires qui peuvent également 
influencer la migration (mise en place de structures podosomales, polarisation différente).  
J’ai alors caractérisé le mode migratoire des macrophages humains en 3D en me basant sur les 
données de la littérature sur les cellules tumorales invasives. Ces travaux décrivaient 
l’implication de différents paramètres dans les deux modes principaux de migration (Friedl, 
2004; Friedl and Wolf, 2003). Le mode amiboide était décrit, entre autres, comme 
indépendant des protéases mais dépendant de ROCK tandis que le mode mésenchymal 
nécessitait la dégradation par les protéases mais pas l’intervention de ROCK. J’ai donc évalué 
ces deux paramètres au sein de matrices aux caractéristiques biochimiques et physiques 
différentes. Ce travail, détaillé dans le chapitre I, a permis notamment de démontrer que les 
macrophages, comme nous le présagions, sont capables d’adopter un mode mésenchymal de 
migration en plus du mode amiboide. 
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Aussi, nous avons souhaité savoir si les podosomes des macrophages décrits jusqu’alors en 
2D existaient dans les macrophages évoluant selon ce mode et s’ils pouvaient être le lieu de 
dégradation de la MEC. Les résultats obtenus font l’objet du chapitre II. 
Ensuite nous avons souhaité déterminer si les différentes sous populations de macrophages  
(M1 versus M2) arboraient un mode migratoire différent. Cette partie est encore en cours 
d’investigation, les premiers résultats que j’ai pu obtenir sont décrits dans le chapitre III.  
Enfin, j’ai évalué en collaboration avec Céline Cougoule dans l’équipe ainsi qu’avec 
Fanny Lafouresse (équipe de Loïc Dupré, INSERM U563, Hôpital Purpan-Toulouse), le 
mode migratoire adopté par d’autres types de leucocytes au sein des matrices utilisées pour 
les macrophages. Les résultats obtenus dans notre équipe concernent les neutrophiles, les 
















































Jusqu’à présent, la communauté scientifique travaillant sur la migration cellulaire adhérait à 
l’idée que tous les leucocytes migrent selon un mode amiboide dans les tissus ce qui leur 
permet de se déplacer à très grande vitesse (Friedl and Weigelin, 2008). En effet, il a été 
montré in vitro, au sein de collagène fibreux 3D que la migration de cellules monocytaires 
U937, des lymphocytes T et des cellules dendritiques matures, était indépendente de 
l’utilisation de protéases et d’attachement à la MEC par les β1-intégrines (Friedl et al., 1998a; 
Friedl et al., 1998b; Wolf et al., 2003b). La plupart des études in vivo qui ont été générées par 
la suite ont assez bien confirmé ces résultats, avec malgré tout quelques nuances (voir 
paragraphe III-2-d « la migration des leucocytes » de l’introduction). Ainsi, il était acquis que 
les leucocytes migraient selon le mode amiboide. Cependant, ces cellules, de par leurs 
fonctions immunitaires, sont capables de s’infiltrer dans tous les tissus du corps humain. Or 
ces tissus ont une architecture, une élasticité et une perméabilité/densité extrêmement 
variables. En effet, la perméabilité pouvant varier d’un facteur 1000 entre un tissu normal et 
une tumeur (Swartz and Fleury, 2007). De même, le module élastique du cerveau (0,1-10 
nN/µm2) est 10 fois inférieur à celui du mucle (12-100 nN/µm2), plus de 100 fois inférieur à 
celui du tissu conjonctif lâche (600-1000 nN/µm2) et 106 fois inférieur à celui de l’os (1,7-
2,9.107 nN/µm2) (Moore et al., 2010). Ces données soulèvent la question de l’exclusivité 
d’une migration indépendante des protéases. 
D’autre part, aucun des articles cités ci dessus n’a étudié le cas des macrophages. En effet, 
dans de nombreux cas de cancers, la présence de protéases dans l’environnement tumoral a 
été attribuée à la sécrétion des cellules tumorales mais aussi des TAMs ((Gocheva et al., 
2010) et pour revue (Solinas et al., 2009)). Il est donc fort probable que des mécanismes 
protéolytiques soient impliqués en parallèle de mécanismes non protéolytiques dans 
l’infiltration tissulaire des macrophages.  
Afin de lever l’interrogation sur l’existence ou non d’un mode protéolytique de migration des 
macrophages, nous avons alors entrepris l’étude de leur mode migratoire dans des matrices 
aux propriétés biophysiques et biochimiques différentes. 
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L’ensemble de ces travaux, publié dans The Journal of Immunology, ont permis de démontrer 
que les macrophages humains pouvaient adopter les deux modes migratoires décrits jusqu’à 
présent pour des cellules migrant individuellement et que le paramètre majeur dictant le choix 
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Matrix Architecture Dictates Three-Dimensional Migration
Modes of Human Macrophages: Differential Involvement of
Proteases and Podosome-Like Structures
Emeline Van Goethem,*,† Renaud Poincloux,*,†,‡,x Fabienne Gauffre,{
Isabelle Maridonneau-Parini,*,† and Ve´ronique Le Cabec*,†
Tissue infiltration of macrophages, although critical for innate immunity, is also involved in pathologies, such as chronic inflam-
mation and cancer. In vivo, macrophages migrate mostly in a constrained three-dimensional (3D) environment. However, in vitro
studies, mainly focused on two dimensions, do not provide meaningful clues about the mechanisms involved in 3D macrophage
migration. In contrast, tumor cell 3D migration is well documented. It comprises a protease-independent and Rho kinase
(ROCK)-dependent amoeboid migration mode and a protease-dependent and ROCK-independent mesenchymal migration mode.
In this study, we examined the influence of extracellular matrix (composition, architecture, and stiffness) on 3Dmigration of human
macrophages derived from blood monocytes (MDMs). We show that: 1) MDMs use either the amoeboid migration mode in fibrillar
collagen I or the mesenchymal migration mode in Matrigel and gelled collagen I, whereas HT1080 tumor cells only perform mes-
enchymal migration; 2) whenMDMs use the mesenchymal migratory mode, they form 3D collagenolytic structures at the tips of cell
protrusions that share several markers with podosomes as described in two dimensions; 3) in contrast to tumor cells, matrix metal-
loproteinase inhibitors do not impair protease-dependentmacrophage 3Dmigration, suggesting the involvement of other proteolytic
systems; and 4) MDMs infiltrating matrices of similar composition but with variable stiffness adapt their migration mode primarily
to thematrix architecture. In conclusion, although it is admitted that leukocytes 3Dmigration is restricted to the amoeboidmode, we
show that human macrophages also perform the mesenchymal mode but in a distinct manner than tumor cells, and they naturally
adapt their migration mode to the environmental constraints. The Journal of Immunology, 2010, 184: 1049–1061.
M
acrophages are present in almost all tissues of the or-
ganism where they play a central role in clearance of
microorganisms, initiation and mediation of immune
and inflammatory responses, and tissue repair. Nevertheless, tissue
infiltration of macrophages also exacerbates pathological processes,
such as chronic inflammation, neurodegenerative disorders, and
cancer development (1–3). Therefore, regulation of human mac-
rophage migration is a current therapeutic challenge (3, 4).
Extracellular matrices (ECMs) create steric barriers to cell
migration. However, macrophages are able to go through most, if
not all, tissues of the body. To reach tissue sites, transmigration
through the endothelial wall is followed by migration through basal
membranes and within interstitial tissues (see Refs. 5 and 6 for
reviews). Basement membrane matrices deposited beneath epi-
thelia and endothelia mainly contain collagen IV, laminin, perle-
can, and nidogen, which form thin dense cross-linked polymeric
networks with high tensile strength (7, 8). Stromal/interstitial
matrices form the majority of the body connective tissue and are
primarily composed of fibrillar collagen I cross-linked into a sta-
ble meshwork (8, 9). The physical structure of interstitial matrices
is heterogeneous ranging from loose fibrillar regions to dense
compact connective tissue with submicron spacing (3).
Although macrophage migration in two dimensions has been
thoroughly studied (10, 11), the mechanisms involved in their
three-dimensional (3D) infiltration into connective tissues have
been poorly documented. The study of 3D macrophage migration
is a critical question as two-dimensional (2D) and 3D migration
appear to operate through distinct mechanisms (12, 13). 3D mi-
gration of invasive tumor cells involves two main modes with
distinct characteristics: amoeboid and mesenchymal migration (9,
14–16). Amoeboid migration used by most leukocytes and tumor
cells is characterized by a rounded cell shape and the lack of both
strong adhesive interactions and proteolytic matrix degradation
(3). Mesenchymal migration used by fibroblasts, smooth muscle
cells, and also some cancer cell lines is much slower, character-
ized by an elongated cell shape with long membrane protrusions,
the presence of strong adhesion sites and proteolytic degradation
of the ECM (3). These migration modes are also distinguishable
by different intracellular signaling pathways: amoeboid migration
is Rho/Rho kinase (ROCK)-dependent and integrin-independent,
whereas mesenchymal migration is integrin- and Src kinase-
dependent but ROCK independent (15, 17–19). A shift between
mesenchymal and amoeboid migration has been observed in some
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tumor cells such as HT1080 cells when exposed to protease in-
hibitors (20). The “mesenchymal to amoeboid” transition involves
mutually exclusive activation of Rac and Rho (21) and allows in-
vasion in the absence of pericellular proteolysis and matrix degra-
dation (15).
To our knowledge, the only attempt to characterize the 3D
migration mode of macrophages has been performed with the
macrophage cell line U937 in a collagen matrix; U937 cells
proceed through a nonproteolytic and round-shape-amoeboid
migration mode (22) like other leukocytes (Ref. 3 for review). The
fact that proteases could be dispensable for macrophage migration
is supported by a recent report showing that macrophages from
matrix metalloproteinase (MMP) Mmp92/2 mice exhibit a trans-
matrix migration activity similar to that of wild-type cells (23)
and, in vivo, macrophage tissue infiltration is not affected in ex-
perimental atherosclerosis performed in Mmp132/2 or Mmp142/2
(MT1-MMP) mice (24, 25) or in arterial aneurysm performed in
MT1-Mmp2/2 mice (26). However, other recent data indicate that
proteases could be required because: 1) in vivo macrophage mi-
gration during embryonic development is MMP dependent in frog
(27) and zebrafish (28); and 2) macrophages from MT1-MMP–
deficient mice have a defective tissue infiltration capacity (29).
Therefore, it is rather difficult to conclude what the role of pro-
teases is in macrophage migration.
To characterize 3D migration of human macrophages, we used a
simplifiedexperimentalmodelmimickingdistinctECMpolymerized
as thick layers on top of Transwell porousmembranes.We show that
humanmonocyte-derivedmacrophages (MDMs) are able to perform
either amoeboid or mesenchymal migration and choose their mi-
gratory mode according to the biophysical parameters of the matrix.
Materials and Methods
Materials
Protease inhibitorswere [L-3-trans-carboxyoxirane-2-carbonyl]-L-leucine (3-
methylbutyl) amide (E64c; Peptide International, Lousville, KY), aprotinin
(Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), leupeptin (Sigma-Aldrich), pepstatin A
(Sigma-Aldrich), and the broad-spectrum MMP inhibitor GM6001 (Calbio-
chem, San Diego, CA). ROCK was inhibited by the use of Y27632 (VWR
International, Fontenay sous bois, France). Matrigel and BD PuraMatrix
Peptide Hydrogel were purchased from BD Biosciences (San Jose, CA).
Pepsin-extracted collagen I (Nutragen) was from Nutacon (Leimuiden, The
Netherlands). Primary Abs were as follows: mouse anticortactin clone 4F11
and mouse antiphosphotyrosine (P-tyr) clone 4G10 (Upstate Biotechnology,
Lake Placid, NY), mouse antipaxillin clone 349 (BD Transduction Labora-
tories, Lexington, KY), mouse antigelsolin clone GS-2C4 (Sigma-Aldrich),
mouse anti-b1 integrin clone 4B4 (Coulter clone), and rabbit polyclonal anti-
COL2 3/4 Cshort IgG (IBEX Pharmaceuticals, Montreal, Quebec, Canada).
Cell preparation and culture
Human monocytes from healthy volunteers were isolated as described
previously (30). Cells were resuspended in ice-cold buffer composed of
PBS, 2 mM EDTA, and 0.5% FCS at pH 7.4 and subsequently magneti-
cally sorted by CD14 magnetic microbeads (Miltenyi Biotec, Auburn,
CA). Monocytes were then distributed on glass coverslips at 1–1.5 3 106
in 6-well plates in RPMI 1640 without FCS to allow for their adherence.
After 2 h at 37˚C in humidified 5% CO2 atmosphere, the medium was
replaced by RPMI 1640 containing 10% heat-inactivated FCS, antibiotics,
and 20 ng/ml M-CSF (PeproTech, Rock Hill, NJ). The cells were then
maintained in culture for 6–8 d before their use. The culture medium was
usually renewed on the third or fourth day of culture.
HT1080 human fibrosarcoma cells were routinely cultured and main-
tained in DMEM supplemented with 10% (v/v) heat-inactivated FCS,
penicillin-streptomycin (100 U/ml), and L-glutamine 2 mg/ml at 37˚C in
humidified 5% CO2 atmosphere.
3D matrix migration assay
Model setup. Transwell inserts with an 8-mm pore-size polyester membrane
in 24-well Companion plate (BD Biosciences) were filled with 100 ml of
each matrix. Matrices thickness was ∼1 mm as measured by the number of
rotations (subsequently converted in mm) of the fine focus knob of an
inverted Microscope (ECLIPSE TS100 Nikon) from the surface of the
matrix to the bottom membrane.
Extracellular matrix preparation. Fibrillar collagen I was prepared as
described previously (22). Briefly, Nutragen (2 and 4 mg/ml final con-
centrations) was added to a mixture of 10% (v/v) MEM eagle 103 (MEM;
Invitrogen, Carlsbad, CA), deionized water, and 4–6% (v/v) of 7.5% so-
dium bicarbonate buffer (pH 9) (Invitrogen). The preparation was loaded
in Transwell inserts and allowed to polymerize for 30–40 min in an in-
cubator at 37˚C. Neutralization of the matrix was obtained by rehy-
dratation of the matrix with 800 ml warm culture medium for at least 2 h in
the incubator at 37˚C 5% CO2 before seeding the cells.
To obtain gelified fibrils from Nutragen collagen instead of a fibrillar
network, we followed the manufacturer protocol. Briefly, 8 parts chilled
Nutragen collagen were mixed with 1 part ice-cold 103 PBS (final con-
centration 5.1 mg/ml). The collagen preparation was then adjusted to pH
7.4 by addition of 67 ml 0.1 M NaOH and 33 ml 0.01 M HCl as monitored
by pH paper. Then, the preparation was loaded in Transwell inserts, and
gelation was started when incubated at 37˚C for 1 h. Rehydratation was
performed after the gelation by adding culture medium in the bottom
chambers of Transwells 1 h before cell addition.
Matrigel was directly loaded in Transwell inserts, allowed to polymerize
for 30 min, and rehydrated like fibrillar collagen.
To make the matrices easier to visualize by confocal microscopy, 0.25%
(v/v) of 1 mg/ml FITC was added to the preparation of matrices where
indicated. Matrices were then allowed to polymerize as described above and
washed three times for 1 h at 37˚C.
BDPuraMatrixwaspreparedasdescribedbythemanufacturer.After30min
of polymerization, 400ml culture mediumwas added on top of the matrix for
30–60 min, followed by three washes before cell addition.
Migration assay.Aftermatrixpolymerization,1mlofmediumsupplemented
with 10% FCS (and 50 ng/ml M-CSF for MDMs) was placed in the lower
chamber of the Transwell inserts to provide a chemoattractant gradient, and
280 ml of medium supplemented with 0.5% FCS was placed in the upper
chamber on top of the matrices. Cells were starved for at least 4 h before the
beginning of the experiment. Cells were harvested from the wells after
a gentlewash in PBS, a 15-min treatment with PBS-EDTA (10mM, pH 7.4),
and centrifugation at 180 3 g for 10 min at room temperature. Cells were
resuspended in relevant mediumwithout FCS, counted, and seeded on top of
the matrices at 3–53 104 cells/Transwell inserts. Cells were then allowed to
migrate for 2–3 d. The mixture of protease inhibitor (PI mix) was composed
of E64c (100 mM), GM6001 (5 mM), aprotinin (0.04 TIU/ml), leupeptin (6
mM), and pepstatin (2 mM). Y27632 was used at 20 mM. DMSO at the
concentration of PI mix was used as a control in all experiments. Inhibitor
concentrations were established to obtain a good efficiency of the drugs
without affecting cell viability as determined by trypan blue exclusion and
lactate dehydrogenase release at the end of each experiment (68–72 h). The
efficiency of protease inhibitors was determined by their ability to inhibit
gelatin-FITC degradation byMDMs adhering on 2D surfaces (Supplemental
Fig. 3). The efficiency of Y27632 was checked by the presence of the
characteristic protrusive and highly branched cell phenotype on 2D surfaces
and on top of all the matrices tested (data not shown). Inhibitors were added
on top of the matrix 30 min before adding the cells and in the lower chamber
at the same concentrations to allow for an optimal repartition of the inhibitors
within thematrix.We also checked the diffusion ofmolecules in the different
matrices using trypan blue solution placed either on top of the matrix or
below in the lower chamber and noncolored medium in the other compart-
ment, respectively.We observed that the equilibriumwas reached after∼15 h
in the different matrices.
Measurement of migration. Each 24 h, quantification of cell migration was
performed using the motorized stage of an inverted video microscope (Leica
DMIRB, Leica Microsystems, Deerfield, IL) and the Metamorph software.
Pictureswere takenautomaticallywith a 103objective and at constant 15-mm
intervals, and cells on top and within the matrix were counted using the cell
counter plugin of the ImageJ software (National Institutes of Health, Be-
thesda,MD). Percentage ofmigrationwas obtained as the ratio of the number
of cells within the matrix to the total number of counted cells. Of note is that
pictureswere taken at the center and in the top two-thirds of thematrix and not
on the sides or close to the membrane where the matrix stiffness might be
different because of mechanical forces.
Phenotype quantification and calculation of aspect ratio. The phenotype of
cells in the different 3D environment was quantified using the same pictures
and Image J than for migration measurement. The aspect ratio is the ratio of
the lengthof themajor cell axis to theminor axis as describedpreviously (31).
For an amoeboid cell, the aspect ratio was ,2.5, whereas for mesenchymal
cells the aspect ratio was .2.5. For each condition, at least 100 cells were
scored, and a minimum of three independent experiments were analyzed.














Matrices were prepared and migration assay was performed as described
above in thepresenceorabsenceofcells.Matriceswere thenfixedusing0.1M
sodium cacodylate buffer supplemented with 2.5% (v/v) glutaraldehyde and
prepared as previously described (32) for observation with a JEOL JSM-
6700F scanning electron microscope.
Live-cell imaging
Cells were embedded in matrices prior to polymerization of the lattice at
least 16 h before starting of imaging. Imaging was performed using an
inverted microscope (Leica DMIRB, Leica Microsystems) equipped with
a motorized stage, an incubator chamber to maintain constant temperature,
and CO2 levels. Images were acquired with Metamorph software. In each
experiment, 203 phase contrast time-lapse images were acquired every
10 min in 18–20 z-planes over a 5–12-h period for 7–10 representative
fields of view per matrix. Cells were tracked in z-planes (15-mm step) in
the central part of the gel away from the top and the bottom to avoid edge
effects. A representative subset of time-lapse videos out of three in-
dependent experiments was analyzed using ImageJ software. To avoid
problems of automated cell tracking, the manual motion tracking was used
to track the center of the nuclei of each cell throughout the time sequence.
Cell movement in the third dimension (z) was not considered for calcu-
lation of cell velocity, because it did rarely exceed five z-planes throughout
the whole period of time. Quantification of cell migration velocity was
calculated for each cell, and results are expressed as the mean6 SD of 15–
26 cells coming from three independent experiments for each matrix. Cells
were screened visually before selection, and nonmoving cells were not
selected for analysis as described previously (31).
2D coatings
Coverslips were coated with 0.2 mg/ml FITC-coupled gelatin (Invitrogen)
as described previously (32). For collagen I coating, 24-well coverslips
were precoated with 2 mg/ml polylysine for at least 40 min at 37˚C. After
a quick wash in PBS containing CaCl2 and MgCl2, BSA (0.5% final
concentration) was added for 15 min at 37˚C. Thirty microliters of matrix
was dropped off onto parafilm, and coverslips were returned onto it for
a few minutes to obtain a thin layer adsorbed at the surface of polylysine
coated coverslips. Coverslips were put back in empty wells for 40 min to
allow collagen I polymerization at 37˚C. Coverslips were then washed in
PBS, and cells (3–5 3 104) were added.
Immunostaining, confocal microscopy, and image analysis
At the end of migration experiments, matrices were fixed with 3.7% (w/v)
paraformaldehyde and 15 mM sucrose for 45min at room temperature.
Paraformaldehyde was quenched with 50 mM NH4Cl for 5min. Cells
embedded in the matrices were permeabilized with PBS–Triton X-100
0.1% supplemented with 3% (w/v) BSA to perform saturation at the same
time for 1 h. Then, cells were stained with primary Ab (5 mg/ml anti-
paxillin, 80 mg/ml antigelsolin, 5 mg/ml anti–b1-integrin, and 2 mg/ml
anti–P-tyr) and secondary Ab, phalloidin-Texas Red (1 U/ml; Invitrogen),
and DAPI (0.5 mg/ml; Sigma-Aldrich) or high-content screening (HCS)
cell mask deep red (1 mg/ml; Molecular Probes, Eugene, OR). For cor-
tactin labeling, a 7-min prefixation step was performed in PFA 3.7% and
0.3% Triton X-100, and no further permeabilization was done before the
addition of the primary Ab (10 mg/ml anticortactin). The protocol was then
followed as for the other Abs.
Type I collagen degradation can be assessed by detecting the C-terminal
neoepitope generated by collagenase-mediated cleavage of collagen triple
helix (the 3/4 fragment). This neoepitope was visualized using the anti-
COL2 3/4 Cshort IgG (IBEX Pharmaceuticals) as described previously (22).
Images were collected using a confocal microscope (Leica SP2).
Samples were scanned with a 0.1–0.4-mm step. Images were processed for
brightness and contrast and filtered for noise with Adobe Photoshop ac-
cording to the current ethical lines (33).
Rheology of reconstituted matrices
Matrix responses to oscillatory shear was measured using a rheometer
(Advanced Rheometer AR1000) equipped with a cone (diameter: 40 mm;
angle: 2˚)/flat-plate geometry. This standard geometry consists of a hori-
zontal plate (flat-plate) topped with a cone, the sample being sandwiched
between the lower plate and the upper cone. The platewas first refrigerated at
10˚C. Amatrix sample in liquid form (600ml), prepared as above at 4˚C, was
placed on the center of the lower plate. The conewas lowered onto the sample
to the proper height. The plate was heated to 37˚C, and the samples were left
undisturbed for 30 min to allow for gel formation. A humid atmosphere was
created around the plates. After 30 min, the sample was subjected to oscil-
latory shear by rotating the cone around its axis with a maximum strain of
1%, with an angular velocity that oscillates sinusoidally. Both storage
modulus (G’) and lossmodulus (G”)weremeasured in the linear viscoelastic
regimen as a function of the frequency of the angular velocity from0.1–1Hz.
Statistical analysis
Data are reported as mean 6 SD. Statistical comparisons between three or
more sets of data were performed with a bilateral Student paired t test.
Values of p, 0.05 are represented by one star, , 0.01 by two stars, and ,
0.001 by three stars.
Online supplemental material
Results obtained with HT1080 cells are shown in Supplemental Fig. 1.
Quicktime movies of the image series from which Figs. 1–4 were made
(Supplemental Videos 1–4) and original scanning electron microscopy
pictures (Supplemental Fig. 2) are available. Results obtained on the effect
of protease inhibitors on podosomes and FITC-gelatin degradation are
shown in Supplemental Fig 3.
Results
To unravel human MDM 3D migration, we chose the 3D migration
models currently used in studieswith invasive tumor cells, which are
acellular ECM composed of either fibrous collagen I or Matrigel (9,
12, 34).Wedeveloped an experimentalmodel inwhichECM is thick
enough to observe a 3D phenotype and measure parameters of 3D
migration.
Human macrophages exhibit a mesenchymal migration mode
in Matrigel with no mesenchymal-to-amoeboid transition
First, we studied human MDM 3D migration through thick layer of
Matrigel. This matrix is a mixture of ECM proteins produced by
a mouse sarcoma cell line grown in vivo, particularly rich in laminin
and collagen IV, and is structurally organized as a gel (35). At the
surface of the matrix, MDMs were round or spindle shaped but al-
most exclusively elongated inside the matrix (Fig. 1A–C, Table I), as
observed by: 1) phase-contrast microscopy pictures of living cells
(Fig. 1A); 2) confocal fluorescencemicroscopy and z-reconstitutions
of fixed cells (Fig, 1B, left panel); and 3) by scanning electron mi-
croscopy (Fig. 1C).
We then examined MDM migration in the presence of a mixture
of proteases inhibitors (PI mix) previously used by other groups to
characterize the migration mode of tumor cells (15, 18). It contains
the broad MMP inhibitor GM6001, the non-membrane-permeable
thiol proteases inhibitor E64c, the serine protease inhibitor apro-
tinin, the broad cysteine protease inhibitor leupeptin, and the as-
partic protease inhibitor pepstatin. When PI mix was added,
macrophage infiltration into the matrix was strongly affected (Fig.
1D), and the presence of holes in the matrix observed by scanning
electron microscopy around MDMs, which penetrated into Ma-
trigel (Fig. 1C, arrows), was much less frequently detected. When
GM6001 was used alone at 10 mM (Fig. 1D) or at the concentration
of PI mix (5 mM; data not shown), no inhibition of macrophage
migration was observed. To confirm that MMPs are not involved in
the protease-dependent migration of human macrophages, the
peptidomimetic inhibitors of MMPs, BB-94/Batimastat (5 mM) or
BB-2516/Marimastat (1.5 mM) (16, 36), were used, and no in-
hibition was observed (data not shown). When the molecules
present in PI mix, except GM6001 were used together, macrophage
migration was inhibited but not as efficiently as PI mix (Fig. 1D).
Thedependenceonmatrixremodelingwasalsoillustratedbytheuse
of the proteolysis-resistant dense matrix, BD PuraMatrix Peptide
Hydrogel, which likeMatrigel, polymerizes into a 3D dense hydrogel
(37). Even after 7 d on PuraMatrix used at comparable concentration
thanMatrigel (10mg/ml) or twice diluted, humanMDMswere unable
to pierce into this matrix (data not shown).













FIGURE 1. Human macrophages use the mesenchymal mode to migrate through Matrigel in a protease-dependent but MMP-dispensable manner. Human
MDMs were loaded on the top of thick layers of Matrigel (9.3–11 mg/ml) polymerized in Transwell inserts. Cell migration was monitored every 24 h, and
pictures of cells were taken after 72 h (A–C). A, Pictures of live cells either at the surface (top) or within (inside) the matrix were taken using the inverted
video microscope (original magnification 340). Bars: 20 mm. B, Confocal images of cells migrating in FITC-labeled matrices in the presence (PI mix) or
absence (control) of protease inhibitors. Cells were fixed and permeabilized prior to staining of F-actin with Texas Red phalloidin and cell body with HCS
cell mask deep red. Projections of a single z-section and x/z and y/z projections along the dashed white lines are shown. Elongated cells were observed
within the matrix (arrow). Cells on the top of Matrigel showed mostly a rounded shape (white arrowheads). F-actin–enriched structures at the tip of
membrane protrusions are shown (open arrowheads) using the Leica SP2 confocal microscope (original magnification 340). Bars: 20 mm. C, Morphology
of cells and interaction with the surrounding matrix was analyzed by scanning electron microscopy. Note the presence of holes in the matrix around control
cells penetrating Matrigel (arrows), which were only occasionally seen in PI-treated cells (right pictures) (top, original magnification 33000; bottom,
original magnification 31200). Bars: 5 and 10 mm. D, The percentage of migrating cells was measured in control or drug-treated cells (PI mix, GM6001 at
10 mM, PI mix without GM6001 or Y27632). Results are expressed as normalized values (mean 6 SD of at least three independent experiments). Per-
centage of migrating cells in control experiments 26.76 11.1%, n = 7. Statistics: Student t test (p = 0.005 for PI mix). E, Human MDMs were embedded in
Matrigel for 24–48 h, and cell movement was followed by time-lapse video microscopy using the Leica DMIRB inverted microscope equipped with
a CoolSnap HG camera (Roper Scientific SAS, Evry, France) (original magnification 320). (Movie is shown in Supplemental Video 1). Initial position of
the nucleus is labeled with a red asterisk. Arrowheads show protrusions at the leading edge and bifurcation between two branched pseudopodia typical of
mesenchymal migration. Cell migration was discontinuous with short stops between two nucleus movements (arrows in the velocity graph) but directional
as shown by the straightforward trajectory of cell (tracking). All experiments were repeated at least three times. Bar: 10 mm.













In contrast to PImix, when the ROCK inhibitor Y27632 was used
in the Matrigel migration assay, MDM migration capacity was not
affected (Fig. 1D).
MDM migration observed by live imaging showed a typical
mesenchymal movement with long and branched leading pseudo-
podia (Fig. 1E, arrowheads) and a back tail that retracted (Supple-
mental Video 1). Cell movement was slow (11.7 6 2.9 mm/h; Fig.
2A, left panel) compared with migration of tumor cells (20), di-
rectional as shown by cell tracking (Figs. 1E, 2A, left panel) and
saltatory as illustrated in Fig. 1E (velocity graph, black arrows) with
cell nuclei staying immobile for a long period of time and then
moving suddenly before becoming static again. Interestingly,
a second type of cell movement that we called “fast” movement was
also observed in this matrix, which is bidirectional and the fastest
(29.0 6 9.8 mm/h; Fig. 2A, right panel, 2B). This movement pro-
ceeded along a tunnel that persisted into the matrix with alternate
back and forth movements (Fig. 2B, Supplemental Video 2) as de-
scribed for endothelial cells (38) and tumor cells (39).
Taken together, these results indicate that: 1) human MDMs
migrate throughMatrigel via themesenchymal mode and thus show
that leukocyte migration is not restricted to a protease-independent
mode; and 2) the protease-dependent migration mode of human
MDMs is not inhibited byMMP inhibitors, in contrast to tumor cells.
As the amoeboid migration mode of U937 macrophages has been
previously described in fibrillar collagen I matrix (22), we next used
this matrix to study MDM 3D migration.
Human macrophages exhibit an amoeboid migration mode in
fibrillar collagen I
Collagen I is the most abundant collagen in human body. Fibrillar
collagen I is used to mimic classical stromal/interstitial ECM.
Matrigel and fibrillar collagen I matrices had very different
structures as shown by scanning electron microscopy pictures
(Figs. 1C, 3C, respectively). Matrigel formed a dense material,
whereas collagen I formed a highly porous matrix, in which long
fibers can be clearly identified (12). Both at the surface and within
fibrillar collagen I, most MDMs exhibited a rounded shape as
shown in Fig. 3A, Fig. 3B, left panel, and Fig. 3C, left picture, and
few cells had a protrusive phenotype (Table I).
When Y27632 was added to the migration assay, cell migration
was strongly inhibited (Fig. 3D), showing that MDM migration
was dependent on ROCK activity. When protease inhibitors were
added, the phenotype of the cells (Fig. 3B, 3C, Table I), and the
percentage of migrating MDMs were unchanged compared with
untreated cells (Fig. 3D).
Bytime-lapsevideomicroscopy,weobservedthatMDMsperformed
a typical amoeboid movement with rounded membrane protrusions
(40, 41) and few short protrusions (Fig. 3E, Supplemental Video 3).
Cell movement was much less saltatory than in Matrigel (Fig. 3E,
velocity graph) and not directional as shown by cell tracking (Fig. 3E,
right picture, 3F). The mean velocity was of 42.56 17.2 mm/h (Fig.
3F), which was 3.6 times faster than in Matrigel.
These results demonstrate that humanMDMs adopt an amoeboid
migration mode in fibrillar collagen I.
In contrast to MDMs, in fibrillar collagen I, HT1080 tumor cells
have amesenchymalmigrationmode (18, 20).We actually observed
Table I. Percentage of protrusive MDMs within the different matrices in
the presence (PI mix) or in the absence (control) of protease inhibitors
% Protrusive Cells Matrigel Fibrillar Collagen I Gelled Collagen I
Control 84 6 1.4 23 6 6 67 6 13
PI mix 63 6 6.5* 20 6 16 57 6 25
MDMs were allowed to migrate for 48–72 h. The aspect ratio of at least 100 cells
was calculated. Cells were determined as protrusive when the ratio was .2.5. The
percentage of protrusive cells in gelled collagen I and Matrigel were high compared
with fibrillar collagen I. In both Matrigel and gelled collagen I, PI mix induces a small
decrease of protrusive cells compared to control; the difference is statistically signif-
icant in Matrigel (p). Values are mean6 SD of at least three independent experiments.
FIGURE 2. A, Tracking of human MDMs
migrating through Matrigel. Human MDM tra-
jectories were analyzed. Cells (number in-
dicated) were examined by time-lapse video
microscopy. The mean velocity was calculated,
and the x/y trajectory of seven representative
cells is shown on the graphswith a different color
for each cell. Starting point is at the origin and
each following point represents the position of
the cell at 10-min time interval. Two types of cell
movement were monitored: a “slow” movement,
whichwas unidirectional, and a “fast”movement
with alternate forward and backward motions.
The latter proceeded along a tunnel that persisted
into the matrix. B, Time-lapse video microscopy
imaging of the “fast” movement of MDMs in
Matrigel, which was taken using the Leica
DMIRB inverted microscope equipped with
a CoolSnap HG camera (original magnification
320). (Movie is shown in Supplemental Video
2.) MDMs were treated as described in Fig. 1E.
Initial position of the nucleus is labeledwith a red
asterisk. The persistent tunnel is materialized by
dashed black lines at time point 160 min. All
experiments were repeated at least three times.
Bar: 10 mm.













that they exhibited a mesenchymal morphology (Supplemental
Fig. 1A). In the presence of protease inhibitors, the characteristic
mesenchymal-amoeboid transition was observed with a decreased
percentage of protrusive HT1080 cells and a constant migration rate
(Supplemental Fig. 1A) as described previously (20).
To conclude on these first two parts, we showed that human
MDMs are able to perform either amoeboid or mesenchymal
migration depending on the matrix. In contrast to tumor cells,
mesenchymal migration in Matrigel is not affected by MMP
inhibition.
FIGURE 3. Human macrophages use the amoeboid mode to migrate through fibrillar collagen I. Human MDMs were loaded on the top of thick layers of
fibrillar collagen I (2 mg/ml) polymerized in Transwell inserts. Cell migration was monitored every 24 h, and pictures were taken after 48 h (A–C). A,
Pictures of live cells either at the surface (top) or within (inside) the matrix were taken using an inverted video microscope (original magnification 310).
Bars: 20 mm. B, Confocal pictures as described in Fig. 1 are showing cells migrating through FITC-labeled collagen in the presence (PI mix) or absence
(control) of protease inhibitors. They were fixed and permeabilized prior to staining of F-actin with Texas Red phalloidin and cell body with HCS cell mask
deep red. Control and PI mix-treated cells behaved similarly: equivalent proportion of cells at the surface (arrowheads) or within (white arrows) the matrix
and similar morphology and F-actin staining in both cases (Leica SP2 confocal microscope, original magnification 340). Bars: 20 mm. C, Scanning
electron microscopy pictures of control and PI mix-treated cells on the top of fibrillar collagen were taken (original magnification 33500). Bars: 5 mm. D,
The percentage of migrating cells was measured in control or drug-treated cells (PI mix or Y27632). Results are expressed as normalized values (mean 6
SD of at least three independent experiments), the percentage of migrating control cells is 33.8 6 8.9% (n = 7). Statistics: Student t test (p = 0.007 for
Y27632). E, Human MDMs were embedded in fibrillar collagen, and cell movement was followed by time-lapse video microscopy for indicated times using
the Leica DMIRB inverted microscope equipped with a CoolSnap HG camera (original magnification 320). (Movie is shown in Supplemental Video 3.)
Initial position of the nucleus is labeled with a red asterisk. Rounded membrane protrusions (arrows) and few short protrusions (arrowheads) characteristic
of amoeboid migration are shown. Cell movement was continuous (velocity graph) but not directional as shown by the random trajectory of cell (tracking).
All experiments were repeated at least three times. Bars: 10 mm. F, Trajectories of 19 human MDM in three independent experiments were followed by
time-lapse video microscopy. The mean velocity was calculated, and the x/y movement of seven representative cells is shown on the graphs with a different
color for each cell trajectory. Starting point is at the origin, and each following point represents the position of the cell at each 10-min time interval.
Compare the random continuous movement in fibrillar collagen to the orientated discontinuous movement in Matrigel (Fig. 2).













Human macrophages exhibit a mesenchymal migration mode
in collagen I matrix when structured as a gel
Because fibrillar collagen I and Matrigel have distinct biochemical
compositions, we made up a newmatrix by using the same collagen
I polymerized as a dense gel, which we called gelled collagen I.
When human MDMs were loaded on gelled collagen I, cell
migration characteristics were identical to those observed with
Matrigel: a majority of rounded cells at the surface and protrusive
cells within the matrix (Fig. 4A, 4B), and trans-matrix migration
was dependent on protease activity as shown by the inhibitory
FIGURE 4. Human macrophages use the mesenchymal mode to migrate through a matrix of collagen I structurally organized as a gel. Human MDMs
were loaded on the top of thick layers of gelled collagen I (5.1 mg/ml) polymerized in Transwell inserts. Cell migration was monitored every 24 h, and
pictures of cells were taken after 72 h (A–C). A, Pictures of live cells either at the surface (top) or within (inside) the matrix were taken using an inverted
video microscope (original magnification 310). Bars: 20 mm. B, Confocal images as described in Fig. 1 are showing cells migrating in FITC-labeled
matrices in the presence (PI mix) or absence (control) of protease inhibitors. Cells were fixed and permeabilized prior to staining of F-actin with Texas Red
phalloidin and cell body with HCS cell mask deep red. Elongated cells were observed within the matrix (arrow). Cells on the top of collagen showed mostly
a rounded shape (white arrowheads). F-actin enriched structures at the tip of membrane protrusions are shown (open arrowheads) (Leica SP2 microscope,
original magnification 340). Bars: 20 mm. C, Morphology of cells and interaction with the surrounding matrix analyzed by scanning electron microscopy
(original magnification 33500). Dismantled matrix is observed at the place of penetration of control cell inside collagen (arrow). This was not observed in
the presence of PI mix. Bars: 2 and 5 mm. D, The percentage of migrating cells was measured in control or drug-treated cells (PI mix or Y27632). Results
are expressed as normalized values (mean6 SD of at least three independent experiments), the percentage of migrating control cells is 33.06 9.1% (n = 5).
Statistics: Student t test (p = 0.002 for PI mix). E, Human MDMs were embedded in gelled collagen I, and cell movement was followed by time-lapse video
microscopy using a Leica DMIRB inverted microscope equipped with a CoolSnap HG camera (original magnification 320). Initial position of the nucleus
is labeled with a red asterisk. Like in Matrigel, cells showed protrusions at the leading edge and bifurcation between two branched pseudopodia (ar-
rowheads), cell migration was discontinuous with short stops between two nucleus movements (arrows in the velocity graph), and cell trajectory was
directional (straightforward movement of cell on the tracking picture). (Movie is shown in Supplemental Video 4.) Each experiment was repeated at least
three times. Bars: 10 mm. F, Trajectories of 26 human MDMs in three independent experiments were followed by time-lapse video microscopy as described
in Fig. 3F, trajectories of seven representative cells are shown on the graphs with a different color for each cell. Compare the orientated discontinuous
movement to the random continuous movement in fibrillar collagen (Fig. 3).













effect of PI mix on cell migration (Fig. 4B–D). Like in Matrigel
(Fig. 1D), GM6001 used alone did not impair macrophage mi-
gration in gelled collagen I (data not shown). The percentage of
protrusive cells was not significantly decreased in the presence of
PI mix (Fig. 4C, Table I), and instead of the well-delimited holes
observed in Matrigel (Fig. 1C), gelled collagen I appeared dis-
mantled at the place of cell penetration (Fig. 4C, arrow).
In addition, no significant inhibition of cellmigrationwas observed
in the presence of the ROCK inhibitor Y27632 (Fig. 4D) and cell
migration showed a typical mesenchymal movement (Fig. 4E, Sup-
plemental Video 4) with long leading pseudopodia (Fig. 4E, arrow-
heads), oriented (Fig. 4E ,tracking, 4F) and saltatory cell movements
(Fig. 4E, velocity graph arrows). The mean velocity was 11.6 6
4.5mm/h (Fig. 4F), which was very close to the “slow” movement
observed in Matrigel. These results are in favor of migration of
MDMs within gelled collagen through the mesenchymal mode.
So,althoughbothmatricesweremadeofcollagenI,humanMDMs
were able to develop two distinct modes of 3Dmigration, amoeboid
and mesenchymal, depending on whether it is organized as fibers or
gel. This suggested that MDMmigration mode could be influenced
eitherby thearchitecture (gelorfibers)orby therigidityof thematrix.
For comparison, HT1080 cells adopted a similar mesenchymal
morphology in gelled collagen than in fibrillar collagen (Supple-
mental Fig. 1). However, in the presence of PI mix, the percentage
of protrusive cells was decreased and HT1080 cells migration was
broadly inhibited (Supplemental Fig. 1B), suggesting that the
mesenchymal/amoeboid transition cannot occur in this matrix like
it does in fibrillar collagen. Thus, the behavior of HT1080 cells in
gelled collagen I mimics the one described in native fibrillar
collagen I (Supplemental Fig. 1) (16).
The choice of macrophage migratory mode is dictated by the
ECM architecture
Next, we examined the influence of parameters existing in 3D
environments, such as porosity and elasticity of the matrix.
Regarding the architecture of matrices, scanning electron micros-
copy pictures provided information about the structural organization
of the matrices used in this study (Fig. 5A). Like Matrigel, gelled
FIGURE 5. Physical parameters of matrices. A, Distinct structural organizations of matrices is shown by pictures of fibrillar collagen I (2 mg/ml),
Matrigel (10 mg/ml), and gelled collagen I (5.1 mg/ml) examined by scanning electron microscopy (original magnification 310,000). Bars: 1 mm. B, Matrix
rigidity values are shown by rheometry measurement of G’ and G” moduli of each matrix. C and D, Fibrillar collagen I at 4 mg/ml was used. C, Scanning
electron microscopy picture and rheometry measurement of G’ and G” moduli; bar: 1 mm (original magnification 310,000). D, Percentage of migrating
cells in control or drug-treated cells (PI mix or Y27632) after 48 h. Results are expressed as mean 6 SD of three independent experiments, and the
percentage of migrating control cells is of 37.5 6 10.1% (n = 4). Statistics: Student t test (p = 0.022 for Y27632).













collagen I was a dense network of small interfiber spaces, whereas
fibrillar collagen Iwasmade of long fibrilswith large interfiber spaces.
Rheological measurements were undertaken to provide in-
formation about the mechanical characteristics (elasticity and
viscosity) of the matrices. The matrices were subjected to a small-
amplitude oscillatory shearing. For each matrix tested, the elastic
modulus (G’) and the viscous modulus (G”) were recorded in
function of the frequency (Fig. 5B). Both moduli remained almost
unchanged through the frequency range, with G’ always greater
than G”. This behavior is typical of a solid-like material. More
precisely, when G’ is one order of magnitude higher than G” it
relates to a “weak gel” material (42, 43). As shown in Fig. 5B,
gelled collagen I and Matrigel had comparable elasticity but
Matrigel had a lower viscosity. In comparison, these two param-
eters were much lower in fibrillar collagen.
To explore whether the different migration modes could be
controlled by differences in matrix visco-elastic properties rather
than architectural properties, we next prepared a matrix of fibrillar
collagen with visco-elastic properties similar to that of gelled
collagen at 5.1 mg/ml. We found that this (Fig. 5B) was reached by
increasing the concentration of fibrillar collagen at 4 mg/ml (Fig.
5C). Under these conditions, MDMs seemed to perform amoeboid
migration as defined by the characteristic rounded phenotype (data
not shown), with a significant inhibitory effect of Y27632 but no
significant effect of PI mix (Fig. 5D).
These results indicate that, in collagen I matrices with similar
visco-elastic properties but distinct architectures (very large versus
small pores), human MDMs are able to perform either amoeboid or
mesenchymal migration mode. It is likely that MDMs adapt their
migration mode to the geometry of the matrix.
Human MDMs performing mesenchymal migration exhibit
collagenolytic protrusions
We next wanted to better characterize human MDM mesenchymal
migration.
Macrophages are equipped with specialized structures called
podosomes with ECM proteolytic properties (44, 45) like their
tumoral counterpart, invadopodia (46). So, we examined whether
these structures, which have only been studied in two dimensions
(47), could be involved in the 3D protease-dependent migration
mode of macrophages.
As the formation of invadopodia has been shown to be strongly
inhibited in the presence of MMP inhibitors (48), we first examined
this possibility in human macrophages. As shown in Supplemental
Fig. 3, the proteolytic activity of podosomes but not their formation
was strongly affected in the presence of PI mix or GM6001. Next,
we examined whether the classical macrophage podosomal struc-
tures were formed in MDMs adhering on gelled and fibrillar colla-
gen I polymerized on glass coverslips as thin layers to maintain the
cells in two dimensions.When comparedwith the cell shape in Figs.
3 and 4,MDMs layered on the two 2Dmatrices were flat (Fig. 6A) as
expected from previous data showing that cells flattened as the
stiffness of the matrix increased (42, 49, 50). In addition, they
formed podosomes characterized by the classical F-actin dots and
matrix degradation was observed (Fig. 6A, arrows).
Finally, human MDMs migrating in three dimensions within
a thick layer of the same matrices were fixed and proteins com-
monly observed in podosomes or invadopodia (47, 51–53) were
stained. Inside gelled collagen, the tips of membrane protrusions
formed by MDMs were enriched in F-actin (Figs. 4B, 6B), cor-
tactin, paxillin, gelsolin, and P-tyr proteins (Fig. 6B). Integrins are
cell adhesion receptors, which mediate leukocyte migration (54).
b1-integrin is the main collagen I receptor (3); it is associated to
invadopodia and podosomes (34, 52) and involved in tumor cell
invasion (55). In this study, we found b1-integrin colocalizing with
F-actin at the tips of pseudopodia (Fig. 6B). At the interface be-
tween F-actin–rich protrusions and the matrix, collagenolysis was
observed using Abs specifically recognizing cleavage-site–specific
epitopes of collagen I, COL2 3/4 C short Abs (Fig. 6B) as pre-
viously reported for tumor cells (56). When MDMs migrated in-
side fibrillar collagen, these F-actin–rich protrusions were not
observed. Cortactin, paxillin, gelsolin, b1-integrin, and tyrosine-
phoshorylated protein stainings were diffuse and collagenolysis
epitopes were not detected (Fig. 7).
These results suggest that collagenolytic protrusions are only
formed when the migration mode requires defined proteolytic
activity and thus could be the 3D organization of podosomes.
Discussion
A hallmark of leukocytes is their ability to migrate through ana-
tomical barriers. They share this property with invasive tumor cells.
Although2Dmigrationof leukocytesiswelldescribed,3Dmigration,
which takes into account the interstitial tissue physical constraints,
has been documented mostly for T lymphocytes and dendritic cells
but not for macrophages (3, 57). We report in this study that human
MDMs are able to perform either amoeboid or mesenchymal mi-
gration. They are the first cells able to adapt their migration mode to
the matrix architecture. Finally, we show that macrophage mesen-
chymal migration involves proteolytic activity located at the tip
of membrane protrusions, which could be the 3D counterparts of
2D podosomes.
In the course of in vivo migration, macrophages encounter in-
terstitial tissues structured as collagen I fibers or as gel in basement
membranes and dense tissues, such as tumors (3, 7, 58). So, our first
attempt has been to examine the migration of human MDMs in
matrices presenting these two different network structures, i.e., fi-
brillar collagen I and Matrigel, both being commonly used to study
tumor cell migration. Furthermore, we designed a new matrix that
we called gelled collagen I, which shares the biochemical compo-
sition with fibrillar collagen I and the architecture with Matrigel.
Most of the experiments were designed to compare in parallel the
migration modes of MDMs from the same donor in the three ma-
trices used in this article. We observed that MDMs from all of the
donors used in this study (.15) are able to adapt their migration
mode to the matrix, performing either amoeboid movement in fi-
brillar ormesenchymalmigration in gelledmatrices. But, in contrast
to tumor cells, human macrophages are unable to overcome the
action of protease inhibitors by mesenchymal-amoeboid transition.
The use of pepsin-extracted collagen I polymerized as fibrils has
been shown to be permissive for amoeboid migration of tumor cells
while native fibrillar collagen I, with similar pore size but distinct
collagen I intermolecular cross-links, triggers protease-dependent
migration (16). As we used pepsin-extracted collagen I, it will be
interesting to investigatewhethermacrophagesmigrating in fibrillar
native collagen I perform the mesenchymal migration mode. Nev-
ertheless, an important finding of the present work is that human
MDMs perform protease-dependent 3Dmigration depending on the
matrix architecture and not only amoeboid movements as pre-
viously assumed.
In light of these results, our next attempt was to understand
which parameter of the matrix motivates MDMs to do mesen-
chymal or amoeboid migration: the viscoelastic properties or the
architecture of the matrix. To study the consequences of the matrix
structure onto the macrophage migration mode, matrices with the
same biochemical composition (collagen I) and the same visco-
elastic properties were used. In fibrillar collagen, macrophages
perform amoeboid migration, and in gelled collagen, they use
mesenchymal migration, suggesting that macrophages are able













FIGURE 6. A, Human MDMs adherent on 2D fibrillar and gelled collagen form podosomes and degrade the matrix. Cells were loaded on glass coverslips
coated with a thin layer of FITC-labeled fibrillar or gelled collagen I. After 16 h of adhesion, cells were fixed and stained for F-actin with Texas Red
phalloidin. Note that cells are flattened, form podosomes (F-actin–enriched dots), and degrade the matrix underneath the cells on the two matrices (arrows).
The holes in the FITC matrix were frequently below F-actin–rich podosomes. Holes that did not coincide with F-actin could correspond to podosomes that













to sense the architecture of matrices. It is likely that adhesion
receptors have distinct spatial arrangements when macrophages are
in contact with collagen I organized as fibrils or as a gel. As recently
reviewed, ligand spacing play a key role in environmental sensing
and signaling transduction (59) with downstream signals that
might differ and, in our experimental conditions, promote either
amoeboid or mesenchymal migration.
As reported for endothelial and cancer cells (38, 39), we ob-
served that macrophages can generate a persistent tunnel when
they perform mesenchymal migration in Matrigel. Actually
had turned over during the time of the experiment. Note that podosomes often accumulate at the leading edge of the migrating cells. Bars: 10 mm. B, Human
MDMs in 3D form F-actin–, cortactin-, paxillin-, gelsolin, b1-integrin ,and P-tyr–enriched structures with collagenolytic activity at the tip of pseudopodia
when migrating via the mesenchymal mode. After migration in gelled collagen I matrices in Transwell inserts for 72 h, samples were fixed, permeabilized,
and stained with anticortactin, antipaxillin, antigelsolin, anti–b1-integrin, anti–P-tyr, or Col23/4Cshort Abs (to detect positive collagenolytic activity) and
Texas Red phalloidin. Membrane protrusions enriched in F-actin, cortactin, paxillin, gelsolin, b1-integrin, and P-tyr and positive for collagenolytic activity
are shown (B, arrows and inset). Samples were monitored by confocal microscopy (Leica SP2). Images show projections of 2–10 z-sections of 0.4 mm in
depth. Bars: 20 mm. Insets in B are zoomed four times.
FIGURE 7. Human MDMs migrating via the amoeboid mode do not form pseudopodia enriched in F-actin, cortactin, paxillin, gelsolin, b1-integrin, and
P-tyr and do not have a collagenolytic activity. After migration in fibrillar collagen I matrices in Transwell inserts for 48–72 h, samples were fixed,
permeabilized, and stained with indicated primary Abs as described in Fig. 6 and Texas Red phalloidin (original magnification 3100). Bars: 20 mm.













macrophage mesenchymal migration consists in two types of
movement: the “slow” movement, which could be made by
a leading cell, is unidirectional, proteolytic, and forms a tunnel
inside the matrix. The “fast” movement consists in back and forth
migration performed by the leading cell itself or by following
cells. Tunnel formation might facilitate the progression of fol-
lowing cells through anatomic barriers. In addition, we show that
mesenchymal migration, which is a protease-dependent process, is
accompanied by the formation of F-actin–rich protrusions with
a collagenolytic activity. In contrast, macrophage amoeboid mi-
gration, which is a protease-independent process, is not associated
with membrane protrusions or collagenolytic activity.
In two dimensions, macrophages and macrophage-derived cells
are the only cells to be constitutively equipped with particular
adhesion structures called podosomes, exhibiting ECM proteolytic
activity (44). In contrast to invadopodia, the tumor cell counterpart
of podosomes (48), we observed that podosome formation in
human MDMs is not affected by protease inhibitors, further sup-
porting previous observations that podosomes and invadopodia are
distinct although related structures (47). Podosomes have been
studied in two dimensions and found to reorganize as a sealing
zone delimitating the bone resorbing compartment of osteoclasts.
The role of podosomes in macrophages is not clear yet. It is likely
that when macrophages are seeded on matrices, podosomes could
function as mechanosensor by analogy to results obtained in
model cells forming podosome rosettes (60, 61), but the role of
a proteolytic activity in this process is not obvious. In the light of
our results showing that markers of podosome (such as cortactin,
paxillin, gelsolin, and b1-integrin) and a collagenolytic activity are
present at the tips of 3D protrusions, we propose that podosomes
could be reorganized to form these protrusive structures once
macrophages infiltrate 3D matrices in a mesenchymal mode. Thus
podosomes could play a central role in facilitating macrophage
migration through matrices that trigger the protease-dependent
migratory mode. Also cancer cells migrating inside a matrix form
lateral spikes with proteolytic activity (34). On one hand, several
cancer cell lines are equipped with invadopodia (46). On the other
hand, it has been recently proposed that proteolytic protrusions in
3D-migrating cancer cells are related to 2D lamellipodia formed at
the leading edge, which often generate proteolysis underneath the
anterior rim (34). Interestingly, in macrophages migrating in two
dimensions, podosomes are polarized at the leading edge la-
mellipodia (Ref. 44; Fig. 6, Supplemental Fig. 3). Although a lot
of work remains to be done, it is tempting to propose that, in
macrophages, 2D podosomes could be at the origin of 3D colla-
genolytic protrusions. Similarly, 3D cell adhesions have been
shown to differ in organization, localization, and function from
those classically described in two dimensions (62).
When cancer cell 3Dmigration is protease dependent, it is mostly
because ofMMPs (16, 34). Actually, 3Dmigration of cancer cells is
almost entirely reliant on MMP14 (MT1-MMP) (16). However, the
involvement of MMPs in macrophage migration is less clear. In
vivo, MMP13 and MMP14 (MT1-MMP) are not involved in mac-
rophage recruitment in experimental atherosclerosis (24, 25), and
macrophage infiltration was unaffected by MT1-MMP deletion in
an aortic aneurysm model (26). In contrast, MMP9 is playing a role
in peritonitis-induced macrophage recruitment (23), but in vitro,
Mmp92/2 macrophages do not exhibit any migration defect in
Matrigel (23). Furthermore, we report that MMP inhibitors did not
inhibit macrophage mesenchymal migration, suggesting that MMP
activity is not sufficient to allowmesenchymal migration ofMDMs.
If we consider thatMMPs are notmandatory for protease-dependent
macrophage 3D migration and that a mix of protease inhibitors
dedicated to cysteine-, glutamic-, and serine-proteases affects
macrophage migration, we propose that proteases mostly of lyso-
somal origin could be implicated. Actually, the lysosomal enzyme
Cathepsin B has been shown to participate in matrix invasion of
transformed fibroblasts (63).
Similarly toosteoclasts,whichsecrete lysosomalenzymes into the
podosome-derived sealing zone (64), we and others have previously
shown that lysosomes play a role in the formation and organization
of podosomal structures in two dimensions (63, 65). Therefore,
delivery of lysosomal proteases at the level of the 3D collagenolytic
structures could participate, potentially with proteases of other
origins, in localized matrix degradation necessary to allow macro-
phagemigration through amatrix structured as a dense gel. Protease
identification represents a challenge because their inhibition could
target macrophage mesenchymal migration without inhibiting
macrophage or lymphocyte amoeboidmigration. However, we keep
inmind that, in the complex and various invivomatrix environments
infiltrated by macrophages under distinct pathological contexts, the
role of proteases has to be dissected.
In conclusion, human macrophages have the double capacity to
perform amoeboid and mesenchymal migration, which should
allow these cells to migrate through all the anatomic boundaries
found in the body. As they adapt their migration mode according to
the matrix architecture, they probably optimize tissue infiltration
without mandatory proteolysis of interstitial tissues. The phar-
macological targeting of macrophage migration-related molecules
for development of new anti-inflammatory and antitumor-based
drug is a promising approach and this study constitutes a critical
step for future works in this field.
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Online supplemental material 
Results obtained with HT1080 cells are shown in figure S1. Quicktime movies of the image 
series from which figures were made and original SEM pictures (Figure S2) are available. 
Results obtained on the effect of protease inhibitors on podosomes and FITC-Gelatin 
degradation are shown in Fig S3.  
 
Fig1Video: Mesenchymal migration mode of MDMs in Matrigel. Images were analysed 
by time-lapse video microscopy using Leica DMRIB microscope. Frames were taken every 
10min during 240min. 
Fig2Video: Second type of mesenchymal migration of MDMs in Matrigel: the “fast” 
movement. Images were analysed by time-lapse video microscopy using Leica DMRIB 
microscope. Frames were taken every 10min during 280min. 
Fig3Video: Amoeboid migration mode of MDMs in Fibrillar Collagen I. Images were 
analysed by time-lapse video microscopy using Leica DMRIB microscope. Frames were 
taken every 10min during 5h. 
Fig4Video: Mesenchymal migration mode of MDMs in gelled Collagen I. Images were 
analysed by time-lapse video microscopy using Leica DMRIB microscope. Frames were 
taken every 10min during 240min. 
 
Figure S1: HT1080 tumour cells exhibit a mesenchymal migration in thick matrices 
made of fibrillar or gelled Collagen I and a mesenchymal-amoeboid transition only in 
fibrillar collagen. HT1080 cells were loaded on the top of thick layers of fibrillar Collagen I 
(2mg/mL)(A) or gelled Collagen I (5.1mg/mL)(B) polymerized in transwell® inserts. Cell 
migration was monitored every 24h and pictures of cells were taken after 72h. Pictures of live 
cells either at the surface (top) or within (inside) the matrix were taken as described in Fig1. 
2 
As previously described (20), HT1080 have characteristics of mesenchymal migration in 
fibrillar and gelled Collagen I with a spindle/protrusive cell shape both at the surface and 
within the matrix. Addition of PI mix in fibrillar Collagen I induced the mesenchymal-
amoeboid transition as it did not significantly inhibit the percentage of migrating cells and 
increased the percentage of rounded cells. In contrast, PI mix did not induce the 
mesenchymal-amoeboid transition, as HT1080 cell migration was inhibited in gelled collagen. 
Similar results by Sabeh and co-workers (16) show that HT-1080 cells did not shift from 
mesenchymal to amoeboid migration in native fibrillar Collagen I. In native Collagen I, 
intermolecular cross-links are present while they are disrupted in pepsin-extracted Collagen I 
used here, suggesting that polymerization of pepsin-extracted Collagen I as a gel could mimic 
the pore rigidity of native Collagen I.  
Figure S2: Original SEM pictures: SEM original uncoloured pictures corresponding to the 
indicated Figures are shown. 
 
Figure S3: PI mix and the MMP inhibitor GM6001 inhibit FITC-Gelatin degradation in 
2D but not podosome formation in human MDMs. Human MDMs treated or not with PI 
mix, GM6001 alone (5 or 10μM final concentration) or PI mix without GM6001 were seeded 
on FITC-Gelatin-coated coverslips for 12 hours to obtain efficient matrix degradation, fixed 
and permeabilized. F-Actin was stained with TexasRed-coupled phalloïdin, nuclei with DAPI 
and cells were examined by fluorescence microscopy. (A) Characteristic podosomes (arrows) 
and rosettes of podosomes (arrowheads) in non-polarized and in 2D migrating cells are 
present in both control and PI mix-treated MDMs. Note that migrating control cells degrade 
large areas of FITC-Gelatin (black area), while in the presence of PI mix, degradation was 
markedly reduced (Scale bar = 20m) B) Percentage of cells with podosomes (grey bars) and 
3 
cells degrading FITC-Gelatin (black bars) in control, PI mix-, GM6001- (5 or 10μM final 
concentration) or PI mix without GM6001-treated MDMs. At least 100 cells were counted for 









3. Discussion et perspectives. 
L’étude du mode migratoire des macrophages a permis de démontrer que ces cellules 
disposent de toute la machinerie moléculaire leur permettant de s’adapter à l’environnement 
qui les entoure, afin de migrer efficacement. Suite à ce travail, de nouvelles questions se 
posent et seront discutées ci-après. 
Puisque les macrophages sont capables d’adopter l’un ou l’autre des modes migratoires 
3D, pourquoi n’observe t-on pas, dans la même matrice, de transition mésenchymal-
amiboide ou amiboide-mésenchymale lorsque l’un ou l’autre des modes est inhibé ? 
Cette question est particulièrement importante quand on sait que les cellules tumorales sont 
capables de faire ces deux transitions (voir paragraphe III-2.2 « Les différentes stratégies de 
migration des cellules tumorales invasives » de l’introduction). On parle généralement de ces 
deux transitions lorsque, sous l’effet d’inhibiteurs ou d’une modification environnementale, 
les cellules sont capables de passer d’un mode à l’autre au sein de la même matrice sans qu’il 
y ait de modification du pourcentage de cellules migrant. 
•  Dans nos matrices gélatineuses, l’inhibition de l’activité des protéases entraine une  
diminution significative du pourcentage de migration. Mais l’inhibition n’est pas totale. Ceci 
peut s’expliquer de deux manières. 1) Soit nos conditions expérimentales sont telles qu’il 
reste suffisamment de protéases actives pour permettre à une partie des cellules de continuer 
leur migration en mode mésenchymal ; 2) soit il y a effectivement une transition 
mésenchymale-amiboide mais seule une partie des cellules en sont capables.  
La 1ère hypothèse est probable car, du fait d’un effet toxique à long terme des inhibiteurs, nous 
avons été obligés de travailler avec des doses assez faibles de ces inhibiteurs (par exemple, 
nous utilisons le GM6001 à 5µM tandis qu’il est utilisé à 50µM dans les HT1080 (Carragher 
et al., 2006)). De ce fait, il est possible que nous n’inhibions que partiellement les protéases 
des macrophages.  
Pour tester la 2ème hypothèse, nous avons quantifié le phénotype des cellules en présence ou 
non des inhibiteurs de protéases (ratio de la longueur sur la largeur des cellules). Nous avons 
observé une diminution significative du phénotype mésenchymal sous l’effet de l’inhibition 
par les anti-protéases en Matrigel™ (Van Goethem E et al, J. Immunol, 2010 : tableau 1). 
Cependant cette diminution (25%) ne peut expliquer, à elle seule, l’inhibition du pourcentage 
de migration (40-50%). Aussi, nous arrivons à la conclusion que, dans nos conditions 
expérimentales, les macrophages ne sont pas capables de faire la transition mésenchymale-
Figure 1 : Modification du phénotype induit par Y27632 en collagène fibreux 2mg/mL
Images en contraste de phase montrant l’augmentation d’un phénotype protrusif en présence de 




amiboide en présence d’inhibiteurs de protéases. De ce fait, comment expliquer la diminution 
de 25% du phénotype mésenchymal ?  
Nous avons montré que certains macrophages évoluent dans des tunnels (Van Goethem E et 
al, J. Immunol, 2010 : figure 2) et nous avons également démontré que ces tunnels étaient 
creusés par des macrophages « leader » et que d’autres cellules pouvaient s’engouffrer à leur 
suite (« following cells ») (Van Goethem E, Eur. J. Cell. Biol, 2010 et chapitre II des 
résultats). De plus nous avons observé que ces « following cells » prenaient souvent un 
phénotype amiboide. Ceci suggère que les cellules ayant suffisamment de protéases actives 
creusent la matrice en tant que cellule « leader » et que d’autres cellules peuvent suivre sans 
avoir à dégrader la matrice, en mode amiboide. Ces résultats peuvent donc expliquer la 
diminution du pourcentage de cellules au phénotype mésenchymal sous l’effet des inhibiteurs 
de protéases. 
D’autre part il est important de souligner que la transition mésenchymal – amiboide des 
cellules tumorales invasives a été observée dans une matrice de collagène fibreuse où la 
migration amiboide peut avoir lieu. En revanche il est probable que dans des matrices 
gélatineuses, la migration amiboide ne peut, tout simplement, pas avoir lieu du fait de 
l’agencement de la matrice. Ainsi cette migration ne serait possible que dans les tunnels de 
dégradation déjà pré-formés. 
 
• Dans le cas des matrices fibreuses, l’inhibition de ROCK est également partielle. Là 
encore, nous pouvons invoquer l’hypothèse que la dose d’inhibiteur utilisée ne permet pas 
d’inhiber totalement l’activité de ROCK. Par contre, nous avons observé l’apparition d’un 
phénotype protrusif en surface et dans la matrice sous l’effet de cette drogue (figure 1). Ainsi, 
nous pourrions penser qu’une partie des cellules effectue la transition amiboide –
mésenchymale comme décrit pour les cellules tumorales (Sanz-Moreno et al., 2008). Pour 
estimer cela, il faudra quantifier le pourcentage de cellules mésenchymales en présence de 
l’inhibiteur de ROCK comme cela a été fait pour l’effet des inhibiteurs de protéases.  
Il a été montré dans des cellules tumorales que le mode mésenchymal indépendant de ROCK 
ne pouvait être adopté que lorsque les fibres de collagène environnantes étaient pré-alignées, 
suggérant ainsi un  rôle de ROCK dans la réorganisation des fibres de collagène (Provenzano 
et al., 2008). Ainsi dans notre cas, ROCK pourrait non seulement jouer un rôle dans la 
contractilité nécessaire au mouvement amiboide mais aussi dans la réorganisation des fibres 
Figure 2 : Effet de Y27632 (inhibiteur de ROCK) sur la distance de migration des cellules
en fonction de la matrice
Y27632 inhibe la distance de migration dans toutes les matrices
En dessous sont indiquées les distances moyennes parcourues par les cellules contrôles dans 
chacune des matrices. 
Le graphique montre la distance maximum parcourue ramenée au contrôle (moyenne +/-SD de 
3-5 expériences indépendantes)

















Figure 3: Réarrangement de la matrice au cours de la migration mésenchymale
Images de microscopie électronique à Balayage (Institut Curie- Renaud Poincloux)
Les macrophages (M) sont ici en cours d’infiltration d’une matrice 3D de Matrigel. On aperçoit




de collagène de la matrice. Ces dernières n’étant naturellement pas alignées, même si les 
cellules sont capables de transition amiboide-mesenchymale, le mouvement mésenchymal 
serait inhibé en présence de l’inhibiteur de ROCK.  
Cette hypothèse est soutenue par le fait que dans les matrices gélatineuses, (où la migration 
est ROCK indépendante dans nos conditions), la distance maximale parcourue par les cellules 
est diminuée sous l’effet de l’inhibiteur de ROCK (figure 2). Ainsi, la migration 
mésenchymale des macrophages pourrait nécessiter, elle aussi, le réarrangement des fibres 
sous dépendance de ROCK. Un argument supplémentaire en cette faveur est que nos matrices 
de collagène gel et Matrigel™ sont composées de fibres très ressérées, notamment le 
Matrigel™. Or, un important remodelage est observé lors de la migration des cellules dans le 
Matrigel™ ; nous voyons très bien le réarrangement en cercle des fibres de Matrigel™ 
couplées au trou de dégradation (figure 3, flèches). Ainsi sans ROCK, les cellules sont 
toujours capables de migrer mais elles seraient incapables de réarranger la matrice ce qui 
freine leur migration. Une expérience en vidéomicroscopie permettrait de valider cette 
hypothèse. Il s’agirait de filmer les cellules en présence ou non d’inhibiteur de ROCK lors de 
leur infiltration d’une matrice gélatineuse. On peut également envisager d’évaluer le 
remaniement en microscopie électronique à balayage dans les mêmes conditions 
expérimentales. 
On peut également penser que l’inhibition de la distance parcourue sous l’effet de ROCK 
dans toutes les matrices (figure 2), mais surtout dans les matrices gélatineuses, est liée à 
l’absence de contractilité médiée par ROCK. Les cellules ne pourraient plus, ou moins 
facilement, rétracter leur uropode, ce qui freinerait leur migration. Cette idée est soutenue par 
l’observation d’une élongation exacerbée sur et au sein de ces matrices (non montré). Cet 
aspect mériterait donc d’être quantifié. 
 
Il est donc pour l’instant difficile de conclure définitivement sur l’absence réelle de transition 
amiboide –mesenchymal dans une même matrice. 
 
Est-il possible d’observer un mode migratoire intermédiaire dépendant à la fois de la 
dégradation protéolytique et de ROCK dans une même matrice? 
Etant donnée la plasticité évidente des macrophages, nous nous sommes interrogés sur cette 
éventualité. J’ai répondu à cette question en mettant au point une matrice ayant toujours la 
Gelled collagen I 3.6mg/mLA
a b c
B C
Figure 4 : Mode migratoire des macrophages dans le collagène gélatineux 3.6mg/mL
A-C : Caractéristiques rhéologiques du collagène gel 3.6mg/mL en comparaison au collagène
fibreux 4mg/mL (A) et gélatineux 5.1mg/mL (C) (Van Goethem E J Immunol, 2010). a-c Images
de microscopie électronique à balayage (Renaud Poincloux-Institut Curie) de ces mêmes matrices.
Ces données montrent que le collagène gel 3.6mg/mL présente des propriétés visco-élastiques
différentes et une architecture intermédiaires par rapport aux deux autres matrices
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même composition biochimique mais des caractéristiques rhéologiques différentes et une 
architecture intermédiaire à celle du collagène organisé en réseau fibreux et celle du collagène 
organisé en gel. La préparation dérive de celle du collagène gel déjà utilisé (Van Goethem E, 
J Immunol, 2010) mais la concentration en collagène I y est diminuée à 3,6mg/mL au lieu de 
5,1mg/mL. Cette baisse de concentration génère une structure intermédiaire entre réseau 
fibreux et gélatineux comme le montrent les images de microscopie à balayage (figure 4b) et 
plus hétérogène que les autres matrices, montrant des zones de densité élevée et des zones 
plus lâches (figure 4, comparer b avec a et c, flèches). De plus, les caractéristiques 
rhéologiques sont différentes entre les 3 matrices, les modules élastiques et visqueux sont plus 
faibles dans le collagène G3.6mg/mL que dans les autres matrices (figure 4, comparer B 
avec A et C). 
Lorsque des macrophages humains migrent dans cette matrice, ils adoptent un mode 
migratoire dépendant à la fois des protéases et de ROCK, comme le montre l’effet additif des 
deux drogues sur la migration (figure 5A). Ainsi ce mode migratoire pourait être un mode de 
migration à part entière, intermédiaire entre le mode amiboide et le mode mésenchymal ou 
être le résultat de l’alternance continue entre ces deux modes selon les zones de la matrice. 
Selon cette dernière hypothèse, les cellules seraient en transition permanente. 
L’analyse phénotypique des cellules dans cette matrice, comparée à celles dans les autres 
matrices, fournit un argument en faveur de l’existence d’un mode intermédiaire. En effet, en 
comparaison aux autres matrices étudiées, on observe, dans le collagène gel 3.6mg/mL, une 
augmentation du pourcentage de cellules adoptant un phénotype intermédiaire (protrusions 
moins longues et/ou contraction du corps cellulaire plus important) (figure 5B-C). Cependant, 
à nouveau, nous ne pouvons pas exclure que cette observation soit le résultat d’une alternance 
rapide et fréquente entre le mode amiboide et le mode mésenchymal. En effet, si les cellules 
sont en transition permanente, nous avons moins de chances statistiquement d’observer à un 
temps fixe des cellules ayant complètement un phénotype amiboide ou un phénotype 
mésenchymal. Une expérience en vidéomicroscopie dans différents endroits de la matrice 








Figure 5: Le mode migratoire des macrophages dans le collagène gel 3.6mg/mL est 
intermédiaire entre amoeboide et mésenchymal
A : Pourcentage de migration des macrophages dans le collagène gel 3.6mg/mL. L’addition du PI 
mix ou de Y27632 inhibe la migration. L’effet de ces drogues est additif (PI+Y) – Les données sont 
exprimées en % +/- SD et résulte d’un minimum de 3 expériences indépendantes.
B-C : Dans le collagène gel 3.6mg/mL, le pourcentage de cellules ayant un phénotype intermédiaire 
est plus élevé que dans les autres matrices (B). Chaque phénotype est illustré en C : images en 



















Pourquoi le déplacement des cellules migrant selon un mode amiboide est-il non 
directionnel et pourquoi la vitesse de migration des macrophages est-elle inférieure à 
celle observée dans d’autres types cellulaires ? 
La directionnalité est affaire de polarisation et de réponse à un gradient chimio-tactique 
(Petrie et al., 2009). La différence de directionalité que nous observons entre les matrices 
pourrait en effet être dûe à un artéfact lié à notre modèle expérimental. En effet, dans nos 
expériences de migration en inserts, il existe un gradient chimiotactique (SVF (sérum de veau 
foetal) et MCSF) provenant de la chambre inférieure. Nous avions constaté que l’équilibre 
entre les deux compartiments était atteint au bout de 18h (test de diffusion de trypan bleu au 
travers des différentes matrices : Van Goethem E, J Immunol, 2010 : Matériels et Méthodes). 
En revanche dans le modèle utilisé pour la vidéomicroscopie, les cellules sont incluses dans 
les matrices ; ce mélange est déposé en goutte au fond d’une chambre d’observation 
(Labtek™) et le chimioattractant (SVF + MCSF) est présent dans toute la chambre. Il n’y a 
donc pas réellement de gradient directionnel. On peut imaginer que dans ces conditions (pas 
de flux de liquide comme dans le cas des expériences en inserts), l’équilibre est atteint plus 
rapidement dans le collagène fibreux très poreux que dans les matrices gélatineuses. Se posait 
alors la question de savoir si l’absence de directionalité observée sur les macrophages migrant 
dans le collagène fibreux pouvait ne pas être une caractéristique propre au mode migratoire 
amiboide mais refléter l’absence de gradient chimiotactique inhérent à notre modèle 
expérimental.  
Pour répondre à cette question, nous avons évalué la directionalité du mouvement 
mésenchymal des macrophages dans le Matrigel™ en supprimant le gradient chimiotactique 
(chimioattractant inclus dans la matrice avec les cellules et maintenu à l’extérieur). Si, dans 
ces conditions, nous perdions la directionalité de la migration mésenchymale, cela aurait 
signifié que le mouvement aléatoire de la migration amiboide était dû à un biais expérimental. 
Or, nous avons observé un mouvement directionnel dans cette condition comme dans la 
précédente. Ainsi l’absence de gradient ne peut expliquer l’absence de directionalité dans le 
collagène fibreux. Ceci suggère que la migration directionnelle ne dépend pas de la présence 
d’un gradient chimiotactique et que la non-directionalité des cellules amiboides est 
caractéristique du type cellulaire que nous étudions. 
Concernant la vitesse de migration des macrophages, la vitesse mesurée dans le cas du 
mouvement amiboide est d’environ 40µm/h soit 0,7 µm/min ce qui est 3 à 30 fois moins que 
la vitesse moyenne des leucocytes migrant selon le mode amiboide in vivo (voir paragaphe de 






















Figure 6: L’inhibition de l’activité des MMPs est insuffisante pour inhiber la migration 
mésenchymale
Le graphique montre le pourcentage de migration ramené au contrôle en présence de divers 
inhibiteurs de MMPs
Graphique présentant la moyenne +/-SD de 3 expériences indépendantes.
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l’introduction III-2.4 La migration 3D des leucocytes). Cette différence peut être attribuable 
soit à l’absence de gradient chimiotactique dans notre modèle expérimental, soit à la mesure 
au sein d’un modèle in vitro par rapport à des données obtenues in vivo. Enfin cette vitesse 
peut être également spécifique des macrophages pour lesquels aucune donnée de vitesse n’a 
encore été publiée. 
 
Quelles sont les protéases impliquées dans la migration mésenchymale des 
macrophages? 
Dans l’article, nous montrons que le GM6001, inhibiteur à large spectre des MMPs, n’inhibe 
pas, à lui seul, la migration des macrophages dans les matrices gélatineuses. Nous avons 
validé son activité (Van Goethem E, J. Immunol, 2010 : figure S3) puisqu’en 2D, il inhibe 
parfaitement la dégradation de la gélatine par les mêmes cellules. De plus nous avons 
confirmé ces résultats via l’utilisation d’autres inhibiteurs de MMPs : le BB94 et le BB2516 
qui eux aussi inhibent la dégradation 2D (non montré) mais nullement la migration 3D (figure 
6). Cependant, en présence du cocktail d’anti-protéases sans le GM6001 (PI mix sans 
GM6001), nous observons une plus faible inhibition de la migration qu’avec le PI mix 
complet (Van Goethem E, J. Immunol, 2010 : figure 1). Ce résultat semble indiquer que 
l’activité des MMPs est nécessaire à la migration 3D des macrophages mais non suffisante. 
Parmi les autres protéases impliquées, nous émettons l’hypothèse que les protéases 
lysosomales puissent jouer un rôle clé. En effet, des travaux antérieurs dans l’équipe avaient 
impliqué les lysosomes dans la biogénèse des podosomes (Cougoule et al., 2005). Les 
podosomes étant des structures dégradatives, l’équipe avait fait l’hypothèse que le 
déversement du contenu lysosomal aux podosomes pourrait être responsable de la dégradation 
de la MEC. De plus, un article récent montre que la fusion de vésicules lysosomales aux 
podosomes de fibroblastes transformés par v-src était corrélée à la dégradation de la matrice 
médiée par la cathepsine B (Tu et al., 2008) ce qui appuie cette hypothèse. 
L’identification de la ou les protéases impliquée(s) dans la migration mésenchymale des 






Quel est le rôle des intégrines au cours de la migration trans-tissulaire des 
macrophages ? 
Cette question n’a pas été encore abordée dans l’équipe. 
Cependant cette question est d’un grand intérêt puisque les cellules adoptent deux modes 
migratoires différents dans une matrice de composition identique : le collagène I. Or les 
récepteurs principaux du collagène sont les intégrines β1. Il serait donc intéressant de savoir 
le devenir de ces récepteurs au cours de la migration mésenchymale versus amiboide.  
La migration amiboide des cellules dendritiques matures dans les tissus intestitiels est 
totalement indépendante des intégrines in vivo (Lammermann et al., 2008). Nous emettons 
l’hypothèse que lorsque le collagène est organisé en fibres, les macrophages migrent selon un 
mode amiboide indépendant des intégrines. Cependant lorsque la matrice est organisée en gel, 
cela pourrait générer un clustering de ligands différent par rapport à l’architecture fibreuse. 
Ainsi, le clustering des intégrines génèrerait l’apparition d’un mode mésenchymal dépendant 
de l’attachement des intégrines à la MEC. Nous avons notamment remarqué l’enrichissement 
des β1-intégrines aux extrémités des protrusions des cellules mésenchymales (Van Goethem 
E, J. Immunol, 2010 : figure 6), ce qui corrobore cette hypothèse.  
 
Quelle est la relevance in vivo de ce modèle in vitro ? 
Notre modèle présente l’avantage de mimer réellement une migration tri-dimentionnelle. En 
effet, dans notre modèle expérimental (matrice épaisse d’environ 1mm au sein d’un insert de 
migration), nous réalisons nos analyses à une distance suffisante à la fois du bord de l’insert 
(plastique) et du fond de l’insert (membrane de polycarbonate). Ainsi nos mesures sont 
représentatives des propriétés de la matrice et non de son contenant (l’insert). Ceci n’est pas le 
cas de toutes les études puisque souvent la migration est réalisée au travers d’inserts où la 
membrane n’est recouverte que d’une fine couche de Matrigel™ (BD BioCoat™ Matrigel™ 
invasion chambers ou Boyden Chambers) (pour revues : (Rowe and Weiss, 2008; 
Schoumacher et al., 2010b)). Cette matrice n’est épaisse que d’environ 50µm selon nos 
propres mesures. Ce modèle peut donc être utilisé comme mime de la membrane basale in 
vivo (100-300nm) mais pas de la migration trans-tissulaire. Il est à noter, à nouveau, que ce 
fin Matrigel™ repose sur une membrane en polycarbonate rigide (et non sur une couche 
cellulaire telle que les péricytes), membrane susceptible de provoquer une réponse de duro-
tactisme de la part des cellules.  
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Cependant, notre modèle comporte lui aussi quelques limites.  
Tout d’abord, nos matrices de collagène I ne comportent que cette molécule. Or in vivo, le 
collagène est associé à de multiples autres molécules qui influencent nécessairement le mode 
migratoire des cellules (voir paragraphe de l’introduction III-2.3.3 La composition). Ensuite, 
le collagène que nous utilisons (Nutragen- Nutacon- Pays Bas) est extrait à la pepsine et par 
conséquent ne comporte pas les ponts covalents du collagène en son état natif (Sabeh et al., 
2009). De la même manière le Matrigel™ ne comporte pas non plus de ponts covalents (Rowe 
and Weiss, 2008; Schoumacher et al., 2010b) et pourrait même comporter des protéases 
(Rowe and Weiss, 2008). 
Malgré ces limites, nous avons été en mesure de distinguer des comportements différents des 
macrophages humains dans nos différentes matrices. Il nous reste désormais à évaluer si le 
mode mésenchymal existe réellement in vivo et dans quels tissus. Un travail réalisé dans 
l’équipe a démontré que les macrophages murins déficients pour Hck ont également une 
migration diminuée dans du Matrigel™ in vitro et que cette même migration est dépendante 
des protéases in vitro, identifiant ainsi Hck comme molécule clé du mode mésenchymal. 
(Cougoule et al., 2009). D’autre part cet article montre également qu’in vivo les macrophages 
Hck-/- s’accumulent dans les tissus interstitiels dans le cas d’une inflammation mais sont 
incapables de migrer vers le péritoine inflammé. Ces résultats suggèrent donc fortement que 
le mode mésenchymal de migration est utilisé in vivo. Pour répondre à cette question, un 
projet est en phase de démarrer dans l’équipe et porte sur l’évaluation de la migration de 
macrophages au sein d’explants de divers tissus (étude ex vivo) et également in vivo dans un 












II. Etude des structures podosomales impliquées dans la 
migration mésenchymale 3D des macrophages humains 
 
1. Introduction 
Suite à la démonstration de l’existence d’un mode mésenchymal dépendant de la dégradation 
de la MEC par les protéases dans les macrophages humains, nous avons souhaité savoir 
quelles étaient les structures dégradatives mises en jeu. En effet, les podosomes, comme nous 
l’avons vu dans le chapitre IV de l’introduction, sont des structures d’adhérence et de 
dégradation de la MEC caractéristiques des macrophages. Ces structures n’avaient, 
jusqu’alors, été étudiées qu’en 2D. Nous souhaitions donc savoir si les podosomes 2D 
pouvaient exister en 3D et être impliqués dans la dégradation de la MEC au cours de la 
migration mésenchymale 3D. 
Ce travail publié, dans The European Journal of Cell Biology, a permis de prouver l’existence 
de structures podosomales 3D. Ces structures sont situées aux extrémités des longues 
protrusions membranaires émises par les macrophages au cours de leur migration 
mésenchymale et sont associées avec la dégradation localisée de la MEC. 
D’autre part, ce travail a permis également de caractériser la migration mésenchymale des 
macrophages humains en montrant que les macrophages généraient des tunnels via la 
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a b s t r a c t
Macrophage tissue infiltration is a critical step in the immune response against microorganisms and is
also associated with disease progression in chronic inflammation and cancer. Macrophages are consti-
tutively equipped with specialized structures called podosomes dedicated to extracellular matrix (ECM)
degradation. We recently reported that these structures play a critical role in trans-matrix mesenchymal
migration mode, a protease-dependent mechanism. Podosome molecular components and their ECM-
degrading activity have been extensively studied in two dimensions (2D), but yet very little is known
about their fate in three-dimensional (3D) environments. Therefore, localization of podosome mark-
ers and proteolytic activity were carefully examined in human macrophages performing mesenchymal
migration. Using our gelled collagen I 3D matrix model to obligate human macrophages to perform mes-
enchymal migration, classical podosome markers including talin, paxillin, vinculin, gelsolin, cortactin
were found to accumulate at the tip of F-actin-rich cell protrusions together with 1 integrin and CD44
but not 2 integrin. Macrophage proteolytic activity was observed at podosome-like protrusion sites
using confocal fluorescence microscopy and electron microscopy. The formation of migration tunnels
by macrophages inside the matrix was accomplished by degradation, engulfment and mechanic com-
paction of thematrix. In addition, videomicroscopy revealed that 3D F-actin-rich protrusions ofmigrating
macrophages were as dynamic as their 2D counterparts. Overall, the specifications of 3D podosomes
resembled those of 2D podosome rosettes rather than those of individual podosomes. This observation
was further supported by the aspect of 3D podosomes in fibroblasts expressing Hck, a master regulator
of podosome rosettes in macrophages. In conclusion, human macrophage podosomes go 3D and take the
shape of spherical podosome rosettes when the cells perform mesenchymal migration. This work sets
the scene for future studies of molecular and cellular processes regulating macrophage trans-migration.
© 2010 Elsevier GmbH. All rights reserved.
Introduction
Cell invasion is a critical cellular process in both physiological
and pathological contexts and is mostly operating in three-
dimensional environments. Macrophages are present in almost
all tissues of the organism, where they play a central role in
innate immune response and tissue repair. In addition to these
physiological functions, tissue infiltration of macrophages also
exacerbates pathological processes, such as chronic inflammation,
atherosclerosis, neurodegenerative disorders, and cancer progres-
∗ Corresponding author at: Centre National de la Recherche Scientifique, Institut
de Pharmacologie et de Biologie Structurale, Unité Mixte de Recherche 5089, 205
route de Narbonne, 31077 Toulouse Cedex, France. Tel.: +33 561 17 54 58;
fax: +33 561 17 59 94.
E-mail address: Isabelle.maridonneau-parini@ipbs.fr (I. Maridonneau-Parini).
sion (Pollard, 2009). Therefore, much effort is focused on the
control of tissue infiltration and regulation of macrophage migra-
tion,which is consideredasa therapeutic challenge (Mackay, 2008).
Cell invasion processes often involve controlled degradation of
the extracellular matrix (ECM) which creates a steric barrier to
cell migration (see Friedl and Weigelin, 2008 for review). Interest-
ingly, cells devoted to cross anatomical barriers are constitutively
equipped with specialized structures that are called podosomes
in cells from the myeloid lineage (macrophages, osteoclasts, den-
dritic cells) or invadopodia in tumour cells (for reviews, seeGimona
and Buccione, 2006; Linder, 2007; Linder and Aepfelbacher, 2003).
Podosomes and invadopodia (also gathered under the generic term
“invadosomes” (Carman, 2009; Linder, 2009)) are F-actin-rich dots
which form close contact with the ECM and are able to degrade
it (for review see Buccione et al., 2004). In addition, podosomes
can organize as super-structures called sealing zone in osteoclasts
(Duplat et al., 2007; Teitelbaum and Ross, 2003) and podosome
0171-9335/$ – see front matter © 2010 Elsevier GmbH. All rights reserved.
doi:10.1016/j.ejcb.2010.07.011
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rosettes (rings of podosomes) in src-transformed cells, smooth
muscle cells (Lener et al., 2006), endothelial cells exposed to the
inflammatory cytokine TGF (Rottiers et al., 2009) and activated
macrophages (Cougoule et al., 2009; Poincloux et al., 2006).
The detailed knowledge of invadosomes is becoming a key step
in the understanding and thus the potential control of cell invasion.
One of the current challenges is to determine whether and how
invadosomes, that have been well studied in two dimensions (2D),
re-organize when cells are migrating in a three-dimensional (3D)
environment and in vivo (Linder, 2007).
In vascular smooth muscle cells and tumour cells (MDA-MB231
and fibrosarcoma cells), membrane protrusions containing cor-
tactin andMT1-MMPhavebeendescribed (Burgstaller andGimona,
2005; Furmaniak-Kazmierczak et al., 2007; Lizarraga et al., 2009;
Wolf and Friedl, 2009). In lymphocytes undergoing transendothe-
lial diapedesis, cell protrusions are formed which have been called
“invasive podosomes” (Carman et al., 2007). In aortic endothelial
cells, TGF triggers the formation of podosome rosettes which
arranged as protruding structures in vessels cultured ex vivo
(Rottiers et al., 2009). In human macrophages derived from blood
monocytes, we have recently shown that cells adapt their migra-
tion mode to 3D environmental constraints (Van Goethem et
al., 2009). In addition to the amoeboid migration mode shared
by leukocytes (Friedl and Weigelin, 2008; Lammermann et al.,
2008), macrophages perform the protease-dependent mesenchy-
mal migration mode in matrices with poorly porous architectures.
Besides,mousemacrophage protease-dependent 3Dmigration and
organization of podosome rosettes are controlled by Hck, a phago-
cyte specific tyrosine kinase of the Src family, indicating that a
link exists in macrophages between podosomes and 3D migra-
tion (Cougoule et al., 2009). Actually, in contrast to the amoeboid
mode, the mesenchymal mode is characterized by the formation
of F-actin-rich cell protrusions with collagenolytic activity (Van
Goethem et al., 2009). These structures share several markers with
podosomes, including cortactin, gelsolin and paxillin, suggesting
that podosomes could reorganize to form cell protrusions and
participate in mesenchymal macrophage migration in 3D environ-
ments.
The aim of the present work was to further characterize the
evolution of 2D podosomes when macrophages are infiltrated into
3D matrices. Thus the protein composition, structural organization
and degradative function of 2D podosomes was compared to 3D
podosome-like-protrusions in human macrophages derived from
blood monocytes (MDM) that spontaneously infiltrate Matrigel®
or gelled Collagen I matrices using a protease-dependent mes-
enchymal migration mode. We provide evidence supporting the
existence of 3D podosomes in human macrophages and draw up
the first picture of their organization in a 3D ECM environment.
Results and discussion
Spatial organization and protein composition of 3D podosome-like
protrusions compared to 2D podosomes in human macrophages
The structure of macrophage podosomes in 2D has been doc-
umented over the last few years. It is described as a central core
(Linder and Aepfelbacher, 2003) containing F-actin, WASP, Arp2/3,
gelsolin, cortactin and tyrosine-phosphorylated (pY) proteins sur-
rounded by a ring containing paxillin, vinculin and talin (see
Buccione et al., 2004; Calle et al., 2006; Linder, 2009; Linder and
Aepfelbacher, 2003 for reviews).
When macrophages migrate in a 3D environment, we have
proposed that cell protrusions which form upon mesenchymal
migration (i.e. migration through gelled Collagen I or Matrigel®)
could represent the3Dcounterpartof2Dpodosomes (VanGoethem
et al., 2009). Here, the spatial organization of podosome markers
in 3D podosome-like structures was compared to 2D podosomes.
Human MDMs were allowed to adhere on thin 2D coatings of
gelled Collagen I (thickness of 2.8±0.3m as measured by confo-
cal microscopy, mean± SEM of 24 measures) or to migrate through
the same matrix polymerized as 1000m-thick matrices in inva-
sion chambers (Van Goethem et al., 2009), before being fixed and
stained for podosome markers.
As shown by confocal microscopy, 2D podosomes formed at
the ventral face of MDMs exhibited characteristic F-actin dots
positive for gelsolin, cortactin and pY proteins, surrounded by
rings of vinculin, paxillin, and talin (Fig. 1 and supplemental Fig.
S1 for single labellings). This showed that human MDMs lay-
ered on 2D gelled Collagen I coatings are able to form “classical”
podosomes with the same protein composition and spatial orga-
nization than podosomes described on glass or on other protein
coatings (see Buccione et al., 2004; Linder and Aepfelbacher, 2003
for reviews). As shown in Fig. 1 (2D, podosome superstructure pan-
els), macrophages also spontaneously formed podosome clusters
and rosettes (27.7±7.4% on gelled Collagen I versus 5.7±3.5% on
glass coverslips, mean ± SEM of 3 independent experiments from
3 different donors). This indicates that adhesion receptors involved
in MDM interaction with gelled Collagen I could trigger podosome
rearrangement. Otherwise, collagen coatingmightmodify the stiff-
ness, sensed by individual podosomes (Collin et al., 2008), as an
activator of podosome rosette formation. The number of podosome
rosettes varied from 1 to 7 per macrophage with a mean diameter
of 10±0.4m (mean± SEM of 123 rosettes in 41 cells from 3 inde-
pendentdonors)whichcorresponds toadisk surface (R2,R=mean
radius) of 78.5m2.As shown in Fig. 1, thesepodosomesuperstruc-
tures were enriched in the tested podosome markers but showed a
dismantled core/ring structure (i.e. no vinculin staining around F-
actin-enriched rosettes) as described for podosome rosettes found
in Src transformed cells (Spinardi and Marchisio, 2006), osteoclasts
(Destaing et al., 2003; Luxenburg et al., 2007) or MDMs expressing
constitutively active Hck (Cougoule et al., 2005; Poincloux et al.,
2006).
When MDMs infiltrating 3D matrices were examined, we found
that podosome markers localized with F-actin at the tips of mem-
brane protrusions (Fig. 1 and supplemental Fig. S2 for single
labellings). These structures were spherical with a mean diame-
ter of 4.9±0.2m (mean± SEM of 112 structures in 47 cells in
3 independent experiments) which corresponds to a sphere sur-
face (4R2, R=mean radius) of 75.4m2 that is very close from
the disk surface measured for 2D podosome rosettes. The num-
ber of 3D podosome-like structures per cell was ranging from 2 to
9 (quantification of 30 cells in 3 independent experiments). Live
observations of mCherry-Lifeact-expressing MDMs in gelled colla-
gen I revealed that F-actin enrichedprotrusions arehighlydynamic,
with a lifetime of 4.9±0.5min (mean ± SEM of 60 structures in
3 independent experiments) (Fig. 2 and supplemental Video 1). It
is comparable to that of 2D podosome cluster, ring and belt life-
time determined in osteoclasts (2min, Destaing et al., 2003), and
that of individual podosomes in macrophages (1–7min, Evans et
al., 2003). Intense ruffling was visible at the tips of membrane
protrusions (Fig. 2, arrows and supplemental Video 1) before the
formation of F-actin rich dots (Fig. 2, arrowheads and supplemental
Video 1). In 3D podosome-like protrusions, cortactin and gelsolin
clearly colocalized with F-actin, while Paxillin, pY-proteins, vin-
culin and talin were found in close proximity to F-actin at the tips
of cell protrusions (Fig. 1, zoomed pictures). Podosome markers
were not present in all F-actin enriched protrusions at the cell
periphery. This might reflect different stages of 3D podosomes
dynamic and/or the fact that only some of the F-actin rich pro-
trusions are true 3D podosomes dedicated to matrix proteolysis.
Microtubuleswhich are in tight relationwith 2Dpodosomes (Evans
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Fig. 1. Spatial organization of podosome markers in 3D podosome-like protrusions compared to 2D podosomes in human macrophages. Human MDMs were laid down on
glass coverslips coated with a thin coating of gelled Collagen I (2D) for 3–4h or allowed to migrate through thick gelled Collagen I matrices in Transwell® inserts for 72h (3D).
After adhesion or migration, cells were fixed, permeabilized and stained with the indicated antibodies and with texas-red phalloidin for F-actin. Note that cells are flat in the
2D environment and form podosomes with the classical structural organization (F-actin core surrounded by a ring), and podosome superstructures (clusters and podosome
rosettes). Insets show 4× zooms of the white squares. In the 3D environment, cells form multiple protrusions enriched in F-actin and podosome markers at their tips. Right
panels are zoomed images of the area delimited by the white square. Samples were monitored by confocal microscopy (Leica SP2). 2D and 3D zoomed pictures show a single
section. Images of 3D cells are projections of 3–8 z-sections of 0.4m. Experiment was repeated at least 3 times on different donors.
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Fig. 2. Dynamics of 3D podosome-like structures: Human MDMs expressing mCherry-Lifeact to stain F-actin performed mesenchymal migration through gelled Collagen
I. Cell movement was followed by time-lapse video microscopy using a Spinning disk confocal microscope (ANDOR). Arrows show membrane ruffling which form prior to
F-actin-enriched dots at the tips of membrane protrusions (arrowheads). Experiment was repeated at least three times on different donors. Quick-Time movie corresponding
to these pictures is shown in supplemental Video 1.
et al., 2003; Evans and Matsudaira, 2006) and involved in their
dynamics in macrophages (Kopp et al., 2006) and in belt forma-
tion in osteoclasts (Destaing et al., 2005), extended through 3D cell
protrusions and were found in close contact with F-actin-enriched
tips (Supplemental data, Fig. S3, arrow) thusdeserving further stud-
ies to elucidate their role in the dynamics of 3D podosome-like
structures.
We have recently shown that stable expression of constitutively
active Hck (a Src-family tyrosine kinase specifically expressed
in phagocytes) in MEF3T3 fibroblasts triggers the formation of
podosome rosettes and provides the ability to migrate in 3D
matrices (Cougoule et al., 2009). Thus, we examined whether
cell protrusions are formed during 3D migration of those cells.
As shown in Fig. 3B (arrows), cell protrusions looking like those
described in macrophages (Figs. 1 and 2) were observed. Like in 2D
podosome rosettes (Cougoule et al., 2009; Poincloux et al., 2006),
F-actin and Hck co-localized in 3D structures which could corre-
spond tonascent cell protrusions (arrowheads). Inmarkedcontrast,
parental fibroblasts, which do not migrate in 3D and do not form
podosome rosettes (Cougoule et al., 2009), were unable to form
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Fig. 3. 3D podosome-like structures are formed by 3T3 cells stably expressing Hckca. Parental MEF3T3 (A) or MEF3T3 cells expressing constitutively active Hck in fusion with
GFP (Hckca-GFP) (B) were embedded into Matrigel® and stained for F-actin with texas-red phalloidin. Membrane protrusions (B, arrows) and protruding podosome rosettes
where Hck colocalizes with F-actin (B, arrowheads) are only visible in cells expressing Hckca. Cells lacking Hck did not form cell protrusions (A). The experiment was repeated
at least 3 times.
cell protrusionswhen embedded intoMatrigel® (Fig. 3A). Thus, cell
protrusions could be a signature of a 3D migration mode involving
podosomal structures.
In conclusion of this first part, we show that 3D podosome-like
structures share many characteristics with 2D podosomes. Taking
into account all parameters (diameter, surface, number of struc-
tures per cell, spatial organization of markers), 3D podosome-like
structures formed in gelled collagen I could rather be compared to
podosome rosettes than to individual podosomes.
Association of adhesion receptors to 3D podosome-like
protrusions and 2D podosomes in human macrophages
In2D, several receptorshavebeen reported tobeassociatedwith
invadosomes, among which three potential collagen I receptors:
1 integrins, the main one; 2 integrins of which some members
have been reported to interact with type I Collagen in human blood
monocytes (Garnotel et al., 2000); and CD44 which is a recep-
tor for hyaluronic acid, its main ligand (Ponta et al., 2003), but
also for osteopontin, collagen I, and laminin (Faassen et al., 1992;
Goodison et al., 1999). 1 integrins associate with the F-actin core
of invadopodia in malignant B lymphocytes and Src-transformed
fibroblasts (Buccione et al., 2004; Johansson et al., 1994; Marchisio
et al., 1988). 2 integrins are the main integrins in dendritic cells
and macrophages and are specifically recruited to podosome rings
when these cells are adhering on Fibronectin or ICAM1 (Burns et al.,
2004; Gaidano et al., 1990). In addition to integrins, CD44 has been
shown to localizewith the F-actin core of podosomes in osteoclasts
adhering on glass coverslips (Chabadel et al., 2007).
In human macrophages layered on 2D coatings of gelled Colla-
gen I,1-integrins did not associate to individual podosomes (Fig. 4
and supplemental Fig. S4A). It surrounded 2D podosome rosettes
and colocalized with F-actin at the tips of membrane protrusions
in 3D gelled Collagen I (Fig. 4 and supplemental Fig. S4B).
Next, to explore the involvement of 2 integrins, we anal-
ysed the localization of CD18, their common  subunit. We used
the clone MEM48 which binds to activated and non-activated
L2, X2 and M2 (Lu et al., 2001). 2 integrins occasionally
located to the ring on individual podosomes in MDMs plated on 2D
gelled Collagen I (Fig. 4 and supplemental Fig. S4A), as described
for macrophages layered on ICAM1 coated coverslips (Burns et
al., 2004; Gaidano et al., 1990). However, this labelling was only
observed on some podosomes and not in all cells. In contrast to1-
integrins, it did not accumulate at podosome rosettes in 2D and did
not colocalize with F-actin on 3D podosome-like structures (Fig. 4
and supplemental Fig. S4).
CD44 was excluded from individual podosomes in 2D but
surrounded podosome clusters/rosettes (Fig. 4 and supplemental
Fig. S4A). In 3D, it colocalized with F-actin at the tips of mem-
brane protrusions (Fig. 4 and supplemental Fig. S4B). Thus the
two receptors that accumulated at 2D podosome rosettes, 1-
integrins and CD44, are associated to 3D podosome-like structures,
while CD18, which is excluded from podosome rosettes, is also
excluded from 3D podosome-like structures. These receptors
being associated with the plasma membrane, we cannot exclude
that membrane ruffling in the area of 3D podosome-like struc-
tures (as described in Fig. 2 and supplemental Video 1) or 2D
rosettes could participate in the visualized enrichment of CD44 and
1-integrins.
These results suggest that among the potential Collagen I recep-
tors expressed in human MDMs, 1 integrins and CD44, but not
2 integrins, could be part of the signalling pathways leading
to the formation of 3D podosome-like structures. Together with
the results of the above paragraph, these data further support
that podosome-like protrusions could be the 3D counterpart of
podosome rosettes.
3D podosome-like protrusions exhibit ECM proteolytic activity
Co-localization of ECMdegradationwith F-actin spots is amajor
criterion to distinguish invadosomes from other F-actin-enriched
cell structures. We have previously shown in fixed macrophages
that 2D podosomes, 2D podosome rosettes and 3D podosome-like
protrusions have a proteolytic activity (Cougoule et al., 2009; Van
Goethem et al., 2009).
To further examine and detail matrix remodelling, live MDMs
expressing the F-actin marker mCherry-Lifeact (Riedl et al., 2008)
were imaged during migration through gelled Collagen I or
Matrigel®.
Collagen I was co-polymerized with DQ-FITC collagen which
becomes fluorescent upon matrix degradation (Premzl et al., 2003;
Sameni et al., 2000). DQ-collagen staining was found inside cell
bodies (Fig. 5A and B arrow), probably due to internalization of
digested matrix as previously shown in tumour cells (Premzl et al.,
2003;Sameniet al., 2000). This strongstaining limited thedetection
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Fig. 4. Spatial organization of ECM adhesion receptors in 2D and 3D podosomes of human macrophages. Cells were processed as described in the legend of Fig. 1, and stained
with anti-1 integrin, anti-2 integrin or anti-CD44 antibodies. In 2D panels, insets show 4x zoom of the white squares. Arrows show enrichment of 1 integrin and CD44
around 2D podosome rosettes. In 3D panels, right pictures are zoomed images of white square. Samples were monitored by confocal microscopy (Leica SP2). 2D and 3D
zoomed pictures show a single section. Images of 3D cells are projections of 3–8 z-sections of 0.4m. The experiments were repeated at least 3 times on different donors.
of pericellular matrix degradation. Higher magnification at a cell
protrusion yet allowed the observation of DQ-collagen signal coin-
cident with F-actin-rich protrusions (Fig. 5B), suggesting endocytic
capacity of these structures.
Whenweused FITC-labelledMatrigel®,weobservedblackholes
in the fluorescent matrix in front of cell protrusions, most likely
reflecting local matrix degradation (Fig. 5C, arrows). This stain-
ing also highlighted the presence of extended degradation areas
that formed tunnels behind invading cells (Fig. 6, arrows, reconsti-
tuted X/Z and 3D projections). Intriguingly, we could also detect
accumulation of fluorescent matrix around cells and formation
of a matrix blister at the point of cell penetration at the surface
(Fig. 6B arrowheads). This increase of fluorescent signal probably
corresponded to accumulation of matrix caused by pushing of the
cells during the course of invasion. When tunnels were dug by
a macrophage that penetrated into the matrix (Fig. 6B, “leading
cell”), a second macrophage (Fig. 6B, “following cell”) could use
this path. Interestingly, the “following cell” did not have the pro-
trusive mesenchymal shape but rather an amoeboid shape (Fig. 6B,
DIC pictures) as expected from a cell moving in a preformed tunnel
precluding proteolytic activity.
Podosomes were also examined at the ultrastructural level in
human macrophages by transmission electron microscopy (TEM).
In 2D, on cross-sections perpendicular to the substratum, at the
ventral face of MDMs, we observed electron dense cone-shaped
regions devoid of intracellular organelles (Fig. 7Aa and b, arrows
and dashed line) corresponding to cortical actin filament bun-
dles as already described for other cell types (Akisaka et al., 2008;
Lizarraga et al., 2009; Luxenburg et al., 2007; Ochoa et al., 2000).
Like dendritic cells (Gawden-Bone et al., 2010), MDMs formed
dome-shaped podosomes striations extending orthogonally from
the plasma membrane (Fig. 7Ac) and protrusions extending into
pores of polycarbonate filters (Fig. S5)
Next,when cellswere examined in a3DMatrigel® environment,
macrophage protrusions were highly enriched in membrane ruf-
fling (Fig. 7BandC), as alreadyobservedby live confocalmicroscopy
(supplemental Video 1). Holes in the matrix were observed at the
tips of these membrane protrusions (Fig. 7B arrows), confirming
our previous observations (Fig. 5). The presence of several cells
inside the same matrix hole was also observed by TEM (Fig. 7Cb,
arrowhead).Matrigel® ingestion (Fig. 7Cc and d,white arrows)was
noticed, further supporting our above results (Fig. 5A and B). Sim-
ilarly, dendritic cells make protrusions in filter pores coupled to
matrix degradation and endocytosis (Gawden-Bone et al., 2010).
In addition, changes in matrix density are shown on high mag-
nification pictures (Fig. 7C zoom 1–4) where the matrix appeared
denser at the cell vicinity (zoom3and4). This observation is related
to the accumulation of fluorescence around invading cells seen
in Fig. 6B and probably reflects matrix accumulation due to cell
pushing.
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Fig. 5. 3D podosome-like protrusions in live cells exhibit matrix degradation. Human MDMs expressing mCherry-Lifeact to stain F-actin were allowed to migrate for 2–5
days through gelled Collagen I copolymerized with FITC-DQ-collagen (A and B) or Matrigel® labelled with FITC (C). Matrix degradation was visualized in live cells by the green
fluorescence produced by degraded FITC-DQ-collagen (A and B), or by the presence of black holes into FITC-labelled matrix (C arrows). Note that cell bodies are fluorescent
as they are filled with degraded collagen (A and B arrows) indicating that MDMs ingest proteolysed matrix. The white square in B indicates the area zoomed in the insets on
the right. Live samples were monitored by confocal microscopy (Zeiss LSM710). Images show a single confocal section in A and C, and B is a projection of 15 z-sections of
1.5m. All experiments were repeated at least 3 times on different donors.
Taken together, these results indicate that macrophages com-
bine four actions to infiltrate dense matrices: they extend 3D
podosomes-like protrusions, degrade, ingest and compact the
matrix to dig a hole, enlarge the forming cavity and allow the cell
body passage.
Macrophages go 3D: our current view of mesenchymal migration
mode
In conclusion, we report two characteristics of the macrophage
mesenchymal migration mode: First, macrophages form 3D
podosome-like structures to perform matrix proteolysis, and sec-
ondly, they combine several mechanisms (matrix proteolysis,
ingestion and compaction) to infiltrate matrices.
Mesenchymalmigrationhasbeendescribedas alternativepush-
ing/pulling cycles: forward pushing of the cell body during cell
propulsion and pulling of ECM that generate a traction force (for
recent review Friedl and Wolf, 2009). According to the tuning
model (Friedl and Wolf, 2009), several parameters (biochemical,
biophysical and architectural) control how a cell migrate, and their
combined magnitudes impact on the choice of migration mode. It
is therefore possible that polarized proteolysis that creates holes
and trails which are a requisite forMDMs tomigrate through dense
matrices impacts theoverall ECMgeometry (Friedl andWolf, 2009).
Then the forces generated by the pushing/pulling actions of the
cells can generate matrix deformation either around or at the rear
of migrating cells as observed by confocal microscopy and TEM.
Taken together with our previous work (Van Goethem et al.,
2009), the present data also show that cell protrusions formed by
macrophages in a 3D environment accumulate podosomalmarkers
and F-actin at their tips where ECM degradation takes place. We
therefore propose to call these structures “3D-podosomes”.
3D-podosomes formed by macrophages upon mesenchymal
migration havemore common pointswith podosome rosettes than
with individual podosomes (summarized in the scheme Fig. 8).
Podosome rosettes commonly described in 2D could be “frustrated
protrusions” which form when MDMs adhere on thin matrix lay-
ers coated on glass coverslips. In contrast, when macrophages are
plated on a thick layer of matrix, cell protrusions can form. Similar
results have been reported in the transformed cell line BHK-RSV
which form podosome rosettes that can protrude into the matrix if
the surrounding environment is sufficiently flexible (Albiges-Rizo
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Fig. 6. 3D mesenchymal migration of live MDMs is associated with ECM degradation. Human MDMs expressing mCherry-Lifeact were allowed to migrate through FITC-
labelled Matrigel® for 2–5 days. (A) The left panels show single confocal X/Y sections. The right panels show X/Z confocal sections. Positions in Y or Z axes of the different
sections are marked in the 3D reconstitution panel on the right. Both extended and polarized matrix degradation (black holes into the matrix) at the level of F-actin-enriched
protrusions were visualized (arrows). The cell creates a tunnel into the matrix (materialized by dashed lines in the X/Z and 3D reconstituted projections) that goes from the
top of the matrix to the cell body. (B) Matrix accumulation was visualized by an increase in green fluorescence (white arrowheads in the single confocal X/Y sections and in
the X/Z reconstituted projection). Note that two MDMs are present in the same tunnel: a MDM (lifeact positive leading cell) creates a tunnel into the matrix (materialized
by dashed lines in the 3D reconstitution panel) and a second cell (lifeact negative following cell) exhibits a rounded shape. The following cell is materialized by a white halo
in the 3D reconstituted projection. Z positions of the different sections are indicated in the 3D reconstitution panel. Live samples were monitored by confocal microscopy
(Zeiss LSM710). Reconstitutions in A and B were made from 35 images of Z sections (depth 2m). Bars 20m. All experiments were repeated at least 3 times.
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Fig. 7. Ultra-structural analysis of the ventral area of macrophages in 2D and of 3D podosome-like structures by transmission electron microscopy. (A) For 2D analysis, MDMs
were allowed to adhere either on glass coverslips (a and b) or on filters (c), fixed and embedded in resin. Then orthogonal sections to the substratum were done. By electron
microscopy observation, we noted the presence of an area underneath the ventral plasma membrane devoid of intracellular organelles (delimited by a white dashed line)
containing electron dense cone shape structures (black arrows) typical of an F actin rich zone. (B and C) For 3D analysis, cells were embedded in Matrigel® for 48h and fixed.
Electron microscopy pictures display several examples of holes surrounding the tips of membrane protrusions (B, black arrows). Pictures in C show matrix remodelling (black
arrows) and internalization (white arrows). 4× zoomed pictures (1–4) of matrix areas defined by black squares are shown to illustrate changes in Matrigel® compaction.
Black dashed square in image (a) indicates the area zoomed on picture c and shows a cell protrusion at higher magnification. The presence of several cells inside the same
matrix hole is indicated by an arrowhead.
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Fig. 8. Schematic presentation of 2D and 3Dpodosomal structures in humanmacrophages: This scheme summarizes the parameters described in the present article in human
MDMs adhering on 2D thin coating or migrating through 3D gelled Collagen I. The average lifetime of 2D podosomes and podosome rosettes were published elsewhere
(Destaing et al., 2003; Evans et al., 2003). ECM degradation in 2D and 3D has been shown in the following references (Cougoule et al., 2009; Linder and Kopp, 2005; Van
Goethem et al., 2009).
et al., 2009). In arterial vessel segments, aortic endothelial cells
exposed to TGF form the classical “donut” shape of podosome
rosettes observed on glass coverslips, with moderate protrusive
architecture into the underlying smooth muscle cells (Rottiers et
al., 2009). Thus, depending on the stiffness and/or composition of
the environment (acellular matrix or cohesive smooth muscle cell
layer maintained by the basement membrane), podosome rosettes
can evolve from flat rings to different degrees of protrusive shape,
and, as shown here in macrophages, ending by compacted spher-
ical podosome rosettes at the tips of membrane protrusions. The
morphology of invadopodia in cancer cells is very different: thin
protrusions are described with matrix-degrading activity localized
at the base of invadopodia (Lizarraga et al., 2009; Tolde et al., 2010;
Wolf and Friedl, 2009). Although podosomes and invadopodia are
both devoted to matrix degradation, the mechanisms underlying
their structural diversity in 3D are an open question. Compared
to the other cell types mentioned above, macrophages are profes-
sional migrating cells. As they can infiltrate most, if not all, body
tissues, they are likely equipped with cell structures facilitating
their 3D migration when the architecture/stiffness of the extracel-
lular environment requires its proteolysis. When the environment
is permissive for the amoeboid movement, macrophage migra-
tion is more rapid (Van Goethem et al., 2009) and probably less
energy-consuming. Collagen-rich connective tissues have a com-
plex texture due to structural and spatial heterogeneities (different
collagen densities, fibre cross-linking, fibre orientation in more or
less random networks, etc.) (Wolf et al., 2009). These varying colla-
gen patterns can be found within the same tissue. Inside Matrigel®
or gelled collagen I, macrophages form multiple 3D podosomes
around the cell periphery (Fig. 2 and (Van Goethem et al., 2009)) to
degrade thematrix around the cell bodyand/or sense it (Collin et al.,
2008) to presumably direct the macrophage trajectory to the loos-
est matrix areas. The requirement of podosomal structures for the
continued migration of cells once they have broken through barri-
ers has recently been questioned (Jones, 2010). Actually, Hck−/−
macrophages which form fewer and smaller podosome rosettes
than their wild type counterpart, have altered matrix proteolytic
activity, defective protease-dependent 3D migration and normal
2D migration abilities (Cougoule et al., 2009). In Hck−/− mice,
monocytes/macrophages cross normally the basement membrane
which is a 2D substratum (Rowe and Weiss, 2008) but accumu-
late into the adjacent 3D interstitial matrix and hardly reach the
inflamed peritoneal cavity, indicating that podosomal structures
are probably required to cross (some) 3D barriers.
In conclusion, this is the first study drawing a detailed picture of
3D macrophage podosomes by compiling data on markers, dynam-
ics and matrix degradation activity of podosomes. Whether the
role of 3D-podosomes in vivo is restricted to migration through
anatomical barriers or through tissues with particular stiffness and
architectures remains to be established.
Materials and methods
Reagents
Primary antibodies were used as follows: mouse anti-
cortactin (clone 4F11-Upstate Millipore – 5g/mL), mouse anti-
phosphotyrosine (pY) (clone 4G10, Upstate Millipore, 2g/mL),
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mouse anti-paxillin (clone 349-BD Transduction Laboratories
– 5g/mL), mouse anti-gelsolin (clone GS-2C4, Sigma-Aldrich,
19–38g/mL), mouse anti-vinculin (clone hVin-1, Sigma-Aldrich
33g/mL, mouse anti-Talin (clone TA205, Chemicon International,
10g/mL), mouse anti-1 integrin (CD29) (clone 4B4LDC9LDH8,
Coulter clone, 5g/mL), mouse anti-2 integrin (CD18) (clone
MEM48, Upstate Millipore, 10g/mL), rat anti-CD44 (clone IM7,
Biolegend, 5g/mL), mouse anti-alpha tubulin (cloneB-5-1-2,
Sigma Aldrich, dilution 1:500). Secondary Antibodies were Goat
anti-mouse Fc Fragment FITC conjugated (Bethyl laboratories,
1g/mL) or Goat anti-mouse IgG F(ab′)2 fragment AlexaFluor-488
conjugated (Cell signalling, 2g/mL) and FITC Goat anti-Rat (TEBU,
4g/mL). Alexa-Texas Red or Alexa-350 Phalloidin (1U/mL, Invit-
rogen) were used to label F-actin. Matrigel® (10–12mg/mL) was
purchased from BD Biosciences (San Jose, CA). Pepsin-extracted
collagen I (Nutragen) was from Nutacon (Leimuiden, The Nether-
lands). For Lifeact lentivirus, we used the construction of Riedl et
al. (2008) where GFP was replaced by mCherry (Lizarraga et al.,
2009). The construction was cloned in a lentiviral vector by the
BiVic facility. Recombinant humanMacrophageColony Stimulating
Factor (M-CSF) was from PeproTech, Rock Hill, NJ.
Cell culture
Human monocytes from healthy donors were isolated from
blood and further treated as described previously (Van Goethem
et al., 2009). Cells were maintained in culture medium containing
20ng/mLof humanM-CSF for 6–8days before their use. The culture
medium was usually renewed on the third or fourth day.
Mouse embryonic fibroblast 3T3 (MEF-3T3) Tet-Off cell line
(Clontech) stably expressing p59Hckca/p61Hckca-GFP (MEF3T3-
Hck) or not (parental MEF3T3) (Poincloux et al., 2009) were
cultured in Dulbecco’s modified eagle medium (Gibco) supple-
mented with 10% (v/v) heat-inactivated fetal calf serum (FCS),
penicillin–streptomycin (100U/mL), and l-glutamine 2mg/mL at
37 ◦C in humidified 5% CO2 atmosphere.
Lentiviral infection
We adapted the protocol from Lu (2009). Monocytes were pre-
pared as described above and at day 1 of differentiation, medium
was removed from the 6-well plates and cells were washed
twice with PBS. Transduction was then initiated for 1h by adding
800L/well of a mix of RMPI without FCS and mCherry-Lifeact
lentiviral vector (106 effective viral particles for 106 macrophages)
supplemented with 5UAH/mL (50g/mL) of protamine sulfate (to
enhance infection rate). Then the mix was removed and replaced
by fresh culturemedium supplementedwith 10% FCS and 20ng/mL
M-CSF until their use.
MEF-3T3 3D migration
ParentalMEF3T3 cells orMEF3T3-Hck cellswere embedded into
Matrigel®, drops of 20L were plated in an observation chamber
(Lab-tekTM, Nalge Nunc International, Naperville, IL), allowed to
polymerize for 5min before addition of culture medium. After 3
days, cells were fixed and stained with Alexa-350 Phalloidin. Two-
photon excitation was achieved using a coherent Chameleon laser
tunedat710nm(forAlexa350)or940nm(forGFP). 3D imagestacks
were scanned using a Zeiss LSM 510 NLO Axioplan Micrsocope and
ImageJ software allowed 3D reconstruction.
2D coatings
24-well coverslips were pre-coated with 2g/mL polylysine for
40min at 37 ◦C or O/N at 4 ◦C. After a quick wash in PBS containing
CaCl2 and MgCl2, coverslips were fixed with 0.5% glutaraldehyde
in PBS for 15min at room temperature, washed three times, and
allowed to dry before receiving the coating. To obtain a thin matrix
layer, 70L of gelled collagen (3.6mg/mL) prepared as described
(Van Goethem et al., 2009) were laid down per coverslip for 1min,
removed and allowed to polymerize at 37 ◦C for 1h. Coverslips
were then treated with 0.1% (w/v) sodium borohydride for 10min
to quench free aldehydes, washed three times in PBS and RPMI
medium was added until seeding the cells for 3–4h. To check the
aspect of coating, coverslips coated with FITC-labelled collagen
were done in parallel.
Immunostaining and confocal analysis
Cells were fixed at room temperature with 3.7% (w/v)
paraformaldehyde (PFA) for 30min (2D) and 45min (3D),
respectively. PFA was quenched with 50mM NH4Cl. Cells in
2D environment were permeabilized with PBS-0.3%Triton X-
100 for 10min at room temperature and then a 15min-step
of saturation was performed in PBS-3% (w/v) BSA. Cells in 3D
environment were permeabilized with PBS-0.1%Triton X-100
supplemented with 3% (w/v) BSA for 1h and this solution was
also used for antibody steps. Then, cells were stained with pri-
mary Ab for 1h followed by secondary Ab and phalloidin-Texas
Red for 30min. For 3D immunostaining, antibodies were left
a minimum of 2h in contact with the matrix and extended
times of washes were also performed in PBS-0.1%Triton X100.
Cortactin labelling was performed as described (Lizarraga et al.,
2009) with extended times for 3D matrices. Tubulin labelling
was performed using the glutaraldehyde fixation as described
(http://mitchison.med.harvard.edu/protocols/gen1.html) with
extended times for 3D matrices. To limit background due to
non-specific antibody binding to matrices, secondary and some
primary antibodies (anti-Talin, -vinculin, -paxillin, -gelsolin, -1
integrin) were pre-incubated onto polymerized matrix without
cells for 30min at room temperature before their use. Images were
collected using a confocalmicroscope (Leica SP2). 3D sampleswere
scanned with a 0.1–0.4-m step. Images were then processed
for brightness and contrast and filtered for noise with Adobe
Photoshop®.
Live cell imaging
Cells expressing mCherry-Lifeact were embedded in gelled col-
lagen I or Matrigel®, plated in Lab-tekTM glass base chambers and
kept in a humidified atmosphere at 37 ◦C and 5% CO2 for at least
18h. Live cell imaging was performed using an Olympus IX 81
microscope equipped with a 60× oil immersion objective, a Yoko-
gawa CSU22 confocal unit and an Andor IXon 888-BV EM-CCD back
illuminated camera. Stacks of 20 sections spaced by 1.5-2m were
acquired every 30 s using Andor IQ 1.9 Software. Alternatively,
macrophages transduced with mCherry-Lifeact lentiviral vector
were allowed to infiltrate fluorescent matrices. 24-well coverslips
were pre-coatedwith 2g/mL of poly-l-lysine andwashed. To cre-
ate a chemoattractant source, Matrigel® mixed with FCS in a ratio
of 1:1 was supplemented by 250g/mL M-CSF. A 15L-drop of
this mix was layered on the coverslip and allowed to polymerize at
37 ◦C for 30min. Then a 70L-drop of Matrigel® or gelled collagen
I supplemented with 1% v/v FITC (stock 1mg/mL, FITC Monomers,
Molecular Probes) orwith 4%(v/v) DQFITC-collagen (stock 1mg/mL)
was added on top to cover the coverslip surface. After the poly-
merization step at 37 ◦C for at least 1h for gelled collagen and
30min for Matrigel®, rehydratation of the matrices was carried out
for 1h with RPMI without phenol red. Cells were seeded on top
of the matrices at 6×104 cells/coverslip in fresh RPMI containing
0.5% FCS. After 2–5 days of cell migration, coverslips were returned
Please cite this article in press as: Van Goethem, E., et al., Macrophage podosomes go 3D. Eur. J. Cell Biol. (2010), doi:10.1016/j.ejcb.2010.07.011
ARTICLE IN PRESSGModelEJCB-50483; No.of Pages13
12 E. Van Goethem et al. / European Journal of Cell Biology xxx (2010) xxx–xxx
onto a 50L-drop of medium (supplemented with 10mM Hepes)
placed in a 2 chamber-Lab-tekTM and cells within the matrix were
imaged using an inverted confocal microscope (Zeiss LSM710) on
20–35 z sections of 0.5–2m. 3D reconstructions were obtained
with “Image J 3D viewer” plugin of ImageJ software, and X/Z recon-
structions were obtained with Voxx2 software.
Transmission electron microscopy
For 2D analysis, MDMs adherent either on glass coverslips or on
polycarbonate filters insert (Costar)were fixed for 1h at room tem-
perature with 2.5% glutaraldehyde in 0.1mol/L cacodylate buffer
and postfixed with 1% OsO4 in the same buffer. Cells on glass cov-
erslips were then scraped off, pelleted, concentrated in Agar and
treated for 1h with 1% aqueous uranyl acetate. Cells on filters were
only treated for 1hwith 1% aqueous uranyl acetate. Then both sam-
ples were dehydrated in a graded series of ethanol and embedded
in Epon for cells on glass coverslips and Spurr resin for cells on
filters.
For the 3D analysis, MDMs were embedded in a drop of
Matrigel®. After 48h, cells were then fixed overnight at 4 ◦C with
2.5% glutaraldehyde and 2% paraformaldehyde in 0.1mol/L cacody-
late buffer, and postfixed at 4 ◦C with 1% OsO4 and 1.5% K3FeCN6 in
the same buffer. After en block staining for 30min with 1% aqueous
uranyl acetate and ethanol dehydration, embedding was done in
low viscosity epoxy resin.
Then for both 2D and 3D analysis, ultra-thin sections were
performed on a Leica Ultracut microtome and were mounted
on Formvar-carbon-coated 200 mesh copper grids, stained with
uranyl acetate and lead citrate and examined at 80kV on a Jeol
1200-EX electron microscope.
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Supplementary Fig. S1.  
Spatial organization and protein composition of 2D podosomes in human macrophages: single labellings in 
black and white corresponding to the merge pictures shown in Fig 1 (2D left panels). Bars: 10 µm. 
 
Supplementary Fig. S2.  
Spatial organization and protein composition of 3D podosome-like protrusions in human macrophages: Single 
labellings in black and white corresponding to the merge pictures shown in fig 1 (3D right panels). Bars: 20 µm 
(left pictures) and 4 µm (right pictures).  
 
Supplementary Video 1.  
Mesenchymal migration within 3D gelled collagen I of MDMs expressing mCherry-Lifeact. Time-lapse video 
microscopy images were acquired using ANDOR Spinning Disk confocal microscope. Frames were taken every 
30 s during 90 min 
Supplementary Fig. S3.  
Localization of microtubules in human MDMs migrating in 3D gelled collagen I. After migration for 72 h into 
gelled Collagen I polymerized in Transwell® inserts, macrophages were fixed and stained with anti-tubulin 
antibodies and Texas-red phalloidin. Top images result from a projection of 10 z-sections (depth 0.4 µm). 
Bottom images are a single z section of the zoomed area delimited by the white square on top images. Note 
that microtubules are in close contact with F-actin enriched tips (arrows).  
 
Supplementary Fig. S4.  
Spatial organization of adhesion receptors in 2D (A) and 3D (B) podosomes in human macrophages: Single 
labellings in black and white corresponding to the merge pictures shown in Fig 4. Bars: (A) 10 µm and (B) 
20 µm (left pictures) and 4 µm (right pictures).  
 
 
Supplementary Fig. S5.  
Ultra-structural analysis of the ventral area of macrophages in 2D podosomes by transmission electron 
microscopy: MDMs were allowed to adhere on porous polycarbonate filters, fixed and embedded into resin. 
Then orthogonal sections to the substratum were done. MDMs form protrusions into 0.4 µm pores of the 
polycarbonate filters. As described in dendritic cells (Gawden-Bone et al., 2010),striations extend into 











3. Discussion et perspectives 
Les résultats obtenus à l’issue de cette étude nous ont permis de montrer 1) l’existence de 
podosomes 3D,  2) que les macrophages utilisent au moins deux stratégies pour migrer selon 
le mode mésenchymal : la dégradation de la matrice et son ingestion, et la compaction de la 
matrice, et 3) que ces processus sont utilisés conjointement pour générer des tunnels de 
dégradation. 
Lors de l’étude du mode migratoire des macrophages, nous avions tenté de quantifier la 
dégradation de la matrice par différentes méthodes (Co-polymérisation du collagène non 
marqué avec du collagène marqué au FITC ou du DQ-FITC-collagène (fluorescent 
uniquement lorsque dégradé) et mesure spectroscopique des fragments de collagène libérés, 
mesure de la libération d’hydroxyproline (un acide aminé entrant dans la composition du 
collagène à hauteur de 13%) par hydrolyse acide des fragments de collagène libérés et 
réaction colorimétrique). Cependant aucune des méthodes utilisées n’avait abouti. Cet échec 
peut s’expliquer de différentes façons. La dégradation était quantitativement trop faible pour 
dépasser le bruit de fond. Ou encore, l’ingestion de matrice au fur et à mesure de sa 
dégradation empéchait la détection d’un signal. L’observation dans cette étude de 
l’internalisation de la matrice semble donc confirmer cette hypothèse. 
Le phénomène de dégradation couplé à la phagocytose de la matrice dégradée a déjà été 
observé en 2D dans des lignées tumorales sur de la gélatine (Coopman et al., 1998) et dans 
des fibroblastes sur du collagène de type I (Lee et al., 2006). D’autre part, des fragments de 
matrice ont été localisés au sein d’organelles type lysosomes dans l’environnement proche des 
podosomes protrusifs de cellules dendritiques (Gawden-Bone et al., 2010). Ainsi, le matériel 
ingéré pourrait être dégradé dans un phago-lysosome. Cette hypothèse est en concordance 
avec nos observations de matériel ingéré aux extrémités de protrusions donc potentiellement 
au niveau de podosomes 3D (Van Goethem E, Eur J. Cell Biol, 2010) et la présence des 
protéines lysosomales au niveau des podosomes de macrophages en 2D (Cougoule et al., 
2005) 
 
Quel est le lien entre l’intense ruffling visualisé en « live » avant la formation d’un spot 
d’actine-F (podosome 3D), le spot en lui même et la dégradation ? 
Nous avons observé que lorsqu’une cellule mésenchymale émet une protrusion, cette 
émission est suivie d’un intense ruffling à l’extrémité puis de la formation du spot d’actine-F. 
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Nous posons l’hypothèse que le ruffling servirait à scanner l’environnement autour de la 
protrusion afin de trouver un point d’ancrage et former un podosome 3D actif.  
Un récent article mentionne également la présence de ruffling au cours de la formation des 
invadopodes de cellules tumorales adhérentes en 2D sur de la fibronectine. Cependant il 
établit également qu’un tel ruffling ne se produit pas lors de la formation de podosomes d’une 
lignée murine de macrophages sur le même coating (Artym et al., 2010). Cette différence avec 
nos observations peut être attribuée au modèle (adhérence 2D versus migration 3D), et/ou au 
choix de cellules (lignée murine versus cellules humaines primaires)  
Sur cellules fixées, on observe le clustering de β1-intégrines aux extrémités des protrusions ce 
qui semble indiquer que l’attachement se fait au bout de la protrusion, au niveau du podosome 
3D. Cependant pour valider cette hypothèse, il faudrait associer la capacité dégradative à la 
formation de ces structures. Afin de faire la liaison entre ruffling, podosome 3D et 
dégradation et de clairement établir la chronologie de ces évènènements, il faudrait filmer les 
cellules au cours de leur dégradation de la MEC (matrice fluorescente). 
J’ai tenté ces expériences plusieurs fois en microscopie confocale : les cellules infectées avec 
un lentivirus porteur de Lifeact-cherry étaient déposées en surface d’une matrice 3D couplée à 
du DQ-FITC collagène et leur migration au sein de la matrice devait être filmée au cours du 
temps. Cependant, ces expériences n’ont malheureusement pas abouti à cause de la photo-
toxicité de l’acquisition. En effet, le phénotype 3D des cellules obligeant à multiplier les 
champs en z, couplé à l’acquisition en mode confocal de 2 couleurs, a fait que nous n’avons 
pas été en mesure de visualiser de déplacement cellulaire. Cependant l’acquisition récente au 
laboratoire d’un microscope bi-photonique permettant de diminuer la photo-toxicité ouvre de 
nouvelles possibilités et ces expériences pourront être refaites. 
De telles expériences permettront d’observer la dégradation au niveau des podosomes 3D 
mais aussi de visualiser les différentes étapes de la formation du tunnel de dégradation que 







III. Etude de la migration trans-matricielle des différentes sous-
populations de macrophages humains 
 
1. Introduction 
Notre étude du mode migratoire des macrophages dans divers types de matrices a permis de 
montrer que les macrophages humains adoptaient un mode amiboide ou un mode 
mésenchymal selon l’architecture de la matrice. De plus, nous montrons qu’il n’y a pas, à 
priori, au sein d’une même matrice de transition amiboide-mésenchymal ou mésenchymal-
amiboide en présence d’inhibiteurs de ROCK ou de protéases respectivement (voir 
paragraphe « I-3- Discussions et perspectives » de cette partie résultats) 
Dans nos expériences de migration 3D, seule une fraction de macrophages (env. 30%), sur la 
totalité des cellules déposées en surface des matrices, était capable de migrer. Nous nous 
sommes alors demandés s’il existait deux sous-populations de macrophages, l’une assurant la 
migration amiboide et l’autre la migration mésenchymale ou encore l’une capable de migrer 
et l’autre pas. En d’autres termes : est ce que les mêmes macrophages sont capables de migrer 
selon les deux modes ou s’agit-il de deux sous-populations différentes? 
Cette question est particulièrement relevante puisque l’on sait qu’il existe deux sous-
populations de macrophages : les macrophages de type M1, les macrophages dits 
inflammatoires (réponses contre le pathogène : phagocytose, sécrétion de molécules 
inflammatoires) et les macrophages de type M2 dits immuno-modulatoires qui ont des 
fonctions inflammatoires atténuées (réponses de réparation des tissus : angiogénèse, sécrétion 
de collagène...) (revue : (Auffray et al., 2009) et paragraphe « I-1.1 Les macrophages »  de 
l’introduction). Il est ainsi tout à fait plausible que selon l’état d’activation et de polarisation 
des macrophages, la capacité migratoire puisse être modifiée. En effet, les macrophages 
polarisés M1 pourraient voir leur capacité migratoire diminuée, afin de favoriser leurs 
fonctions inflammatoires. Les macrophages polarisés M2 pourraient quant à eux être plus 
efficaces dans leur migration, qui leur serait indispensable pour scanner l’environnement à la 
recherche de signaux de désordres immunitaires, mais aussi pour remplir leur fonctions de 
« nettoyage » après la résolution de l’épisode inflammatoire. 
Afin de répondre à cette question, nous avons tout d’abord déterminé si, dans nos conditions 
habituelles de migration, le même macrophage était capable de migrer à la fois selon le mode 
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amiboide et selon le mode mésenchymal. Les résultats obtenus dans des matrices 
« composites » c’est-à-dire permettant la migration dans deux environnements successifs 
différents permettent de répondre par l’affirmative à cette question. En conséquence, nous 
avons étudié les capacités migratoires de macrophages différentiellement polarisés (M1 et 
M2). Les résultats obtenus, encore préliminaires, suggèrent que les macrophages de type M1 
présentent une migration nettement atténuée tandis que les macrophages de type M2 
conservent une capacité migratoire en collagène fibreux et Matrigel™.  
 
2. Matériels et Méthodes 
Culture cellulaire  
Dans le cas des expériences avec les matrices composites, les macrophages dérivés de 
monocytes ont été obtenus, préparés et différentiés pendant 6-8 jours en RPMI +10% SVF 
+20ng/mL de M-CSF (Peprotech) comme précédemment décrit (Van Goethem E et al., J. 
Immunol. 2010).  
Dans le cas des expériences de polarisation, les monocytes ont été préparés de la même 
manière que décrit ci-dessus mais leur différenciation a été générée sans la présence de 
MCSF. Après 6-7 jours de différenciation, les cellules ont alors été incubées pendant 18-20h 
en présence de RPMI + 10% SVF + IL4 20ng/mL (Miltenyi Biotec) pour générer une 
polarisation de type M2 et RPMI +10% SVF + IFNγ 20ng/mL (100U/mL) (Roche) pour 
générer une polarisation de type M1. 
 
Modèle de migration 3D  
Préparation des matrices 
Le modèle est adapté de celui développé précédemment et les matrices ont été préparées selon 
le même protocole (Van Goethem E et al., J. Immunol. 2010).  
Migration 3D 
Les cellules, déplétées en sérum pendant 3-4h, ont été décollées à la trypsine (500µL/puits de 
plaque 6puits, 10minutes) avant d’être déposées à la surface des matrices (2,5E5 










Figure 1: Modèle des matrices composites
La membrane de l’insert est dans un premier temps recouvert de Matrigel (A) ou collagène 
fibreux (B) puis une seconde couche est ajoutée: du collagène fibreux (A) ou du collagène 
fibreux (B). Chacune des configurations génère une matrice possédant les deux architectures 




Etude de la migration au sein des matrices composites 
Les inserts de migration (BD Biosciences) ont tout d’abord été recouverts d’une couche de 
60µL de Matrigel™ (9-10mg/mL) ou 70µL de collagène fibreux 2mg/mL. Après la 
polymérisation de ces premières couches, 60µL de collagène fibreux 2mg/mL ont été déposés 
en surface du Matrigel™ et 50µL de collagène gélatineux 5,1mg/mL en surface du collagène 
fibreux respectivement (figure 1). La réhydratation des matrices après le dépôt de la seconde 
couche a été effectuée au bout de 40 minutes dans le cas de la configuration collagène fibreux 
sur Matrigel™ et au bout d’1h dans le cas du collagène gélatineux sur le collagène fibreux. 
Pour les études en vidéomicroscopie, le volume de la matrice supérieure a été diminué à 40µL 
pour le collagène fibreux et à 30µL de collagène gélatineux respectivement, ceci afin que les 
cellules atteignent plus rapidement l’interface entre les deux matrices. 
Les cellules sont déposées en surface des matrices et leur migration est induite par la présence 
de 10% SVF + 50ng/mL MCSF dans le compartiment inférieur de la chambre de migration. 
Toutes les 72h, le milieu du compartiment inférieur est renouvelé et 100µL de milieu RPMI 
+0,5%SVF est ajouté au dessus de l’insert. 
 
Vidéomicroscopie. 
Afin d’observer le changement de mode migratoire des cellules lors du passage d’une matrice 
à l’autre, nous avons entrepris de filmer les macrophages au niveau de l’interface entre les 
deux matrices. 
Pour cela, lors de l’arrivée des cellules au niveau de l’interface, les inserts de migration ont 
été filmés sur une durée entre 18 et 36h au vidéo-microscope DMRIB inversé, en contraste de 
phase, à l’objectif 10X et au sein d’une enceinte maintenue à 37°C et alimentée par 5% CO2. 
La prise de photos était espacée de 10 minutes et à chaque temps, 20 plans espacés de 30µm 
étaient acquis en z. L’épaisseur totale filmée était centrée sur l’interface. L’acquisition s’est 
faite via le logiciel Metamorph. L’analyse de ces films a ensuite été réalisée sous ImageJ. 
 
Etude de la migration des cellules polarisées  
Après la polarisation de 18-20h, les cellules sont déplétées en sérum pendant 3-4h, les 
cytokines sont maintenues pendant cette période. 
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Les macrophages sont alors décollés et déposés en surface des matrices comme décrit ci-
dessus. Les cytokines sont maintenues à 20ng/mL dans le milieu au dessus de l’insert et dans 
le compartiment inférieur de la chambre de migration pendant toute la durée de l’expérience. 
Le seul chimioattractant dans ces expériences est donc le SVF maintenu à 10% dans le 
compartiment inférieur. 
 
Préparation d’ARN et analyse par RT-PCR 
Afin de valider la polarisation de nos macrophages, des expériences de RT-PCR ont été 
réalisées à l’Université de la Méditerannée à Marseille dans le laboratoire de Jean-Louis Mège 
(UMR 6236), spécialiste de la polarisation M1/M2 (Benoit et al., 2008a; Benoit et al., 2008b; 
Mege and Capo, 2010). 
Pour cela, en parallèle des puits conservés pour la migration, d’autres puits ont été préparés et 
traités de manière identique afin d’extraire les ARNs. Après la polarisation de 18-20h et 
l’étape de déplétion en sérum, les cellules sont lavées en PBS une fois, avant d’être lysées 
pendant 15minutes par 350µL de tampon RLT du kit Qiagen d’extraction des ARNs RNeasy 
(protocole lyse de tissus). Le protocole du kit a ensuite été suivi avec ses étapes optionnelles.  
 
Coatings 2D 
Afin d’observer la formation des podosomes et leur dégradation, les macrophages polarisés 
ont été déposés sur des lames de verre nu ou recouvertes de gélatine –FITC. Les coatings ont 
été réalisés comme décrit précédemment (Van Goethem E et al., J. Immunol. 2010). 
Différents temps d’adhérence ont été testés. Les cellules ont été maintenues en RPMI 
supplémenté ou non par 5% SVF lorsque le temps d’adhérence excédait 4h. 
Les lames ont ensuite été fixées et marquées à la Phalloidine –Texas Red et au DAPI comme 


















Figure 2 : Migration depuis l’interface Collagène Fibreux/Matrigel dans le Matrigel
Illustration du changement de mode migratoire. Sur l’interface, les cellules sont rondes et se déplacent
beaucoup. Ici la cellule pénètre à T=30min et conserve un phénotype arrondi pendant encore 70minutes
(1 photo montrée à t=110min) avant de commencer une migration typique du mode mésenchymal avec
émission de pseudopodes dans le sens de migration (flèches oranges). L’étoile rouge indique le point de
départ du mouvement. Les têtes de flèches oranges marquent une cellule immobile qui passe dans le plan
focal à mesure que la cellule pistée pénètre en profondeur (échelle 10µm) Images de contraste de phase
t0 10mn 20mn
Figure 4: Quantification du pourcentage de migration dans la matrice composite Collagène
Fibreux sur Matrigel
La courbe noire représente le pourcentage global ayant migré aux temps indiqués. La courbe rose
correspond au pourcentage de cellules migrant dans le Matrigel par rapport aux cellules totales
ayant migré. Chaque point correspond à la moyenne de deux inserts de migration. Le graphe est
issu d’une expérience représentative de 3 expériences.
Figure 3 : Illustration de la pénétration des cellules dans la matrice composite Collagène
Fibreux sur Matrigel
Chaque courbe correspond à un temps donné de la migration. Pour chaque courbe un point
représente le nombre de cellules ayant migré à la profondeur donnée. On voit très bien
l’accumulation de cellules à l’interface entre les 2 matrices qui commence dès 48h de migration,
pendant que les premières cellules pénètrent le Matrigel 24h plus tard.
Le graphe est issu d’une expérience représentative de 3 expériences.
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3. Résultats, discussion et perspectives 
Les mêmes macrophages sont capables d’adopter successivement un mode migratoire 
amiboide puis mésenchymal et vice-versa. 
La manière la plus simple pour déterminer si un même macrophage peut développer les deux 
modes migratoires est de le mettre en présence d’une matrice lui permettant d’adopter un 
mode migratoire puis l’autre mode migratoire. Pour cela, nous avons développé des matrices 
composites (Figure 1). Nous avons alors analysé la migration de macrophages à travers une 
couche de matrice fibreuse (collagène fibreux- collF) puis une couche de matrice gélatineuse 
(Matrigel™) ou au contraire à travers une matrice gélatineuse (collagène gel – collG) puis une 
matrice fibreuse (collF).  
Lorsque les macrophages étaient déposés en surface de la matrice collagène fibreux sur 
Matrigel™ (Figure 1A), les macrophages parvenaient à l’interface entre les deux matrices en 
24-48h en adoptant un phénotype typique du mode amiboide (non montré). Nous avons 
observé qu’à l’interface, les cellules s’arrêtaient pendant 24-48h avant de commencer à 
pénétrer au sein du Matrigel™ (Figure 3) avec un phénotype typique du mode mésenchymal 
(Figure 2). Ainsi le même macrophage est capable d’adopter un mode migratoire amiboide 
puis mésenchymal.  
Le temps de latence à l’interface a été observé dans trois expériences indépendantes. Nous 
pensons que l’arrêt de migration en « surface » du Matrigel™ constitue une étape essentielle à 
la transcription de nouveaux gènes nécessaires à la mise en place du mode mésenchymal. En 
effet, lors de nos expériences au sein de matrices simples (Van Goethem E et al., J. Immunol. 
2010 et paragraphe I de la partie Résultats), nous avions déjà observé que la migration au sein 
des matrices gélatineuses (Matrigel™ et collagène gel) ne débutait qu’après un certain temps 
de latence (24h en moyenne). Ce temps de latence n’existait pas lorsque les cellules migraient 
dans le collagène fibreux. 
Le pourcentage de migration au fil du temps a été quantifié sur une de ces expériences et 
montre que la proportion de cellules pénétrant dans le Matrigel™ par rapport aux cellules 
totales ayant migré n’évolue plus beaucoup après 8 jours après le début de migration et stagne 
autour de 20% (Figure 4 courbe rose). Ce phénomène peut s’expliquer de différentes 
manières. Il pourrait tout simplement s’agir d’une limite expérimentale liée à la longueur de 
l’expérience. En effet le pourcentage de migration global semble lui aussi stagner après 8 











Figure 5 : Migration depuis le collagène gel dans le collagène fibreux
Illustration du changement de mode migratoire. La cellule présente une morphologie et une migration
typique du mode mésenchymal (protrusions dans le sens de migration (flèches oranges)). Elle pénètre
rapidement dans le collagène fibreux après avoir atteint l’interface et y adopte de suite un phénotype
arrondi avec un déplacement typique du mode amiboide. Les têtes de flèches oranges marquent une
cellule immobile qui passe dans le plan focal à mesure que la cellule pistée pénètre en profondeur
(échelle 10µm) Images de contraste de phase
Figure 6: Quantification du pourcentage de migration dans la matrice composite
Collagène gel sur Collagène Fibreux
La courbe noire représente le pourcentage global ayant migré aux temps indiqués. La courbe
bleue correspond au pourcentage de cellules migrant dans le collagène fibreux par rapport au
nombre de cellules totales ayant migré. Chaque point correspond à la moyenne de deux inserts
de migration. Le graphe est issu d’une expérience représentative de 3 expériences.
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de migration moyen observé dans une matrice simple de Matrigel™ (env. 20-30% après 72h 
de migration). Toutefois, nous ne pouvons pas exclure la possibilité que seul un pourcentage 
des cellules ayant migré selon le mode amiboide est capable de passer à un mode 
mésenchymal. 
Par vidéomicroscopie, nous avons pu observer la mise en place du phénotype mésenchymal 
depuis l’interface ente les deux matrices (Figure 2). En revanche, nous n’avons pas été en 
mesure, pour l’instant, d’observer de cellules migrant selon le mode amiboide passer au mode 
mésenchymal, probablement à cause de l’arrêt de migration trop long par rapport à la durée 
des films. 
 
Dans le scénario inverse, lorsque les macrophages sont déposés en surface de la matrice 
collagène gel sur collagène fibreux (Figure 1B), les macrophages parvenaient à l’interface en 
4-5 jours en adoptant un phénotype typique du mode mésenchymal (Figure 5). Cette fois, les 
cellules semblent pénétrer dans le collagène fibreux selon un mouvement et un phénotype 
typique du mode amiboide sans arrêt à l’interface. En effet, par vidéomicroscopie, j’ai pu 
suivre une cellule depuis le collagène gel jusqu’à son entrée dans le collagène fibreux et j’ai 
observé qu’elle ne faisait quasiment aucune pause entre les deux matrices (Figure 5, une 
expérience représentative de 3 expériences réalisées). Ainsi le passage d’un mode 
mésenchymal à un mode amiboide ne semble pas requérir la transcription de nouveaux gènes, 
mais plutôt une relocalisation moléculaire. On peut par exemple proposer que le chemin 
Rho/ROCK serait déjà actif durant le mode mésenchymal et que sa fonction pourrait être re-
localisée à l’arrière de la cellule pour assurer la contractilité nécessaire à la réalisation du 
mode amiboide.  
Cette fois encore, le pourcentage de cellules pénétrant dans la seconde matrice de collagène 
fibreux stagne autour des 15% du nombre total de cellules ayant migré (Figure 6 courbe 
bleue). Cette faible proportion peut être expliquée par les mêmes raisons que lors du passage 
collagène fibreux-Matrigel™ (limite expérimentale liée à la longueur de l’expérience). Mais 
une autre explication peut être apportée. En effet, en vidéomicroscopie, j’ai observé à de 
multiples reprises que les cellules évoluant dans le collagène fibreux remontaient vers le 
collagène gélatineux (résultats non montrés) biaisant ainsi le pourcentage de migration établi 
à un temps fixe. Ce phénomène n’étant pas observé lors de la configuration collagène fibreux 
sur Matrigel™, nous pensons qu’il s’agit de durotactisme, la cellule étant attirée par la matrice 
de plus forte rigidité. 
Figure 7 : Quantification du pourcentage de migration et de la distance parcourue des
macrophages polarisés après 72h de migration.
A – Quantification du pourcentage de migration dans les différentes matrices
Les données sont exprimées en moyennes de 2-3 expériences indépendantes +/- SD
L’étoile signifie absence de migration.
B- Illustration de la distance parcourue par les cellules. Chaque point correspond à 1 cellule
ayant migré à une distance donnée. La ligne en pointillé à y=0 correspond à la surface des
matrices. La ligne au sein des points correspond à la moyenne géométrique de la distance















Ces résultats demandent à être confirmés par la quantification d’autres expériences mais 
semblent montrer que le même macrophage est capable d’adopter successivement un mode 
migratoire amiboide puis mésenchymal et vice-versa. 
 
La question suivante était de savoir si tous les macrophages sont capables de migrer en 3D 
selon un mode amiboide et mésenchymal ou s’il existe une sous-population qui n’est pas 
capable de migrer en 3D. Ceci expliquerait pourquoi il reste toujours une proportion de 
cellules en surface des matrices qui ne migre pas. Nous nous sommes alors intéressés aux 
deux populations que sont les macrophages M1 et les macrophages M2. Nous avons polarisé 
différentiellement nos macrophages et étudié leur migration dans du Matrigel™, du collagène 
gel et du collagène fibreux. 
 
Les macrophages polarisés M1 présentent une migration atténuée en collagène fibreux 
et gélatineux tandis que les macrophages type M2 présentent un défaut de migration 
seulement en collagène gel. 
La polarisation correcte de nos cellules a été confirmée par l’analyse RT-PCR  (Collaboration 
Jean-Louis Mège, UMR 6236, Université de la Méditerranée- Marseille) (résultats non 
montrés). Le niveau d’expression des gènes IL15, TNF, CXCL9 (M1) et des gènes DC-SIGN, 
CCL13, FN1 (M2) ont notamment été comparés. 
 Macrophages M2 
La migration des macrophages a été quantifiée après 3 jours de migration. Les macrophages 
polarisés M2 semblent migrer efficacement en Matrigel et en collagène fibreux (Figure 7A-
B). Dans cette dernière matrice, le pourcentage de migration est même augmenté. Ceci peut 
être corrélé à la fonction immuno-modulatoire des macrophages M2. En effet, ce phénotype 
est caractérisé par la capacité à réparer les tissus après une réponse inflammatoire. D’autre 
part, les macrophages tissulaires qui scannent l’environnement à la recherche d’un désordre 
semblent être plus proches d’un phénotype M2 que d’un phénotype M1. Par conséquent la 
migration au sein des tissus interstitiels peut être essentielle aux macrophages de type M2. La 
migration est en revanche diminuée en collagène gélatineux (Figure 7A). D’autres 









Figure 8: Illustration des phénotypes en Matrigel
Images en contraste de phase après 72h de migration.
On voit très bien le phénotype particulier adopté par les cellules traitées à l’IFNg en surface




 Macrophages M1 
La quantification de la migration semble indiquer que les macrophages polarisés M1 
présentent un défaut global de migration quelle que soit la matrice (Figure 7A-B). En effet, la 
migration dans les collagènes fibreux et gélatineux est presque totalement inhibée. Dans le 
Matrigel™, le pourcentage de migration semble très élevé comparé au contrôle mais cette 
migration ne se fait que sur une très courte distance de la matrice (Figure 7B). Cette 
« amorce » de la migration n’est pas encore comprise puisqu’elle n’est pas cohérente avec les 
résultats obtenus en collagène gélatineux. En effet, si les cellules M1 ne sont pas capables de 
migrer selon le mode mésenchymal (puisqu’elles ne migrent pas en collagène gel) alors elles 
ne devraient pas non plus migrer dans le Matrigel™. En Matrigel™, ces cellules présentent un 
phénotype particulier à la fois en surface (réseaux) et à l’intérieur de la matrice (cellules en 
étoiles, très proches les unes des autres faisant penser à de la migration collective) (Figure 8). 
Ces phénotypes semblent montrer une hyperactivation des cellules et peut être expliquée par 
la composition particulière du Matrigel™ (qui contient beaucoup de facteurs de croissance et 
cytokines). Ces molécules pourraient ainsi dépolariser les macrophages et les ré-orienter vers 
un phénotype de type M2 migratoire. Une expérience possible pour répondre à cette question 
serait d’extraire les ARN de cellules M1 présentes dans le Matrigel™ et d’analyser leur état 
de polarisation. 
L’absence de migration des macrophages M1 dans les deux matrices de collagène peut 
s’expliquer de plusieurs manières. Ceci peut être dû à un effet propre de la polarisation M1 ou 
à un effet de l’IFNγ indépendant de la polarisation M1. 
Les cellules M1 pourraient présenter un défaut d’expression au niveau de leur récepteur au 
collagène de type I ce qui les empêcheraient de migrer au sein du collagène. D’autre part, les 
macrophages M1 sont des cellules activées ayant une fonction inflammatoire d’élimination de 
pathogènes. Il est par exemple connu que l’IFNγ augmente la capacité de phagocytose des 
macrophages (pour revue (Martinez et al., 2009)). Aussi, il est possible que le traitement à 
l’IFNγ conditionne la cellule à exercer d’autres fonctions cellulaires que la migration, 
diminuant ainsi ses capacités migratoires. 
D’autre part, l’IL1, une cytokine inflammatoire produite par les monocytes/macrophages en 
réponse à l’IFNγ (Mantovani et al., 2002), est capable de promouvoir l’invasion des tissus et 
leur dégradation par les macrophages (revues : (Dinarello, 1996; Schett, 2008)) ce qui va à 
l’encontre de nos résultats. Cependant, il a aussi été montré in vitro dans des matrices 3D de 
















Figure 9 :Macrophages humains adhérents sur verre en présence de MCSF, IL4, IFNg
Les macrophages ont été déposés sur lamelles de verre puis fixés au bout d’1h d’adhérence
La formation de podosomes est observée par la présence d’un cœur d’actine-F (rouge) entouré
d’un anneau de Vinculine (vert). Les noyaux ont été marqués au DAPI (bleu) Echelle : 20µm
(M2) (M1)
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et al., 2008; Hu et al., 2005). Nous pourrions donc penser que la polarisation M1 des 
macrophages par l’IFNγ empêche la migration de nos macrophages en collagène en régulant 
l’activité de l’IL1. 
Afin de distinguer l’effet propre de la polarisation M1 à celui l’IFNγ indépendant de la 
polarisation M1, nous pourrions envisager de réaliser notre polarisation avec une autre 
molécule, telle que le TNF (Mege and Capo, 2010). 
 
 Macrophages M-CSF 
Les résultats obtenus semblent indiquer qu’à l’issue de la différenciation (présence ou non de 
MCSF), les cellules sont potentes à migrer dans toutes les matrices. La différenciation MCSF 
a tendance à augmenter le pourcentage de migration (figure 7). Il serait intéressant de savoir 
si couplée à la polarisation M1 ou M2, elle potentialise toujours les cellules à migrer dans 
toutes les matrices. Cette expérience sera effectuée au laboratoire prochainement. 
La différenciation MCSF a tendance à polariser les macrophages vers un phénotype M2. Ceci 
a été montré par analyse transcriptomique (Martinez et al., 2006). D’autre part plusieurs 
articles concluent que le M-CSF produit par les cellules tumorales attire les macrophages vers 
la tumeur et les polarise vers un phénotype M2 (Kawamura et al., 2009; Lin et al., 2001; 
Mantovani et al., 2009; Solinas et al., 2010). D’après nos résultats, la polarisation M2 sous 
l’effet de l’IL4 permet aux cellules de migrer plus ou moins efficacement dans toutes les 
matrices testées tout comme les cellules différentiées en MCSF ce qui est en accord avec la 
littérature. 
 
La capacité migratoire des macrophages polarisés est corrélée à l’activité des 
podosomes. 
Afin d’analyser la relation migration/podosomes des cellules polarisées, j’ai déposé les 
macrophages polarisés M1 ou M2 sur de la gélatine-FITC et sur lamelles de verre. 
Les résultats sont encore préliminaires. Sur lamelles de verre, les macrophages semblent 
pouvoir former des podosomes de manière similaire quel que soit leur niveau de polarisation 
(Figure 9). Sur gélatine, les macrophages polarisés M1 semblent présenter un défaut de 
dégradation comparé aux macrophages M2 (Figure 10). Ainsi, ces résultats indiqueraient que 


















Figure 10: Macrophages humains adhérents sur gélatine–FITC en présence de MCSF, IL4,
IFNg
Les macrophages ont été déposés sur lamelles puis fixés au bout d’16h d’adhérence
La dégradation est observée par la baisse de fluorescence de la gélatine-FITC. Echelle 20µm
(M2) (M1)
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corrélation entre l’absence de migration dans le collagène gel et la capacité à dégrader des 
podosomes.  
 
Cette étude est encore préliminaire et nécessite encore d’être complétée par d’autres 


























Suite à nos études sur les macrophages, nous avons souhaité connaitre le comportement 
d’autres leucocytes au sein de nos matrices reconstituées. Pour cela, nous avons étudié la 
migration des monocytes, des neutrophiles et des cellules dendritiques. D’autre part, nous 
avons mis en place une collaboration avec le Dr. Loïc Dupré (INSERM U563, Hôpital 
Purpan-Toulouse) qui travaille sur les lymphocytes T afin d’évaluer la capacité migratoire de 
ces cellules. 
Contrairement aux macrophages, pour lesquels peu de données étaient disponibles, la 
migration des neutrophiles, des lymphocytes et des cellules dendritiques avait déjà été 
explorée. La migration des lymphocytes T, des monocytes et des neutrophiles semble être une 
migration de type amiboide (voir paragraphe III-2.4 de l’introduction). Celle des cellules 
dendritiques en revanche est moins claire et semble dépendante de l’état de maturation de ces 
cellules. De plus, les DCs matures ne sont plus capables de former des podosomes 
contrairement aux DCs immatures (Burns et al., 2001).  
Ainsi notre étude a plusieurs objectifs : 1) déterminer le mode migratoire de chacun de ces 
types leucocytaires dans notre modèle in vitro, 2) corréler la capacité migratoire au sein de 
matrices gélatineuses à la capacité à former des podosomes actifs et 3) comparer ces données 
à celle de la littérature afin de savoir si notre modèle de migration 3D mime correctement les 
situations physiologiques.  
Afin de répondre à ces trois objectifs, nous avons analysé le comportement migratoire des 
monocytes, neutrophiles, DCs matures et immatures dans les différentes matrices que j’ai 
développées. En parallèle, les cellules ont été déposées sur différents coatings afin d’observer 
la formation de podosomes. J’ai réalisé les expériences sur les cellules dendritiques avec 
Céline Cougoule dans l’équipe, qui a quantifié les données générées. Les expériences sur les 
lymphocytes ont été réalisées par Fanny Lafouresse, étudiante en thèse sous la direction de 
Loïc Dupré. Ses résultats ne seront pas développés mais discutés dans la partie « résultats, 




2. Matériels et méthodes 
Culture cellulaire 
Obtention des monocytes 
Les monocytes ont été extraits de sang humain et purifiés (CD14+) comme décrit 
précédemment (Van Goethem E et al, J Immunol, 2010) avant d’être déposés sur les matrices 
3D ou sur des lamelles de verre coatées ou non.  
Obtention des neutrophiles 
A l’issue de la centrifugation en présence de Ficoll-Hypaque de 100mL de sang humain, les 
neutrophiles se trouvent dans le culot avec les globules rouges. Après lyse des globules 
rouges, les neutrophiles sont centrifugés à 200g, 10min, 4°C, puis sont resuspendus dans 5mL 
de RPMI froid et maintenus sur glace pendant le comptage. Un tube à 2E6 cellules/mL est 
préparé en RPMI froid et déposé dans un bain marie à 37°C pendant 20 minutes pour entamer 
un retour progressif à une température de 37°C avant d’être déposés sur les matrices 3D ou les 
lamelles de verre. 
Obtention des DCs (collaboration équipe Olivier Neyrolles-IPBS) 
Les monocytes sont extraits et purifiés comme décrits précédemment. Les monocytes sont 
déposés dans des puits de plaques 24 puits à la concentration de 1E6 cellules/puits et 
différentiés en cellules dendritiques immatures par la présence dans le milieu de culture de 
GM-CSF (10ng/mL) et d’IL4 (20ng/mL), pendant 7 jours. A l’issue des 7 jours, la maturation 
de la moitié des DCs obtenues est induite par l’ajout de LPS à 100ng/mL pendant 16h (sur la 
nuit). Le lendemain, les cellules dendritiques sont décollées par aspiration-rejet à la pipette de 
1mL et analysées par FACS pour vérifier l’état de maturation des deux lignées (réalisé par 
l’équipe d’O. Neyrolles)  et/ou déposées sur les matrices 3D et les coatings 2D. 
 
Modèles de migration 3D. 
Pour les monocytes et les neutrophiles, les matrices 3D ont été préparées la veille et 
maintenues dans le milieu de réhydratation (au dessus et en dessous) jusqu’à leur utilisation. 




La migration des neutrophiles a été induite par la présence de LPS (2µg/mL) ou de fMLP 
(100nM) en supplément de 10% SVF dans le compartiment inférieur de la chambre de 
migration.  
La migration des monocytes a été induite par la présence de MCSF (20ng/mL) ou de MCP1 
(20ng/mL) en supplément de 10% SVF dans le compartiment inférieur de la chambre de 
migration. 
Ces deux types cellulaires ont été déposés à 3E4 cellules/insert dans du RPMI 0,5%SVF. 
Pour les cellules dendritiques, les cytokines IL4 et GMCSF sont maintenues en haut en en bas 
de l’insert de migration tout le long de l’expérience et la migration est induite par la présence 
seule de 10%SVF dans le compartiment inférieur contre 1% dans le compartiment supérieur.  
 
Coatings 2D 
Différents types de coatings ont été réalisés. Des lamelles de verre ont été coatées avec 
10µg/mL de fibronectine, fibrinogène ou vitronectine en PBS contenant du calcium et du 
magnesium, sur la nuit à 4°C ou 3h à 37°C. Après ce temps d’incubation, les lamelles sont 
lavées en PBS deux fois puis une fois en RPMI et laissées ainsi à 37°C jusqu’au dépôt des 
cellules. Les coatings gélatine-FITC ont été réalisés comme décrits précédemment (Van 










Figure 1: Neutrophiles sur Vitronectine 10µg/mL
Les neutrophiles ont été fixés au bout de 3h.
Sur Vitronectine (ou sur verre – non montré) les neutrophiles ne forment que très rarement des
podosomes. La majorité des cellules adhèrent sans en former.
Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu).








Figure 2: Structures d’adhérence des neutrophiles humains sur verre.
A. A la base des cellules (microscopie TIRF), la F-Actine apparaît sous la forme d’un marquage
ponctué au niveau sous-cortical et colocalise avec les zones d’adhérence révélées par IRM.
B. L’Actine sous-corticale colocalise avec la Taline, mais les points d’Actine ne colocalisent que très
rarement avec ce marqueur d’adhérence (flèches). Echelle : 10µm. Données Renaud Poicloux
Actine-F Gélatine-FITC Overlay
Figure 3: Neutrophiles sur gélatine-FITC
Les neutrophiles ont été fixés au bout de 4h
Les neutrophiles ne dégradent pas (pas de présence de trous). En revanche de la fluorescence est
visibles à l’intérieur des cellules semblant indiquer un phénomène d’auto-fluorescence.
Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu) – Echelle 10µm
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3. Résultats, discussion et perspectives 
Afin d’amorcer l’étude des modes migratoires d’autres leucocytes, nous avons commencé par 
rechercher l’existence de podosomes dans ces cellules en 2D.  
Les neutrophiles ne forment pas de podosomes et sont incapables de dégrader la 
gélatine. 
Lorsque les neutrophiles ont été déposés sur des lamelles de verre recouvertes ou non de 
fibronectine, fibrinogène ou vitronectine, les cellules formaient des points d’actine-F à leur 
base en contact avec la surface des matrices dès 1h d’adhérence. Ces points d’actine ont par 
ailleurs été trouvés plus volontiers sur verre nu et vitronectine. Cependant ces points d’actine-
F ont été rarement vus entourés d’un anneau de vinculine (figure 1), comme le sont les 
podosomes de macrophages. D’autres marqueurs podosomaux ont été testés comme la 
paxilline, ou la cortactine mais les marquages n’ont pas apporté d’arguments supplémentaires 
quant à l’existence de podosomes dans les neutrophiles. Dans l’équipe, Renaud Poincloux 
avait également réalisé des expériences en IRM (Interference Reflexion Microscopy, 
technique permettant l’imagerie de zones d’interférence entre la cellule et son substrat, les 
zones noires sont alors indicatrices d’adhérence) pour identifier des zones d’adhérence (figure 
2) et marqué la taline, un autre marqueur des podosomes. S’il a pu associer les points 
d’actine-F à une zone d’adhérence, il n’a pas observé de colocalisation de la taline avec les 
points d’actine-F (figure 2). 
Afin de s’assurer que ces points d’actine-F n’étaient réellement pas des podosomes avec une 
organisation moléculaire totalement différente de celle connue pour les invadosomes 
classiques, j’ai examiné la capacité dégradative de ces structures. 
Après 4h sur gélatine-FITC, les neutrophiles n’ont pas montré de capacité à dégrader cette 
matrice (figure 3). Nous avons également réalisé un temps plus long d’adhérence (24h) mais 
nous n’avons pas observé davantage de dégradation et avons été limité expérimentalement par 
la survie des cellules. 





Figure 4: Monocytes sur Vitronectine 10µg/mL
Les monocytes ont été fixés au bout de 5h.
Sur Vitronectine (ou sur verre – non montré) les monocytes forment des points d’actine mais non
entourés de Vinculine
Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu) – Echelle 10µm
Figure 5: Monocytes sur Gélatine-FITC
Les monocytes ont été fixés au bout de 20h.
Les monocytes forment des points d’actine sur gélatine-FITC et sont capables de dégrader la
matrice
Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu) – Echelle 20µm
Actine-F Gélatine-FITC Overlay
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Les monocytes ne forment pas de podosomes sur coatings classiques mais sont capables 
de dégrader la gélatine 
Lorsque les monocytes ont été déposés sur des lamelles de verre recouvertes ou non de 
fibronectine, fibrinogène ou vitronectine, nous avons constaté, comme pour les neutrophiles, 
la formation de points d’actine-F sous les cellules et ce plus fréquemment sur verre nu et 
vitronectine (figure 4) après 1h d’adhérence. En revanche, la vinculine présentait un 
marquage diffus dans le cytoplasme (figure 4). 
J’ai également examiné la capacité dégradative de ces structures. 
Dès 5h sur gélatine-FITC, les monocytes semblaient présenter une capacité dégradative 
(figure 5) et cette capacité dégradative semblait associée à la présence de points d’actine-F 
(figure 5). Ainsi, cela suggère l’existence de structures dégradatives sur gélatine dont 
l’organisation structurale n’est pas similaire à celle de podosomes classiques. Plusieurs 
hypothèses peuvent être émises.  
La dégradation observée pourrait ne pas être due à de la protéolyse médiée par des podosomes 
mais résulter d’un autre processus tel que la phagocytose. Dans ce cas, cela signifierait que les 
cellules sont capables de désorganiser la MEC afin de l’internaliser. Cependant, nous n’avons 
pas observé de remodelage de la gélatine autre que sa dégradation ; cette hypothèse est donc 
peu probable. 
D’autre part, nous n’avons pas encore assez de données expérimentales pour conclure sur 
l’identité des structures observées. En effet, la présence de marqueurs autre que la vinculine 
n’a pas encore été testée sur les monocytes. Il est possible que les structures riches en actine-F 
soient des podosomes autour desquels la vinculine n’est pas encore associée. Il est donc 
nécessaire d’évaluer d’autres protéines des podosomes. La cortactine ou Arp2/3 impliquées 
dans la nucléation de l’actine-F au fur et à mesure de l’élongation du cœur d’actine-F 
pourraient donc être de meilleurs marqueurs. En effet, il a été montré que la vinculine était 
recrutée plus tardivement que Arp2/3 aux podosomes de cellules musculaires lisses (Kaverina 




Figure 7: Quantification du pourcentage de migration de neutrophiles dans 
différentes matrices
La quantification a été effectuée à 3h de migration. Dans les matrices gélatineuses, la 
migration est quasi inexistente.










Figure 6: Illustration du phénotype des neutrophiles sur et au sein d’une matrice de 
collagène fibreux 4mg/mL et du matrigel
Les cellules migrent avec un phénotype typique du mode amiboide. Très peu de cellules 
migrent dans le Matrigel
Images en contraste de phase. Echelle 20µm
F4mg Matrigel 6mg
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Les monocytes et neutrophiles sont incapables de migrer selon le mode mésenchymal 
dans nos conditions expérimentales. 
Lorsque les neutrophiles sont déposés en surface de matrices 3D, ils ne sont capables de 
migrer que dans les matrices de collagène fibreux (2 ou 4mg/mL) (Figure 7) avec un 
phénotype typique du mode amiboide (Figure 6). La migration maximale est obtenue dès 3h 
de migration: le pourcentage de  migration n’évolue plus après ces 3h (données non montrées) 
et beaucoup de cellules sont retrouvées mortes après 24h. En Matrigel™, la migration est 
quasi inexistante, même lorsque la matrice est diluée au demi (Matrigel™ 6mg/mL figure 7). 
De même, les neutrophiles sont incapables de migrer au travers du collagène gel. Le collagène 
gel et le Matrigel™ sont des matrices qui requierent la dégradation par les protéases pour leur 
traversée, d’après nos résultats sur les macrophages (Van Goethem E et al, J. Immunol, 2010), 
L’absence de migration dans ces matrices semble indiquer que les neutrophiles, dans nos 
conditions expérimentales, sont incapables de migrer selon le mode mésenchymal. 
Concernant les monocytes, afin d’éviter de biaiser les résultats en mesurant à un temps trop 
tardif la migration de cellules potentiellement en cours de différenciation en macrophages, 
nous avons choisi de quantifier la migration 20h après le dépôt des cellules en surface des 
différentes matrices (figures 8 et 9). Le graphique montre que les monocytes migrent dans les 
matrices de collagène fibreux. En revanche, leur migration est très limitée dans les matrices 
de collagène gel. Dans le Matrigel™, les monocytes ne migrent pas non plus (données non 
montrées). Lorsque cette matrice est diluée au demi, une petite proportion de cellules 
commence à migrer en se déformant (Matrigel™ 6mg/mL de la figure 9 et figure 8). D’autre 
part, la migration dans le Matrigel™ pur commence dès 48h après le dépôt des monocytes. 
Après 7 jours passés sur/dans le Matrigel™, les cellules semblent différentiées et migrent 
selon un mode mésenchymal (non montré). Nous pensons donc que le Matrigel permet la 
différenciation des monocytes en macrophages et explique donc le début de migration observé 
dans le Matrigel dilué au demi après 20h. Ainsi comme pour les neutrophiles, les résultats 
obtenus montrent que, dans nos conditions expérimentales, les monocytes migrent 
exclusivement selon un mode amiboide. 
Toutefois, lors de cette étude nous avons été limités expérimentalement sur la longueur des 
expériences. En effet, les neutrophiles ont une durée de vie assez courte in vitro (quelques 
heures) et les monocytes entament leur différenciation en macrophages dès les premiers jours 
de culture. Aussi, à la différence des macrophages sur lesquels nous mesurions la migration à 
temps tardif (à cause du temps de latence sur les matrices gélatineuses), la migration des 
Figure 9: Quantification du pourcentage de migration de monocytes dans différentes matrices
La quantification a été réalisée après 20h de migration.
Une petite proportion de cellules est capable d’envahir le matrigel tandis que la migration dans le 
collagène gel est quasi inexistente.











Figure 8: Illustration du phénotype des monocytes sur et au sein d’une matrice de 
collagène fibreux 4mg/mL et du matrigel 6mg/mL
Les cellules migrent avec un phénotype typique du mode amiboide. Quelques cellules 
migrent dans le Matrigel en se déformant (flèches).
Images en contraste de phase à 20h de migration, Echelle 20µm
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neutrophiles et monocytes n’a pas été étudiée au delà de 24h. Par conséquent, notre étude est 
restreinte aux capacités migratoires à temps court.  
In vivo, les neutrophiles et les monocytes sont, cependant, capables de migrer très rapidement 
et efficacement en réponse à un signal inflammatoire, à travers la membrane basale. Ainsi, 
l’absence de migration dans le Matrigel™, qui mime la membrane basale, peut s’expliquer de 
trois manières. 1) Le passage de la membrane basale nécessite un état activé des leucocytes. 
In vivo, les cellules endothéliales activées permettent l’attachement des leucocytes, leur 
activation puis leur trans-migration. Dans notre modèle, les cellules n’ont pas été activées et 
n’ont donc aucune raison de pénétrer dans le Matrigel™. 2) Le Matrigel™ en couche épaisse 
que nous utilisons dans nos expériences ne représente pas réellement la membrane basale qui 
est perçue comme une surface en 2D par les leucocytes (Rowe and Weiss, 2008). 3) Il a été 
montré, in vivo, que les monocytes traversent la membrane basale sans la dégrader en 
s’infiltrant dans des zones de moindre résistance (les LERs) présentes dans cette membrane 
(Voisin et al., 2009). Ces LERs sont clairement absents de notre modèle in vitro. Concernant 
les neutrophiles, il a été montré in vivo que le passage de la membrane basale nécessitait 
l’aggrandissement des LERs sous l’action de l’élastase (Voisin et al., 2009) mais à nouveau 
cela sous-entend l’existence de LERs dans la matrice. Ainsi le Matrigel™, utilisé dans nos 
expériences, représenterait une barrière « infranchissable » pour le passage des monocytes et 
neutrophiles.  
Afin de tester l’hypothèse selon laquelle le Matrigel™, de part sa configuration 3D, empêche 
la migration des monocytes et neutrophiles, il faudra déposer les neutrophiles et les 
monocytes sur des inserts coatés avec une fine couche de Matrigel™ (50µm d’après nos 
mesures), conditions qui se rapprochent donc davantage des conditions in vivo en terme de 
dimensions. Si les cellules restent incapables de traverser ces inserts, cela montrera que ce 
n’est pas la configuration 3D qui freine la migration mais soit l’activation des cellules soit 
l’inexistence de LERs dans le Matrigel™. Dans ce cas, plusieurs conditions d’activation des 
cellules pourront être testées, telle que le dépôt in vitro de neutrophiles ou monocytes sur une 






Figure 10: Etat de maturation des cellules dendritiques.
Données issues FACS- Illustration de 2 marqueurs parmi les 7 testés ayant tous donné un 
résultat similaire. La maturation au LPS sur la nuit induit l’expression de CD11c et celle du 
marqueur d’histo-compatibilité II. 








Figure 11: Cellules dendritiques sur Fibronectine 10µg/mL
Les cellules ont été fixées au bout de 20h d’adhérence.
Seules les cellules immatures forment de vrais podosomes avec un cœur d’actine-F entouré de
vinculine
Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu) – Echelles 10µm
Figure 12: Cellules dendritiques sur gélatine-FITC
Les cellules ont été fixées au bout de 20h d’adhérence.
Seules les cellules immatures sont capables de dégrader la gélatine







Ainsi, dans nos conditions expérimentales, les neutrophiles semblent migrer exclusivement 
selon un mode amiboide en 3D et cela est corrélé à l’absence de podosomes. Les monocytes 
semblent également incapables de migrer selon le mode mésenchymal. Cependant leur 
capacité dégradative de la gélatine en 2D est encore incomprise. Il semblerait donc que, pour 
les monocytes, les structures dégradatives 2D soient dépendantes de la rigidité du substrat. Le 
dépôt de ces cellules sur une fine couche de Matrigel™ et sur des cellules endothéliales 
permettra de mieux comprendre ces résultats. 
 
Dans les cellules dendritiques, la formation de podosomes dépend de l’état de 
maturation  
L’état de maturation des cellules dendritiques (DCs) a été confirmé par FACS (collaboration 
O. Neyrolles, IPBS, Toulouse) (Figure 10). 
Lorsque les DCs ont été déposées sur des lames de verre recouvertes de fibronectine, la 
présence de podosomes a été observée sans ambiguité dans les DCs immatures (iDCs) et très 
rarement dans les DCs matures (mDCs) (Figure 11). 
De plus cette présence a été corrélée à la capacité dégradative des cellules. En effet, les mDCs 
dégradent avec beaucoup moins d’efficacité la gélatine-FITC que les iDCs (Figure 12). Ceci 
confirme les données de la littérature (Burns et al., 2001). 
 
Les cellules dendritiques immatures sont capables de migrer dans toutes les matrices, les 
DC matures présentent un défaut de migration net dans les matrices gélatineuses. 
Lorsque déposées sur des matrices de collagène fibreux 2mg/mL, les DCs, matures (mDCs) et 
immatures (iDCs) sont capables de migrer et ce avec un phénotype assez arrondi avec de 
petites protrusions (Figures 13 et 14). Les mDCs sont statistiquement moins efficaces que les 
iDCs. 
Lorsqu’elles sont déposées sur du Matrigel™ et du collagène gélatineux (non montré), seules 
les iDCs sont capables de migrer, semblant indiquer que seules ces cellules sont capables 
d’adopter un mode mésenchymal de migration (Figures 13 et 14). De plus au cours de leur 
migration elles adoptent un phénotype typique du mode mésenchymal avec la formation de 
longues protrusions (Figures 13). Afin de confirmer ce résultat, les iDCs ont été mises en 
présence d’un cocktail d’inhibiteurs de protéases (Van Goethem E et al, J. Immunol, 2010). 
Figure 14: Quantification du pourcentage de migration des cellules dendritiques
La quantification a été réalisée à 48h de migration. Seules les cellules immatures (iDCs) sont 
capables de migrer selon un mode mésenchymal (Matrigel)










Figure 13: Illustration des phénotypes des cellules dendritiques
Photos prises en contraste de phase sur la condition des cellules immatures à 48h de migration
Les cellules adoptent un phénotype caractéristique du mode mésenchymal en Matrigel et 




Sous l’effet de ces drogues, leur migration a été inhibée de 40 % (données préliminaires non 
montrées). 
Ainsi ces résultats semblent montrer que les mDCs sont capables de migrer selon un mode 
amiboide uniquement tandis que les cellules immatures sont capables d’adopter les deux 
modes migratoires. 
Ainsi ces résultats montrent, sur les DCs, une très bonne corrélation entre présence et activité 
des podosomes, et capacité de migrer dans une matrice gélatineuse nécessitant sa dégradation. 
La migration des DCs est une de leur caractéristique majeure quel que soit leur état de 
maturation ou même de différenciation (les progéniteurs sont aussi capables de migrer 
puisqu’ils quittent la moelle osseuse pour rentrer dans le sang) (revue (Alvarez et al., 2008)) 
Dans la littérature, il est suggéré que les DCs immatures dans les tissus périphériques 
commencent à maturer sous l’effet de la liaison à l’antigène et qu’ensuite elles traversent de 
multiples barrières anatomiques pour rejoindre les noeuds lymphatiques et présenter 
l’antigène aux lymphocytes. Cependant, le lieu exact de la maturation des DCs n’est pas 
connu (revue (Alvarez et al., 2008)). 
Le processus de maturation permettrait l’acquisition de nouvelles capacités migratoires et 
serait accompagné de la régulation à la hausse de la production de protéases (revues (Alvarez 
et al., 2008; Martin-Fontecha et al., 2009)). L’implication de ces protéases dans la migration a 
été montrée mais dans la plupart des études, les données sont issues de travaux in vitro en 2D 
(Darmanin et al., 2007; Ratzinger et al., 2002) ou impliquant le passage d’une membrane 
basale (Ratzinger et al., 2002).  
Ainsi, nous pensons que les cellules immatures pourraient remplir le rôle dégradatif de la 
membrane basale, puis les cellules migreraient dans les tissus interstitiels, passeraient dans le 
système lymphatique et rejoindraient les nœuds lymphatiques. La maturation aurait lieu au 
cours de ce processus et de ce fait la migration amiboide pourrait suffire pour gagner la 
destination finale. 
D’autre part, quelques études ont étudié l’implication des podosomes dans le processus de 
maturation et de migration. Dans ces études in vitro, il est montré que les iDCs ne migrent que 
très peu et que les mDCs acquièrent la capacité de migrer via la dissolution des podosomes 
(Nobile et al., 2008; van Helden et al., 2006; Winzler et al., 1997). Ces études suggèrent donc 
que les podosomes servent uniquement à l’adhérence des cellules et non à la migration des 
DCs. Ceci va à l’encontre de nos résultats qui suggèrent une corrélation entre formation de 
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podosomes et migration mésenchymale. Cependant la plupart de ces articles étudient les 
capacités migratoires en 2D. Or on sait des données dans les cellules tumorales que la 
migration 2D ne reflète pas la migration 3D (Hooper et al., 2006). De ce fait, les conditions 




En conclusion, même si les résultats sont encore préliminaires, nous avons pu déterminer le 
mode migratoire de différents leucocytes dans notre modèle de migration in vitro. Nous 
montrons ainsi que les résultats obtenus sur les monocytes et les neutrophiles sont cohérents 
avec les données de la littérature qui suggèrent un mode amoeboide de migration pour ces 
cellules. D’autre part, les travaux de Fanny Lafouresse (étudiante en thèse sous la direction de 
Loïc Dupré, INSERM U563, Hôpital Purpan-Toulouse) menés dans notre modèle in vitro ont 
démontré que les lymphocytes T migrent exclusivement selon un mode amiboide de 
migration, comme cela est suggéré dans la littérature. Ceci montre que notre modèle est 
parfaitement adapté à l’étude des capacités migratoires des cellules.  
D’autre part, nous montrons que l’absence de migration mésenchymale est corrélée à 
l’absence de formation de podosomes dans les neutrophiles et dans les mDCs et qu’à l’inverse 
la formation de podosomes dans les iDCs corrèle avec l’acquisition d’une capacité migratoire 



















DISCUSSION GENERALE ET 
PERSPECTIVES 
 
De nombreux aspects de mon travail sont déjà discutés dans les paragraphes I-3, II-3, III-3 et 
IV-3 de la partie résultats de ce manuscript. Aussi, je ne discuterai ici que brièvement des 
perspectives à plus long terme de cette étude 
 
Relevance du mode mésenchymal in vivo. 
Mes travaux de thèse ont notamment pu démontrer que les macrophages humains, 
contrairement aux lymphocytes et neutrophiles, sont capables, in vitro, de migrer dans les 
matrices les plus denses selon le mode mésenchymal dépendant de l’utilisation de protéases. 
Outre les différentes perspectives à court terme déjà présentées dans le manuscrit (partie 
résultats et perspectives des I, II, III, IV du chapitre Resultats), la suite logique de ce travail 
consistera donc à valider l’existence de la migration mésenchymale des macrophages in vivo. 
In vivo, les macrophages sont capables de migrer à travers la presque totalité des tissus de 
l’organisme qui pourtant présentent des caractéristiques structurales extrêmement hétérogènes 
entre eux et au sein d’un même tissu (Introduction figure 33 p 56). Il est donc possible que, 
dans certains tissus denses, les macrophages migrent naturellement selon le mode 
mésenchymal. Compte tenu de nos résultats sur une matrice de structure inhomogène 
(Chapitre I-3 des Résultats, Figures 4-5 p 92-93), on peut même penser que dans des tissus 
hétérogènes, un même macrophage puisse utiliser le mode amiboide et le mode mésenchymal 
en alternance, ou bien encore un mode intermédiaire comme proposé page 93.  
Par ailleurs, les propriétés physiques d’un tissu évoluent au cours de certaines pathologies. 
Ainsi, la densification des tissus a été décrite dans les tumeurs solides où l’infiltration des 
macrophages joue un rôle délétère (Levental et al., 2009). Or, dans l’introduction (« III-2.3 
Role des paramètres physiques de la matrice ») et dans les résultats (chapitre I-3, page), nous 
avons décrit, combien ces paramètres matriciels pouvaient influencer le mode migratoire des 
macrophages. Aussi, il est probable qu’in vivo, pour pouvoir infiltrer ces tissus pathologiques 
plus denses, les macrophages mettent en place le mode migratoire mésenchymal. De ce fait, 
ce mode migratoire deviendrait une cible pharmacologique de grand intérêt puisqu’il n’est pas 
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utilisé par les autres types de leucocytes, tels que les lymphocytes T dont l’infiltration dans les 
tumeurs a généralement un effet bénéfique.  
Les travaux de l’équipe ont montré que les macrophages murins étaient également capables 
d’adopter un mode mésenchymal de migration (Cougoule et al., 2009). Ainsi le modèle murin 
est tout à fait adapté pour tester la relevance du mode mésenchymal in vivo. Afin de 
déterminer si le mode mésenchymal existe in vivo et dans quel tissu, une approche in vivo en 
microscopie intravitale et ex vivo sur des explants de tissus pourra être envisagée. Ceci 
permettrai 1) de cartographier les tissus dans lesquels les macrophages migrent selon le mode 
amiboide ou mésenchymal en situation non pathologique et 2) d’étudier le mode migratoire 
des macrophages dans différents tissus pathologiques comparés à la contrepartie saine du 
même tissu.  
Ce projet est à l’étude dans l’équipe, en continuité de mon travail de thèse. En première 
intention, des tumeurs sous-cutanées seront générées chez la souris puis excisées afin de 
caractériser l’infiltration de macrophages (marquages immuno-histochimiques, cytométrie en 
flux, co-culture explants de tumeurs-macrophages). Ces études permettront notamment 
d’établir s’il existe ou non une corrélation entre la densité de la MEC dans les tissus et le 
mode migratoire des macrophages.  
Si ce projet prouve l’existence du mode mésenchymal des macrophages in vivo et que cela 
corrèle avec leur infiltration de tissus denses pathologiques, alors le mode migratoire 
mésenchymal, spécifique à ce jour des macrophages, pourra être proposé comme cible 
pharmacologique potentielle. 
A terme, la mise en place de ces modèles d’explants permettra donc de tester divers tissus et 
d’identifier dans lesquels le mode migratoire mésenchymal se met en place. Ce projet sera 
mené dans l’équipe par Véronique Le Cabec et le doctorant qui me succèdera et sera couplé à 
des analyses biomécaniques (collaboration Pr. Pascal Swider de l’Institut de Mécanique des 
Fluides de Toulouse) et biophysiques (collaboration Fabienne Gauffre du Laboratoire des 
Interactions Moléculaires et Réactivité Chimiques et Photochimiques à Toulouse) des tissus 
prélevés. Cela permettra d’établir la corrélation entre les propriétés physiques des tissus et le 
mode migratoire des macrophages. A plus long terme, ces analyses pourront être réalisées sur 
des biopsies de tissus pathologiques humains. 
Enfin, une partie de ce projet impliquera l’étude in vivo du mode migratoire des macrophages 
avec l’utilisation de l’imagerie intravitale en microscopie bi-photonique. L’imagerie 
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d’animaux vivants est largement utilisée pour la visualisation du mouvement de cellules in 
vivo notamment dans les tumeurs murines (Boissonnas et al., 2007; Condeelis and Segall, 
2003) ou encore dans des modèles tels que le poisson-zèbre (Kissa et al., 2008; Levraud et al., 
2009) ou la Drosophile (Evans et al., 2010a; Evans et al., 2010b). Ainsi dans notre étude, 
l’infiltration par les macrophages des tumeurs générées chez la souris et de leur micro-
environnement sera observée. Nous pourrons ainsi visualiser et quantifier le comportement 
(vitesse de déplacement) des macrophages dans cet environnement et analyser les relations 
macrophages/MEC via l’utilisation de la SHG (second harmonique generation) qui permet de 
détecter les fibres de collagène.  
 
Identification d’effecteurs spécifiques de la migration amiboide et de la 
migration mésenchymale.  
Nous avons montré que les macrophages humains sont capables d’adopter le mode migratoire 
amiboide ou le mode mésenchymal de migration selon la matrice traversée. Une des 
perspectives découlant de ce travail est d’identifier des effecteurs spécifiques de chacun des 
deux modes migratoires 3D. En effet, comme nous l’avons vu ci dessus, le mode 
mésenchymal, apparaissant spécifique des macrophages, représenterait une cible 
pharmacologique de grand intérêt pour toutes les pathologies où l’infiltration de macrophages 
est délétère. La protéine Hck a déjà été identifiée dans l’équipe comme un effecteur majeur de 
la migration mésenchymale des macrophages (Cougoule et al., 2009). Pour identifier d’autres 
effecteurs, une analyse transcriptomique différentielle des gènes régulés au cours des deux 
modes migratoires est actuellement menée dans l’équipe. Ainsi les gènes de macrophages 
migrant en 2D sur des matrices de collagène fibreux ou gélatineux et les macrophages migrant 
en 3D selon le mode amiboide ou mésenchymal au sein de ces mêmes matrices seront 
comparés 2 à 2. Pour réaliser ces expériences, les macrophages sont déposés sur les matrices 
2D et 3D et au bout de 72h, les ARNs sont extraits des cellules ayant migré dans les matrices 
3D et des cellules adhérentes en 2D. L’analyse transcriptomique est réalisée en collaboration 
avec Jean-Louis Mège à l’Université de la Méditerannée à Marseille.  
Cette analyse permettra donc d’identifier de nouveaux effecteurs de la migration 3D des 
macrophages. De plus, couplée à l’étude bio-mécanique et bio-physique des différents tissus 
décrite dans le précédent paragraphe, l’analyse permettra également d’identifier des molécules 
« senseurs »  des propriétés physiques du support de migration 3D. 
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Le rôle des gènes d’intérêt sélectionnés pourra ensuite être évalué sur la migration des 
macrophages en utilisant des Si/Sh-RNA 
 
Identification des protéases impliquées dans la migration mésenchymale. 
Nous avons montré que la migration mésenchymale des macrophages dépendait de la 
dégradation par les protéases à l’aide d’un cocktail d’inhibiteurs de protéases. Nous avons 
également montré que l’activité des MMPs était nécessaire mais non suffisante à cette 
migration. Aussi, il serait d’un grand intérêt d’identifier la ou les autres protéases impliquées 
dans ce processus. Des travaux de l’équipe ont suggéré que l’exocytose des lysosomes aux 
podosomes pouvait être responsable de la dégradation de la MEC (Cougoule et al., 2005). 
Nous faisons donc l’hypothèse que des protéases lysosomales puissent être impliquées dans la 
migration 3D mésenchymale des macrophages. Afin d’étudier cette hypothèse, les inhibiteurs 
de protéases du cocktail d’inhibiteurs précédemment utilisé (Van Goethem E et al, J Immunol 
2010) seront évalués séparément, dans notre modèle de migration in vitro, pour leur capacité à 
inhiber la migration mésenchymale. D’autre part, soutenus par des données récentes in vivo 
qui suggèrent un rôle dans la croissance tumorale pour les cathepsines B et S, cystéine 
protéases lysosomales des macrophages (Gocheva et al., 2010), des inhibiteurs spécifiques 
des cathepsines JPM-OEt ou VBY-825 (Bell-McGuinn et al., 2007; Elie et al., 2010; Schurigt 
et al., 2008b) seront également évalués. De plus, des souris déficientes pour la cathepsine S 
(laboratoire AM Lennon-Duménil, Institut Curie-Paris) devraient être bientôt disponibles dans 
l’équipe. Elles permettront de tester la capacité migratoire des BMDMs issus de ces souris 
dans notre modèle in vitro. Et dans l’hypothèse où la cathepsine S s’avère importante dans la 
migration mésenchymale, nous pourrons envisager de réaliser des expériences d’induction de 
tumeurs in vivo dans ces souris afin de mesurer l’infiltration des macrophages. 
Si d’autres protéases se révèlent importantes via les expériences d’inhibiteurs spécifiques, 
nous envisagerons d’utiliser des siRNA spécifiques de ces protéines candidates. Les 
macrophages transfectés avec ces siRNA seront examinés pour leur capacité migratoire in 
vitro puis pour leur capacité d’infltration de tumeurs in vivo. 
Ainsi, si nous parvenons à démontrer l’implication de telle ou telle protéase dans la migration 
3D des macrophages, cette protéine deviendra un candidat potentiel pour l’inhibition 
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  ABSTRACT 
Recruitment of macrophages and neutrophils to the inflamed or infected site is a critical step 
of innate immune response. However, in some diseases (chronic inflammatory disorders, 
cancers…), the recruitment becomes chronic and massive, and participates in pathology 
progression. In vivo, phagocytes are mainly migrating within a three-dimensional (3D) 
environment. If nothing was known about 3D migration of macrophages, the one of tumor 
cells is well documented. It allowed to establish that 2D migration and 3D migration do not 
require the same mechanisms and to identify two main migration modes: the mesenchymal 
mode, dependent on extra-cellular matrix (ECM) degradation by proteases and the amoeboid 
mode, independent on that degradation. The aim of my PhD was to characterize the 3D 
migratory behaviour of human macrophages using a simple in vitro model that allowed us to 
compare migration within matrices of different composition, architecture and visco-elastic 
properties. I was thus able to show that 1) human macrophages are able to adopt the two 
migration modes described so far, 2) the choice of migratory mode is dictated by the 
architecture of the matrix encountered, 3) macrophages are using the mesenchymal mode to 
migrate within the least porous ECM, through the formation of degradative structures: the 3D 
podosomes. Following this work, 3D migration of different macrophage sub-populations and 
of other human leukocytes: monocytes, neutrophils and dendritic cells has been evaluated and 
this study is still on going. 
 
KEY WORDS : Migration, 3D, Macrophages, Phagocytes, Podosomes, Matrices 
RESUME 
Le recrutement des macrophages et neutrophiles sur un site infecté ou enflammé est une étape 
clé de la réponse immunitaire innée. Cependant, dans certaines maladies (maladies 
inflammatoires chroniques, cancers…), le recrutement chronique et massif des macrophages 
participe à la progression de la pathologie. In vivo, les phagocytes migrent essentiellement au 
sein d’un environnement tri-dimensionnel (3D). Si rien n’était connu sur la migration 3D des 
macrophages, celle des cellules tumorales, bien documentée, avait permis de montrer qu’elle 
fait appel à des mécanismes très différents de la migration 2D et de définir deux modes 
principaux de migration : le mode mésenchymal, dépendant de la dégradation de la matrice 
extra-cellulaire (MEC) par les protéases et le mode amiboide, indépendant de cette 
dégradation. L’objectif de ma thèse a été de caractériser le mode migratoire 3D des 
macrophages humains dans un modèle d’étude simple in vitro permettant de comparer la 
migration dans des matrices de compositions, d’architectures et de propriétés visco-élastiques 
différentes. J’ai ainsi pu montrer que 1) les macrophages humains sont capables d’adopter les 
deux modes migratoires décrits à ce jour, 2) le choix du mode migratoire est dicté par 
l’architecture de la matrice rencontrée, 3) les macrophages utilisent le mode mésenchymal 
pour traverser les MEC les moins poreuses notamment via la mise en place de structures 
dégradatives : les podosomes 3D. L’évaluation des modes migratoires des différentes sous 
populations de macrophages et des autres phagocytes humains (monocytes, neutrophiles et 
cellules dendritiques) a fait suite à ce travail et est encore en cours d’expérimentation. 
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